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Figure 1 : Schéma simplifié des communications régissant l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique 
(HHG) femelle. 
La régulation endocrine de la fonction de reproduction implique trois niveaux différents : 
l’hypothalamus, situé dans le cerveau et produisant la Gonadotropine Releasing Hormone (GnRH), 
l’hypophyse anatomiquement connectée à l’hypothalamus et produisant les gonadotropines Follicle 
Stimulating Hormone (FSH) et Luteinising Hormone (LH) et enfin l’ovaire, situé à distance de 
l’hypothalamus et de l’hypophyse dans la cavité abdominale. L’ovaire produit les œstrogènes et la 
progestérone (régulant l’utérus) ainsi que les inhibines et activines et exerce des rétro-contrôles sur 


















L’ovaire est un organe clé de la reproduction féminine. Il est en effet à l’origine de la 
production des gamètes : les ovocytes, cellules haploïdes issues de la méiose et destinées à la 
fécondation après ovulation. La bonne santé reproductive est en partie conditionnée par le bon 
développement de l’ovaire et de son stock de follicules, lesquels sont les unités fonctionnelles de 
l’ovaire, contribuant au développement d’un ovocyte. Ce stock de follicules se met en place chez la 
femme durant la vie fœtale et chez la ratte dans les trois jours suivant la naissance. Ce processus 
d’histogenèse folliculaire est crucial parce qu’à son terme, le stock de follicules constitué est définitif 
et sans renouvellement possible (bien que ceci soit sujet à controverse). Les ovocytes, qui ont alors 
débuté leur méiose sans toutefois l’achever, forment un pool quiescent jusqu’à la puberté. À ce 
moment-là les follicules commencent à être recrutés de façon cyclique dans le cadre de la vie 
reproductive. Ce stock est donc déterminant pour les capacités reproductives de l’adulte. S’il est 
déplété au moment de sa formation, il sera épuisé précocement ou incapable d’assurer ses 
fonctions, réduisant ainsi les capacités reproductives.  
Outre sa fonction gamétique, l’ovaire assure également une fonction endocrine. Il produit les 
hormones sexuelles féminines et notamment les œstrogènes. La régulation endocrine de la fonction 
de reproduction (figure 1), très conservée au cours de l’évolution, implique trois organes : 
l’hypothalamus, l’hypophyse et l’ovaire, formant « l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique » 
(HHG), en constante communication endocrine. En effet, les hormones ovariennes sont produites en 
réponse aux signaux hormonaux hypophysaires : l’hormone folliculo-stimulante (FSH) et l’hormone 
lutéinisante (LH). Ces deux gonadotropines sont elles-mêmes produites sous le contrôle de la 
Gonadotropine Releasing Hormone (GnRH) hypothalamique mais leur sécrétion peut être modulée 
grâce à des boucles de rétro-contrôle exercé par les hormones ovariennes (inhibine, activine, 
œstrogènes et progestérone). Ces dernières sont par ailleurs essentielles pour la régulation des 
fonctions utérines. 
Il est actuellement avancé que les œstrogènes joueraient un rôle dans l’histogenèse 
folliculaire. En effet, une privation ou un excès d’œstrogènes induisent des troubles de la formation 
folliculaire. L’importance du contexte endocrine au moment de cette formation folliculaire semble 
donc établie. Ce contexte endocrine peut être modifié par certains xénobiotiques (molécules non 
endogènes) d’origines diverses que l’on qualifie de « perturbateurs endocriniens » parce qu’ils ont la 
capacité d’interférer dans le système hormonal des individus. Dans un contexte de préoccupations 
croissantes au sujet de l’influence sur notre santé des perturbateurs endocriniens présents dans 
notre environnement, l’hypothèse de la sensibilité du processus d’histogenèse des follicules aux 
hormones ou xéno-hormones a conduit à de nombreuses études sur le développement folliculaire 
sous l’influence de perturbateurs endocriniens à activité œstrogénique. Nous avons souhaité étudier 
ce processus en conditions physiologiques ainsi qu’en conditions d’imprégnation œstrogénique 
excessive puis évaluer les conséquences à plus ou moins long terme sur l’histogenèse folliculaire et le 


















Figure 2 : Contrôle génétique précoce de la différenciation sexuelle. 
Après la migration des cellules germinales primordiales aboutissant à la formation de la crête 
génitale, un pic d’expression du gène Sry induit l’expression de Sox9, puis de Fgf9 et Pgd2 et un peu 
plus tard de l’AMH pour orienter la différenciation du tractus mâle. En l’absence de ce pic de Sry, les 
gènes Wnt4, Dax1, Rspo1 et Foxl2 sont exprimés, induisant la différenciation de la gonade 
bipotentielle en ovaire. 
D’après Kashimada & Koopman, 2010 ; revue Biason-Lauber, 2010,  Loffler & Koopman, 2002 
Figure 3 : Différenciation du tractus génital (chez le rongeur) 
Le tractus se développe d’abord sous la forme de deux jeux de canaux associés à des ébauches 
gonadiques indifférenciées. Sous l’influence de la différenciation de cette ébauche gonadique, l’un 
des jeux de canaux va régresser pour permettre la différenciation de l’autre. L’Amh produite par le 
testicule fœtal induit la régression des canaux de Müller pendant que la testostérone permet le 
développement des canaux de Wolff et l’insl3 prépare la descente testiculaire (pour revue, Viger et 
al., 2005). En l’absence de ces hormones mâles les canaux de Wolff régressent, la gonade reste en 
place dans l’abdomen et les canaux de Müller expriment différents facteurs permettant leur 
différenciation (pour revue Masse et al., 2009).  
Chez le mâle, les canaux de Wolff sont à l’origine des épididymes, des canaux déférents et des 
vésicules séminales. Chez la femelle, les canaux de Müller se différencient en oviductes (ou trompes 












































1. L’OVAIRE EMBRYONNAIRE ET FŒTAL 
A. Différenciation précoce de l’ovaire 
Au début du développement embryonnaire, et bien que le sexe génétique d’un individu soit 
déterminé dès la fécondation, le tractus génital est une structure indifférenciée, morphologiquement 
identique chez le mâle (porteur des chromosomes XY) et la femelle (XX).  
Les gonades indifférenciées se forment sur un renflement des mésonéphros (les reins 
embryonnaires). Ces renflements portent le nom de « crêtes génitales » et sont à l’origine des 
cellules somatiques de la gonade. La gonade indifférenciée exprime un certain nombre de facteurs 
essentiels à son propre développement (figure 2). Il a ainsi été démontré que des animaux dont les 
gènes Sf1 (NR5a1) ou Lim1 étaient non fonctionnels présentaient une agénésie gonadique. Les 
animaux dépourvus de Wt1, Emx2 ou M33 présentent des malformations du tractus génital ou un 
retard de développement gonadique (pour revue, Swain & Lovell-Badge, 1999). Il en va de même 
pour Lhx9, qui s’il est défectueux conduit à l’arrêt du développement de la gonade avant sa 
différenciation (Birk et al., 2000). Cette différenciation se produit vers 11 jours post-conception (jpc) 
chez la souris et 12 jpc chez le rat sous l’influence du gène Sry (Sex determining Region of Y 
chromosome) (Koopman et al., 1991) alors que les cellules germinales primordiales mâles prolifèrent 
(Schmahl & Capel, 2003). Ce phénomène représente la clé de la masculinisation phénotypique de 
l’individu, induisant une cascade d’expression d’autres gènes, tels que Sox9, puis Fgf9 et Pgd2 et un 
peu plus tard l’hormone anti-müllérienne (Amh). Chez les femelles, en l’absence de l’expression de 
ces gènes mâles, d’autres gènes (comme Dax1, Wnt4, Rspo1, Fst ou FoxL2) prennent le relais et 
induisent le développement d’un ovaire (pour revue, Sarraj & Drummond, 2012). De cette 
différenciation gonadique découle la différenciation du tractus génital entier (figure 3). En effet, ce 
tractus se forme de façon indifférenciée par la mise en place de deux jeux de canaux : les canaux de 
Wolff (les premiers à se mettre en place) et les canaux de Müller. À 10 jpc, les canaux de Wolff sont 
en place et les canaux de Müller commencent à se développer, guidés par les canaux de Wolff et 
sous leur contrôle paracrine (sans signal gonadique) (pour revue, Masse et al., 2009). Suite à la mise 
en place dans l’ébauche gonadique des signaux mâles, les cellules somatiques testiculaires sécrètent 
des hormones régulant la différenciation du tractus. Ainsi les cellules fœtales de Sertoli produisent 
l’Amh qui va induire la régression des canaux de Müller et les cellules de Leydig produisent la 
testostérone -induisant la différenciation des canaux de Wolff en épididymes, canaux déférents et 
vésicules séminales- et l’insulin-like factor 3 (Insl3) responsable de la descente testiculaire trans-
abdominale. 
Chez la femelle, l’absence de ces signaux mâles provoque la régression des canaux de Wolff mais des 
gènes Homeobox (Hox), Wnt et β-caténine induisent la différenciation des canaux de Müller, à 



























Figure 4 : Facteurs induisant la formation des cordons ovariens. 
Les cellules germinales primordiales sont d’origine extra-embryonnaire et leur migration jusqu’à la 
future gonade nécessite des signaux d’adressage chimiotactique, de survie cellulaire et de maintien 
de la pluripotence. Lorsque les cellules primordiales sont en place dans la future gonade, elles se 
multiplient et initient leur méiose grâce à l’acide rétinoïque, signal paracrine délivré par le 









forme de deux cornes chez les rongeurs) et de la partie supérieure du vagin. La partie inférieure du 
vagin n’a pas la même origine embryonnaire. L’ovaire, contrairement au testicule, conserve sa place 
anatomique initiale dans l’abdomen. Cette différenciation phénotypique, qui commence donc in 
utero, se poursuit longtemps après la naissance puisqu’elle ne s’achève qu’à la fin de la puberté et de 
l’apparition des caractères sexuels secondaires.  
B. Les cellules somatiques ovariennes 
 
L’ovaire fœtal contient à la fois les futurs ovocytes et les précurseurs des cellules somatiques. Il 
s’organise en cordons, structures comprenant les ovocytes en amas et entourées de cellules 
épithéliales, progénitrices des cellules de la granulosa. Les cordons sont bordés d’une membrane 
basale en continuité avec l’épithélium de surface ovarien. À l’extérieur de ces cordons se trouvent 
des cellules mésenchymateuses. Ces cellules progénitrices seraient identiques à celles à l’origine des 
cellules de Sertoli chez le mâle : chez les individus porteurs du chromosome Y, elles vont exprimer Sry 
à l’origine de l’engagement de la gonade dans la voie de différenciation mâle (McLaren, 1991). En 
l’absence de l’expression de ce gène, les cellules s’engagent dans la voie de différenciation femelle et 
seront à l’origine de cellules de la pré-granulosa (McLaren, 1991). Une autre source de cellules de la 
granulosa a également été envisagée : le rete ovarii, qui s’établit dans la zone de l’ovaire fœtal au 
contact du mésonéphros, et dont les cellules présentent une grande ressemblance ultrastructurale 
avec celles de la granulosa de l’ovaire néonatal de souris (Byskov & Lintern-Moore, 1973). Les études 
de lignage cellulaire grâce à des souris transgéniques exprimant la GFP (Green Fluorescent Protein) 
sous la dépendance du promoteur de Sry ont établi que des cellules de la granulosa dérivaient bien 
des mêmes cellules progénitrices que les cellules de Sertoli mâles (Ito et al., 2006, Albrecht & Eicher, 
2001). Toutefois, seule une petite partie des cellules de la granulosa à 2 semaines post-natales 
exprime la GFP (Ito et al., 2006). Ces cellules progénitrices fournissent en fait les cellules de la 
granulosa les plus au cœur de l’ovaire (Mork et al., 2012). Les plus externes dérivent de l’épithélium 
de surface ovarien à un stade de développement plus avancé (Mork et al., 2012). Quant aux cellules 
de la thèque, qui ne se différencient que plus tard dans l’ovaire post-natal, elles dériveraient de 
cellules mésenchymateuses du stroma ovarien (Erickson et al., 1985). 
C. La cellule germinale dans l’ovaire fœtal 
i. Cellules germinales primordiales – Migration et colonisation 
Entre 10 et 12 jpc chez le rongeur et pendant la cinquième semaine de vie fœtale chez l’homme, des 
cellules d’origine extra-embryonnaire, les cellules germinales primordiales, migrent pour aller 
coloniser les crêtes génitales. La formation de ces cellules requiert la présence de Bmp4 (bone 
morphogenetic protein), sans laquelle cette population de cellules ne peut se former (Lawson et al., 
1999). Le nombre de cellules germinales primordiales est toutefois régulé dès cet âge précoce par 
des facteurs limitants, tels que Bax, facteur pro-apoptotique en l’absence duquel la population de 
cellules germinales est plus importante (voire trop importante puisque ce nombre est ensuite régulé 
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Figure 5 : Les divisions de la cellule germinale chez la ratte 
Les cellules germinales subissent d’abord des mitoses entre 13.5 et 17 jours de gestation. Les cellules 
filles sont diploïdes, comme la cellule-mère. Puis elles entrent en méiose. La méiose se décompose 
en 2 grandes divisions: réductionnelle (passage de l’état diploïde à l’état haploïde) et équationnelle 
(passage de 2 à 1 chromatide par chromosome). Chacune de ces divisions est elle-même découpée 
en phases successives: prophase, métaphase, anaphase, télophase et cytocinèse. La prophase de 
première division est très longue, elle comprend cinq stades consécutifs. Chez la ratte, les ovogonies 
sont au stade pachytène au moment de la naissance et en 3 jours elles atteignent le stade diplotène 
où elles restent en quiescence jusqu’à la reprise de méiose lors du recrutement cyclique des follicules 
à la puberté. À la fin de la première division de méiose, les deux produits sont inégaux: une cellule 
haploïde destinée à la poursuite de la méiose et un globule polaire qui dégénère. La deuxième 
division fournit un seul ovocyte mature haploïde et un second globule polaire.  





L’étape de migration de ces cellules germinales primordiales est guidée par des signaux de chimio-
attraction assurant le bon adressage des cellules (figure 4):  
• Sdf 1 (stromal cell derived factor 1 aussi appelée CXCL12) est une chimiokine exprimée par 
les cellules des crêtes génitales et dont le récepteur CXCR4 est exprimé à la surface des gonocytes 
(Ara et al., 2003 ; Molyneaux et al., 2003). En l’absence de cette chimiokine, le nombre de cellules 
germinales dans la gonade est fortement réduit parce que les cellules germinales primordiales 
n’achèvent pas leur migration jusqu’aux crêtes génitales.  
• Le Kit-ligand (présent dans les cellules somatiques) et son récepteur, le kit (exprimé par les 
cellules germinales primordiales), semblent être la clé du bon adressage des cellules lors de leur 
migration. En effet, des expériences de chimioattraction ont démontré que le kit-ligand était 
indispensable à la migration cellulaire (Farini et al., 2007).  
• Nanos, Ter, Tiar et Dazl sont quatre facteurs nécessaires à la survie des cellules germinales. Ils 
ont un effet anti-apoptotique et leur inactivation conduit à une déplétion du stock de cellules 
germinales. À ce stade précoce du développement ovarien, les cellules germinales primordiales 
expriment des marqueurs de pluripotence tels qu’Oct4 et Nanog (revue, Monget et al., 2012).  
 
ii. Ovogonies – Mitoses 
Au cours de la vie fœtale, les cellules germinales primordiales ovariennes, devenues ovogonies, se 
divisent par mitoses entre 13.5 et 17.5 jpc chez le rat sous le contrôle de Zfx (Luoh et al., 1997) et 
sous la stimulation des activines (Martins da Silva et al., 2004). La mitose est une division cellulaire au 
cours de laquelle une cellule-mère diploïde (2n = 46 chez la femme ou 42 chez la ratte) dont les 
chromosomes ont subi une réplication (et sont donc dotés de 2 chromatides) fournit 2 cellules-filles 
diploïdes à une seule chromatide. Ce processus permet de conserver la totalité de l’information 
génétique portée par les chromosomes. La cytocinèse incomplète à la fin de ces mitoses conduit à la 
formation des « nids ovocytaires », des groupes de cellules germinales liées entre elles par des ponts 
cytoplasmiques et se divisant de façon synchronisée (Pepling & Spradling, 1998). Ceci forme les 
cordons ovariens composés par l’amas de cellules germinales entrant en contact avec des cellules 
épithéliales, les cellules de la pré-granulosa de forme squameuse, qui bordent alors les cordons 
ovariens. Enfin une membrane basale continue entoure l’intégralité de cette structure (Byskov & 
Lintern-Moore, 1973; Jeppesen, 1977). À 17.5 jpc, l’acide rétinoïque qui diffuse du mésonephros 
induit l’expression de Stra8, initiant la méiose (Koubova et al., 2006 ; Baltus et al., 2006 ; Bowles et 
al., 2006).  
iii. Ovocytes – Méiose 
La méiose est le processus conduisant à la formation des gamètes haploïdes nécessaires pour la 
reproduction du futur adulte (figure 5). Contrairement à la mitose, le but n’est pas de conserver la 
totalité du programme génétique mais seulement la moitié, afin de générer des ovocytes haploïdes 
capables de fusionner au cours de la fécondation avec un spermatozoïde lui-même haploïde pour 
reconstituer une cellule diploïde à l’origine du nouvel embryon. La méiose est donc constituée de 
deux divisions : la première, dite réductionnelle, assure le passage à l’état haploïde et la seconde, 
équationnelle, ressemble à une mitose. Contrairement à la méiose chez le mâle, une ovogonie 
diploïde à 2 chromatides ne fournit pas 4 cellules filles haploïdes à 1 chromatide. La première division 
engendre une cellule fille apte à subir la seconde division et un globule polaire, cellule résiduelle 





Le même phénomène se produit en deuxième division de méiose : un seul ovocyte mature est 
obtenu, haploïde et contenant suffisamment de matériel cytosolique (notamment les mitochondries 
et le nucléole, qui sont exclusivement d’origine maternelle). Un second globule polaire contenant le 
reste du matériel génétique est émis, voué comme le précédent à la dégénérescence. Ces deux 
divisions (réductionnelle et équationnelle) se déroulent en cinq phases successives : 
• Prophase : les fuseaux de division se mettent en place, constitués d’un réseau de 
microtubules permettant l’acheminement des chromosomes. Le matériel génétique se 
condense pour faire apparaitre les chromosomes et les tétrades - appariement des deux 
chromosomes à deux chromatides d’une même paire - se forment.  
• Métaphase : les chromosomes migrent et s’alignent sur la plaque équatoriale de la cellule. 
• Anaphase : les tétrades se séparent et les chromosomes homologues migrent chacun vers un 
pôle de la cellule. 
• Télophase : le fuseau mitotique se dégrade et les chromosomes se relâchent. 
• Cytocinèse (ou cytodiérèse): les cytoplasmes se séparent. 
La seconde division suit les mêmes étapes. Elle n’est pas précédée d’une étape de réplication de 
l’ADN et lors de l’anaphase, ce sont les chromatides sœurs qui migrent chacune à un pôle de la 
cellule. 
Lors de la division réductionnelle, la prophase est très longue et elle-même subdivisée en 5 stades 
(pour revue, De Felici et al., 2005, Schatten et al., 1986). Au stade leptotène, les chromosomes 
commencent à se condenser et s’apparier. Les tétrades se forment durant le stade zygotène. Au 
cours du stade pachytène ont lieu des échanges de chromatine entre les différentes chromatides au 
sein d’une tétrade. La connaissance du processus de recombinaison découle en grande partie des 
découvertes faites chez la levure. Ces échanges de chromatine résultent de l’induction volontaire de 
cassures double-brins au sein de l’ADN des chromatides (Sobell, 1975) par la protéine Spo11 (Keeney 
et al., 1997). Lorsque les brins sont ouverts, des exonucléases viennent digérer les extrémités 3’ des 
brins. Cette activité exonucléasique serait assurée par Com1/Sae2 (McKee & Kleckner, 1997) et un 
complexe Mre11 / Rad50 / Nbs1 (complexe MRN) (Ivanov et al., 1992; Sharples & Leach, 1995; 
Connelly & Leach, 1996). Ce complexe MRN fait également office de détecteur des cassures. En 
quelques minutes, l’histone H2AX est activée par phosphorylation aux abords des sites de cassures 
(Hunter et al., 2001, Rogakou et al., 1998) et permet le recrutement de la cohésine essentielle à 
l’établissement des complexes synaptonémaux et à la réparation des cassures (Lowndes & Toh, 2005; 
Llano et al., 2012). La réparation des « trous » occasionnés utilise alors le principe de 
complémentarité des bases. En effet, les brins partiellement dégradés sont re-synthétisés en utilisant 
comme matrice non pas l’homologue naturel mais le brin appartenant à l’autre chromosome de la 
tétrade. Pour ce faire, les brins doivent s’entrecroiser au niveau des cassures : Rad51 (lui-même 
recruté par le complexe MRN via la protéine Atm (Ataxia Telangiectasia Mutated, Barlow et al., 
1998)) catalyse l’invasion du double brin intact par le simple brin sans homologue après l’action des 
exonucléases. L’ADN polymérase β est alors chargée de la synthèse des portions d’ADN manquantes 
(Kidane et al., 2010), à l’aide des complexes Rad51-Rad52-Rad55 et Rdh54-Tidh1-Dmc1 (pour revue, 
Roeder, 1997). La finalisation des recombinaisons est assurée au sein de structures essentielles aux 
échanges de chromatine, les nodules de recombinaison, par Msh4, Msh5 et Mlh1. En l’absence de 
ces nodules, les animaux présentent des défauts de recombinaison (Carpenter, 1979). Les nodules 
contiendraient des protéines de stabilisation de l’ADN ainsi que des protéines de réparation des  
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Figure 6 : Évolution du nombre de cellules germinales en période fœtale et néonatale chez la ratte 
Les cellules germinales subissent des vagues d’apoptose successives. Le nombre maximal de cellules 
germinales saines est atteint vers 17 jpc, à la fin de la première vague d’apoptose qui se déroule 
pendant la phase mitotique. Puis elles entrent en méiose. Les phases de mort cellulaire 2 et 3 se 
mettent en place in utero. La dernière vague a lieu juste après la naissance et coïncide avec la 
fragmentation des cordons ovariens lors de l’histogenèse folliculaire. D’après Beaumont & Mandl, 
1962. 
 
Figure 7 : Chronologie comparée de la fin de morphogenèse ovarienne chez la ratte et la femme.  
Chez la ratte, les phénomènes de mitoses et méioses se déroulent successivement, alors que chez la 
femme, ils peuvent se chevaucher. L’histogenèse des follicules a lieu dans les 3 jours suivant la 
naissance chez la ratte alors que ce même processus a lieu avant la naissance (survenant aux 
alentours de 39 semaines de grossesse) chez la femme. D’après Sarraj & Drummond, 2012. Le 
processus d’histogenèse des follicules permet la transition entre les cordons ovariens (amas de 
cellules germinales -oranges- entourés de quelques cellules somatiques -bleues-) et les follicules 
primordiaux (une cellule germinale unique entourée d’une rangée de cellules somatiques). Les 
cellules marrons sont les ovocytes apoptotiques.  
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mésappariements (Plug et al., 1998). En effet, ces bouleversements de l’organisation du matériel 
génétique nécessitent des vérifications afin de ne pas laisser d’erreurs de recombinaison sur les 
chromosomes. Un important contrôle a donc lieu à ce stade de la méiose (pachytène). La cellule peut 
alors choisir de réparer son ADN ou d’entrer en apoptose en cas de dommages trop importants 
(Pittman et al., 1998). Outre ces bouleversements génétiques, c’est aussi au cours du pachytène que 
survient la naissance de l’animal. Puis au stade diplotène, les chromosomes se relâchent, les 
complexes synaptonémaux se désintègrent (pour revue, Roeder, 1997). Ce stade est extrêmement 
long dans les ovocytes puisque ceux-ci y restent bloqués, quiescents jusqu’à la puberté, où le 
processus reprend son cours lors de la croissance des follicules. Les chromosomes migrent durant la 
diacinèse pour préparer la métaphase (voir plus haut). Au contraire de la prophase I, la prophase II 
est de courte durée. 
iv. Évolution du nombre de cellules germinales pendant la vie fœtale 
Le nombre de cellules germinales est physiologiquement très variable au cours du développement 
(figure 6). Alors qu’elles se divisent par mitose, elles sont touchées par une première vague de mort 
cellulaire qui leur est spécifique. Leur ADN s’agrège dans le noyau, formant des grains de pycnose. 
Toutefois cette vague a un impact limité et le nombre d’ovocytes sains est à son maximum à 17 jpc 
chez la ratte (Beaumont & Mandl, 1962). La seconde vague, bien plus importante, touche les 
ovocytes au début de la prophase I (leptotène/ pachytène), provoquant l’apparition de nombreuses 
cellules germinales atrétiques. La 3ème vague touche les cellules germinales au stade pachytène et se 
termine donc juste après la naissance. Au cours de ces processus de multiplication / mort cellulaire 
au sein des cordons ovariens, le nombre d’ovocytes chute de plus de 60 % (Beaumont & Mandl, 
1962). Cette mort ovocytaire massive est due notamment à des processus d’apoptose (Coucouvanis 
et al., 1993). La 4ème vague de mort cellulaire physiologique, postnatale, est concomitante avec la 
fragmentation des cordons ovariens. 
2. FORMATION DES FOLLICULES OVARIENS 
Les cellules germinales femelles se différencient au cours du temps, subissant divers processus. Alors 
que chez l’homme, ces différents processus peuvent avoir lieu simultanément, chez les rongeurs le 
développement se déroule selon des étapes successives (figure 7).  
Chez les rongeurs, la formation des follicules (les unités fonctionnelles de l’ovaire) a lieu juste après 
la naissance à partir des cordons ovariens, ces structures contenant les ovocytes en amas 
interconnectés par des ponts cytoplasmiques, entourées de quelques cellules épithéliales et d’une 
membrane basale. Les cellules épithéliales (les pré-granulosa) s’insinuent entre les ovocytes qui sont 
alors individualisés, enveloppés de cellules épithéliales puis d’une membrane basale, formant les 
follicules. Enfin, des cellules mésenchymateuses voisines envoient des processus cytoplasmiques 
entre les follicules nouvellement formés, les séparant tout à fait (Merchant-Larios & Chimal-Monroy, 
1989). Ce processus, nommé histogenèse folliculaire, a lieu intégralement in utero chez la femme. 
Elle fait intervenir une vague de mort cellulaire physiologique (la 4ème vague présentée en figure 6) 
touchant les cellules germinales spécifiquement dans les zones où les nids ovocytaires se 
fragmentent (Pepling & Spradling, 2001) et où membrane basale subit un remodelage (Rajah & 
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Cette histogenèse folliculaire suit une dynamique centrifuge : les premiers follicules se forment au 
cœur de l’ovaire à 0 jour post-natal (jpn) et les derniers en périphérie à 2 jpn (Rajah et al., 1992). Les 
premiers follicules à se former sont appelés « follicules primordiaux ». Ils sont composés d’une seule 
cellule germinale entourée d’une assise de cellules somatiques (granulosa) aplaties (Forabosco et al., 
1991), assise elle-même bordée par une membrane basale. À la fin du processus de formation des 
follicules (à 3 jpn chez les rongeurs ou à la naissance chez l’humain), le stock est « fini », il n’y a plus 
de multiplication des cellules germinales (Zuckerman, 1951; Zhang et al., 2012a). Cet aspect « non 
renouvelable », bien que nuancé (Johnson et al., 2004), implique que c’est ce stock qui assure par la 
suite la production des gamètes femelles pendant la totalité de la vie de reproduction et donc 
conditionne en grande partie la santé reproductive du futur adulte. Il est donc crucial que la mise en 
place de ce stock se déroule dans de bonnes conditions car si le stock est endommagé, ces 
dommages sont irréversibles.  
 
A. Processus morphogénétiques 
i. Remodelage de la membrane basale 
La membrane basale est une portion spécialisée de matrice extra-cellulaire. Au moment de 
l’histogenèse folliculaire, la membrane qui entoure les cordons ovariens (Byskov & Lintern-Moore, 
1973) subit un remodelage afin d’individualiser chaque follicule au moment de sa mise en place 
(Rajah et al., 1992). La dégradation de la membrane existante se déroule en parallèle de la 
constitution de la nouvelle membrane. Des protéinases d’origine somatique dégradent la membrane 
dans les zones où la fragmentation des cordons est en cours (Mazaud et al., 2005) démontrant que le 
remodelage de la membrane est intimement lié au processus de formation des follicules 
primordiaux. Puis les cellules somatiques produisent de nouveaux composants qui se déposent 
autour du follicule en cours de formation afin de l’individualiser. La composition de cette membrane 
et surtout la proportion de chacun de ses constituants varient avec le développement du follicule 
auquel elle est liée (pour revue, Rodgers & Irving Rodgers, 2002).  
 
La formation des follicules ovariens a lieu sous la dépendance de multiples facteurs (présentés en 
figure 8) et impliqués dans divers processus auxquels nous allons maintenant nous intéresser.  
ii. Homéostasie ovocytaire 
Nécessité de la présence ovocytaire 
Paradoxalement, si la formation des follicules est associée à une forte vague d’apoptose ovocytaire, 
elle nécessite la présence de ces ovocytes (McLaren, 1991) associées à un nombre approprié de 
cellules somatiques (Sawyer et al., 2002). Si le nombre d’ovocytes est trop fortement réduit 
comparativement au nombre de cellules somatiques, il n’y pas de formation de follicules : chez des 
rattes irradiées in utero, la déplétion du stock d’ovocytes provoque la persistance de cordons 
ovariens stériles causée par le déséquilibre du ratio cellules germinales / cellules somatiques 


























Figure 9 : Schéma simplifié des voies de l’apoptose.  
En bleu : voie extrinsèque, en rose : voie intrinsèque.  
Les deux voies sont interconnectées. La voie intrinsèque répond à des dommages tels qu’un stress 
oxydant ou des dommages à l’ADN. Elle induit l’activation de protéines permettant la 
perméabilisation de la membrane mitochondriale, ce qui entraine le relargage dans le cytoplasme de 
protéines de l’espace intermembranaire et l’assemblage de l’apoptosome, régulateurs des caspases 
effectrices (par exemple la caspase 3) responsables de la dégradation des composants cellulaires. La 
voie extrinsèque est activée par des récepteurs de mort. Elle peut rejoindre le déroulement de la 
voie intrinsèque via la perméabilisation de la membrane mitochondriales ou dégrader plus 
directement les composants cellulaires via les lysosomes. 
ERO : Espèce Réactive de l’Oxygène  







Durant la méiose, les chromosomes homologues s’assemblent en tétrades (voir partie I. 1. B iii 
Ovocytes – Méiose, page 21) au cours du stade leptotène et Spo11 y induit des cassures de l’ADN 
pour permettre des recombinaisons au niveau des complexes synaptonémaux (dont la mise en place 
fait intervenir les gènes Scp). Les ovocytes des souris dont le gène codant pour Atm a été invalidé 
dégénèrent avant la fin du stade pachytène, suggérant que tous les ovocytes ont été éliminés à cause 
de leur incapacité à réparer les cassures doubles brins induites à ce stade par Spo11 (Barlow et al., 
1998). Les animaux déficients en protéines impliquées dans la réparation de l’ADN ont une formation 
folliculaire normale si l’induction des cassures de l’ADN est inhibée (Di Giacomo et al., 2005). Par 
ailleurs, l’invalidation de Scp1 entraine un passage précipité au stade diplotène, autorisant alors la 
formation prématurée des follicules (Paredes et al., 2005). Collectivement, ces données suggèrent 
que la finalisation de la prophase I de méiose serait un pré-requis nécessaire à la formation des 
follicules. 
Mort ovocytaire 
La mort cellulaire programmée des ovocytes implique aussi bien des molécules de voies canoniques 
de l’apoptose telles que Bax, Bcl2 ou les caspases mais aussi des voies plus spécifiques comme la voie 
de signalisation Notch. En effet, la déplétion de Notch2 conduit à la persistance de cordons ovariens 
non fragmentés par réduction de l’apoptose (Xu & Gridley, 2013). La follistatine (Fst) serait 
également régulatrice de l’apoptose. Des souris dont le gène a été invalidé présentent un nombre 
d’ovocytes à l’intérieur des nids ovocytaires plus important que les témoins et un taux d’apoptose 
réduit lors de la fragmentation (Kimura et al., 2011). De même, la réduction de l’expression de Pcna 
(proliferative cell nuclear antigen) conduit à la formation de follicules primordiaux avec un nombre 
restreint de cellules somatiques (Xu et al., 2011). Or ce ratio est un garant du développement 
postérieur correct du follicule. 
- Mécanismes : apoptose versus autophagie 
La vague de mort ovocytaire néonatale (décrite par Beaumont & Mandl, 1962) est due à des 
processus d’apoptose et d’autophagie qui peuvent, selon les espèces, toucher différents ovocytes ou 
co-exister au sein d’un même ovocyte mourant comme c’est le cas chez le rat (Escobar et al., 2008).  
L’apoptose (figure 9) implique des cascades de réactions conduisant à la dégradation de composants 
cellulaires sans endommager la membrane plasmique, évitant ainsi la réponse inflammatoire et la 
propagation du phénomène aux cellules voisines comme c’est le cas dans la nécrose. L’apoptose peut 
suivre deux voies : « intrinsèque » ou « extrinsèque ». La voie intrinsèque se déclenche en réponse à 
des dommages tels qu’un stress oxydant ou des lésions de l’ADN. Cette voie, impliquant par exemple 
la protéine p53 régulatrice du cycle cellulaire, conduit à la perméabilisation des membranes 
mitochondriales. Ceci provoque le relargage dans le cytoplasme des protéines de l’espace 














Figure 10 : Schéma simplifié du processus d’autophagie.  
Le matériel cytosolique à dégrader (en noir) est piégé dans une structure membranaire, le 
phagophore, suite à l’activation de voies de signalisation impliquant le facteur Becn1. Cela forme une 
vésicule à double membrane, l’autophagosome. La membrane externe de celui-ci fusionne avec un 
lysosome, exposant la membrane interne et son contenu aux hydrolases lysosomales. 









rôle activateur s’exerce notamment sur des caspases effectrices capables de dégrader des 
composants cellulaires. La voie extrinsèque est initiée à la membrane plasmique par l’activation de  
récepteurs de mort qui peuvent alors recruter des caspases effectrices, induire la perméabilisation 
des membranes mitochondriales ou activer une cascade de réactions induisant la perméabilisation 
des membranes des lysosomes. Ceci conduit par protéolyse à la dégradation des composants 
cellulaires ou encore à la perméabilisation des membranes mitochondriales (pour revue, Vicencio et 
al., 2008).  
L’autophagie (figure 10) a trois rôles potentiels dans la cellule : 1) recycler les protéines ou organites 
endommagés pour « réparer » la cellule et lutter contre une privation de nutriments, 2) dégrader des 
molécules ou agents infectieux ou 3) induire la mort cellulaire par dégradation d’éléments 
nécessaires à la survie (pour revue, Gump & Thorburn, 2011). Ce processus implique le 
développement d’un autophagosome (vésicule) englobant les éléments-cibles et induisant leur 
dégradation par fusion de l’autophagosome avec un lysosome qui libère des enzymes de dégradation 
(hydrolases). L’autophagie est contrôlée par des cascades de réactions impliquant le facteur Becn1 
(Beclin1, très exprimé à 1 jpn) et la voie Pi3K (Phosphatidyl-inositol 3 kinase). L’absence de Becn1 
(présentant un rôle central dans le processus) ou d’Atg7 (Autophagy related protein 7, impliquée 
dans l’extension de l’autophagosome) conduisent à la réduction drastique (plus de 56 %) du nombre 
d’ovocytes à 1 jpn (Gawriluk et al., 2011), impliquant ce processus dans le processus d’homéostasie 
ovocytaire chez la souris. 
Les processus d’apoptose et d’autophagie sont interconnectés car ils partagent des régulateurs 
communs. Par exemple, Bcl2 inhibe à la fois l’autophagie et l’apoptose par un mécanisme de liaison 
respectivement à Becn1 ou Bax. L’absence de Bcl2 chez des souris Knocked Out (KO) conduit à la 
réduction du nombre de follicules primordiaux (Ratts et al., 1995). Inversement, la sur-expression de 
Bcl-2 conduit à l’augmentation du nombre de follicule primordiaux; cet excès est toutefois 
naturellement éliminé par l’ovaire avant la puberté (Flaws et al., 2001). La caspase 3, caspase 
effectrice intervenant dans l’apoptose, inhibe l’autophagie au stade terminal de l’apoptose afin de 
limiter les capacités de réparation de la cellule. p53 module l’autophagie mais est aussi impliqué dans 
la voie intrinsèque de l’apoptose (pour revue, Gump & Thorburn, 2011).  
- Finalités 
Plusieurs hypothèses ont été avancées pour expliquer la perte massive d’ovocytes au cours de la 
période fœtale et néonatale : 
• Les ovocytes éliminés seraient porteurs d’anomalies méiotiques (voir partie I. 1. C iii 
Ovocytes – Méiose, page 21). Lors de l’appariement des chromosomes et de l’assemblage des 
complexes synaptonémaux, des erreurs peuvent survenir, provoquant la mort de l’ovocyte 
(Burgoyne & Baker, 1984; Speed, 1988). Des anomalies sur les télomères, conduisant alors à des 
erreurs de ségrégation, entrainent également l’apoptose de la cellule concernée (Hemann et al., 
2001) tout comme des mutations sur des gènes gouvernant l’appariement chromosomique et la 
formation des complexes synaptonémaux (Msh4, Kneitz et al., 2000, Dmc1 Pittman et al., 1998) et 
des gènes de réparation de l’ADN (Mlh1, Edelmann et al., 1996). L’ovaire ne conserverait ainsi que 





Figure 11 : Voies de signalisation cellulaire :  
A) Kit/Kit-ligand et Pi3K/Akt  
B) Notch.  
Ces voies sont au cœur de la communication entre les cellules germinales et somatiques. 
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• Les ovocytes éliminés auraient un déficit en facteurs de survie. Par exemple, Scf (kit-ligand) 
et Lif produits par les ovocytes sont anti-apoptotiques (Pesce et al., 1993). L’acide rétinoïque, 
initiateur de la méiose, est également un facteur de survie ovocytaire (Koshimizu et al., 1995). 
• Le ratio cellules de la granulosa (nourricières) / cellules germinales serait aussi déterminant 
et en l’absence d’un nombre satisfaisant de cellules somatiques, l’ovocyte serait incapable de se 
développer (Sawyer et al., 2002). 
• Les ovocytes éliminés se « sacrifieraient » pour améliorer la qualité de ceux appelés à 
survivre. De la même façon que le globule polaire lors de la méiose cède ses organites à la cellule 
germinale fonctionnelle, les ovocytes, qui communiquent par des ponts cytoplasmiques établis lors 
de la cytocinèse incomplète pendant la mitose, échangeraient du matériel cytoplasmique afin de 
garantir le meilleur équipement aux ovocytes participant à la formation des follicules primordiaux. 
C’est notamment le cas des mitochondries dont la migration à travers les ponts cytoplasmiques a été 
décrite juste avant la fragmentation des nids ovocytaires (Pepling & Spradling, 2001). 
 
B. Dialogue entre cellules somatiques et germinales : régulation paracrine de la formation 
folliculaire 
i. Kit ligand / c-kit et voie Pi3K / Akt 
Ces voies de signalisation cellulaires interviennent dans tous les tissus dans de nombreux processus. 
Dans l’ovaire spécifiquement elles jouent un rôle majeur dans la formation des cordons ovariens, 
l’établissement du pool de follicules primordiaux et plus tard dans leur recrutement. L’implication de 
Kit / kit-ligand a déjà été mentionnée dans le phénomène de migration et colonisation des crêtes 
génitales par les cellules germinales primordiales. Lors de la formation des follicules primordiaux, 
l’Akt (serine-threonine protein kinase) est activée par un produit de Pi3K (phosphatidylinositol-3-
phosphate kinase) répondant à des signaux externes tels que l’interaction entre Kit (présent dans les 
ovocytes) et son ligand (présent dans les cellules de la granulosa) (figure 11 A). Chez l’adulte, 
l’importance de cette voie de signalisation a été démontrée dans l’ovaire suite au constat de l’arrêt 
prématuré du développement des follicules avant le stade antral chez des  souris portant une 
mutation empêchant la fixation entre kit et Pi3K (Kissel et al., 2000). Chez la ratte néonatale, la mise 
en culture organotypique d’ovaires en présence de kit-ligand entraine l’augmentation de l’activation 
de Foxo3a par phosphorylation et la réduction de l’apoptose qui frappe l’ovaire néonatal (Liu et al., 
2009). Le lien entre Foxo3a et apoptose a par ailleurs été confirmé par la démonstration de la 
corrélation positive spatiale et temporelle entre les marquages de l’ADN endommagé au cours de 
l’apoptose (TUNEL) et de Foxo3a dans le noyau d’ovocytes de ratte à la naissance (Sui et al., 2010). 
L’action promotrice de cette voie de signalisation sur la formation des follicules primordiaux a aussi 
été démontrée chez le hamster (Wang & Roy, 2004). 
ii. Système Notch 
La voie de signalisation Notch est impliquée dans de nombreux processus biologiques et pathologies. 
Notch (figure 11 B) possède 2 types de ligands : les Jagged et les Delta, qui se fixent sur la partie 
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extracellulaire de Notch. Un clivage se produit alors par l’intermédiaire de métalloprotéase et 
sécrétase et la partie intracellulaire passe dans le noyau afin d’activer la transcription de ses gènes 
cibles. La signalisation par Notch est modulable par des protéines de la famille Fringe. Dans l’ovaire 
néonatal de souris, Jagged est exprimé par les cellules germinales et Notch par les cellules 
somatiques. Si les ovaires mis en culture à la naissance sont traités avec un inhibiteur de sécrétase 
(enzyme de clivage atténuant la voie de signalisation), la proportion de follicules primordiaux formés 
après 4 jours est réduite tandis que la proportion de follicules encore inclus dans des nids ovocytaires 
est augmentée (Trombly et al., 2009). Chez des souris dont le gène Notch2 a été invalidé 
spécifiquement dans les cellules de la granulosa, la fragmentation des nids ovocytaires est perturbée, 
induisant la formation de MOF mais réduisant le nombre de follicules primordiaux formés (Xu & 
Gridley, 2013). L’apoptose est elle aussi réduite. De plus, les souris KO pour le gène codant pour la 
protéine Lunatic Fringe (ce qui a pour effet d’inhiber la signalisation Notch) présentent des défauts 
de méiose (Hahn et al., 2005). Ceci démontre d’une part l’importance de la voie de signalisation 
Notch dans la formation des follicules et d’autre part la grande coopération établie entre les cellules 
somatiques et germinales. Les cellules de la granulosa régulent le destin des ovocytes via cette voie 
de signalisation. 
iii. Neurotropines 
Les Ngf (Nerve Growth Factor) sont également impliqués dans l’assemblage des follicules 
primordiaux, par un mécanisme mal connu (Kerr et al., 2009). Les autres neurotropines Bdnf (brain 
derived neurotropic factor), Nt3 et Nt 4-5 sont également impliquées. Elles sont majoritairement 
exprimées par les cellules somatiques mais leurs récepteurs sont portés par les cellules germinales 
(pour revue, Dissen et al., 2009). Les souris KO pour le gène codant pour le TrkB (récepteur du NGF) 
présentent à 4 jpn un nombre de cellules germinales très réduit (plus de 50 % de perte par rapport 
au contrôle) et seulement quelques follicules (Spears et al., 2003). De plus il semble exister un lien 
entre les neurotropines et la voie de signalisation Notch dans l’ovaire, expliquant la réduction du 
nombre d’ovocytes chez les souris KO TrkB (Dorfman et al., 2011). Les neurotropines seraient donc 
impliquées dans la survie des cellules germinales via la coordination entre les cellules somatiques et 
les germinales.  
iv. Facteurs de croissance de la famille du TGFβ 
- AMH 
L’Amh, dont l’expression fœtale chez le mâle induit, avec la testostérone, la masculinisation du 
tractus génital (pour rappel, figure 2), est également une hormone exprimée chez la femelle. Chez la 
ratte, elle n’est toutefois exprimée qu’après la naissance par les cellules de la granulosa à partir du 
stade « follicule primaire » (Hirobe et al., 1992) et son expression augmente chez le rat entre le jour 
de la naissance et le jour 4 (Kezele et al., 2005b). Ses récepteurs sont quant à eux exprimés dans 
l’ovaire dès la naissance (Durlinger et al., 2002). Cette hormone est considérée comme un facteur de 




- Inhibines / activines 
La balance inhibine / activine a également été proposée comme régulateur de la formation des 
follicules primordiaux. Les activines sont très exprimées chez la souris au moment de la formation 
des follicules primordiaux, dans les cellules germinales et somatiques. Leurs récepteurs y sont 
également présents (Bristol-Gould et al., 2006). Un traitement à l’activine au moment de la 
formation de ces follicules en augmente le nombre. Toutefois cette augmentation n’est pas 
persistante et lors de la puberté, le nombre de follicules est similaire chez les animaux traités et les 
témoins (Bristol-Gould et al., 2006). Bien que la présence d’inhibine n’ait été rapportée dans l’ovaire 
de souris qu’à partir de 3 jpn (Drummond et al., 2000), la formation des follicules primordiaux des 
souris chez qui le gène de l’inhibine α a été invalidé semble avoir lieu normalement mais des troubles 
du recrutement folliculaire interviennent très rapidement (avant 12 jpn) (Myers et al., 2009). 
L’histogenèse folliculaire des souris exprimant moins de follistatine est également perturbée : le 
nombre de cellules germinales est plus important, l’apoptose est réduite et le processus de 
formation des follicules se poursuit au-delà de 3 jpn (contrairement aux animaux témoins) soulignant 
l’importance des follistatines dans la régulation du nombre de cellules germinales en période 
périnatale (Kimura et al., 2011). 
v. Facteurs de transcription 
De multiples facteurs, tels que Hnrnpk, sont régulateurs de nombreuses protéines impliquées 
notamment dans le cycle cellulaire et leur absence réduit la formation des follicules primordiaux 
(Wang et al., 2011). Fxna, dont la délétion conduit également à la persistance de cordons ovariens 
non fragmentés sans dérégulation de l’apoptose ou défaut de prolifération des cellules de la 
granulosa, est nécessaire pour coordonner l’organisation des cellules en follicules primordiaux 
(Garcia-Rudaz et al., 2007). Figla (factor in the germline) est connu pour réguler l’expression des 
gènes Zp à l’origine de la mise en place de la zone pellucide (portion de la matrice extracellulaire 
apparaissant au stade primaire du développement folliculaire) et sa délétion empêche la formation 
des follicules primordiaux (Soyal et al., 2000). Nobox est également impliqué dans la formation 
folliculaire. En son absence, les follicules sont beaucoup plus lents à s’assembler. Toutefois, Nobox 
est essentiel pour la suite du développement folliculaire (Rajkovic et al., 2004). 
vi. Facteurs impliqués dans l’adhésion cellulaire 
Dans l’ovaire de hamster, l’expression de deux molécules d’adhésion cellulaire a été étudiée en 
période périnatale (Wang & Roy, 2010). Cdh1 (codant pour la E-cadhérine) est exprimé dans les 
ovocytes quel que soit le stade de développement folliculaire. Cdh2 (N-cadhérine) s’exprime dans les 
ovocytes pendant la vie fœtale et avant la formation des follicules. Quand les follicules se forment, 
son expression faibli dans les cellules germinales et apparait dans les cellules de la granulosa. 
Pendant la croissance folliculaire, seules les cellules de la granulosa l’expriment. L’expression de ces 
deux molécules d’adhésion se modifie précisément au moment de la formation des follicules 






Le Ctgf (connective tissue growth factor) est également connu pour son implication dans l’adhésion 
cellulaire, le remodelage tissulaire et la formation de la matrice extra-cellulaire. Après que 
l’expression de cette molécule ait été identifiée comme étant très modifiée précisément au moment 
de la formation des follicules (Kezele et al., 2005b), son rôle dans ce processus a été évalué à l’aide 
d’un modèle d’ovaire de ratte mis en culture à la naissance. L’adjonction de Ctgf dans le milieu 
conduit à l’augmentation du nombre de follicules formés à 2 jpn, suggérant là encore la possible 
implication de cette molécule dans le processus d’histogenèse folliculaire (Schindler et al., 2010). 
C. Théorie du contrôle endocrine de la formation folliculaire 
i. FSH 
L’influence de la FSH est controversée. Lei et al. ont observé l’augmentation physiologique du taux 
sérique de FSH chez la souris au moment de la formation folliculaire (Lei et al., 2010). À cette 
période, les récepteurs de la FSH sont exprimés dans l’ovaire de souris (bien qu’en faible quantité) 
par les cellules de la granulosa (O'Shaughnessy et al., 1997). Toutefois, l’injection d’un extrait 
d’hormone équine (PMSG, analogue de la FSH) à de jeunes souris n’a révélé aucun effet de cette 
hormone sur les follicules (Peters et al., 1973). Cependant, le traitement a été effectué entre 3 et 6 
jpn, soit trop tardivement pour mesurer son impact sur la formation des follicules. Roy & Albee ont 
traité des femelles hamster gestantes à l’aide d’anticorps anti-FSH afin d’observer le devenir 
néonatal des ovaires des femelles issues de ces gestations (Roy & Albee, 2000). Les anticorps anti-
FSH réduisent le nombre de follicules primordiaux formés mais cet effet est presque intégralement 
inversé par une injection de PMSG le jour de la naissance, démontrant l’importance de cette 
hormone dans le processus de formation folliculaire.  
Chez la femme, une déficience congénitale de la FSH n’entraine pas de perturbation de l’histogenèse 
folliculaire. L’étude de Matthews rapporte que la stimulation par de la FSH exogène induit une 
ovulation efficace (Matthews et al., 1993). Les souris KO pour le gène de la FSH sont infertiles à cause 
de l’arrêt de la folliculogenèse mais ce blocage ne survient qu’à un stade de développement du 
follicule bien postérieur à la formation des follicules primordiaux. Là aussi, un apport de FSH exogène 
permet de restaurer la fertilité (Kumar et al., 1997). Les souris KO pour le récepteur de la FSH 
présentent le même phénotype ovarien : absence de follicules au-delà du stade « petit antral » et 
infertilité (Dierich et al., 1998). Toutefois, en l’absence d’étude de la mise en place des follicules 
primordiaux sur ces modèles KO, on ne peut affirmer que ce processus se déroule intégralement 
normalement.  
ii. Progestérone 
La progestérone est une hormone sécrétée majoritairement chez l’animal mature par le corps jaune, 
structure folliculaire résiduelle issue de l’ovulation. Elle ralentit la formation des follicules 
primordiaux mais aussi la transition « primo/primaire » chez le rat, le veau ou la souris (Kezele & 
Skinner, 2003; Nilsson & Skinner, 2009; Guo et al., 2012). Le maintien du taux de progestérone à son 
maximum (atteint vers le milieu de la gestation) entraine chez la souris la diminution de l’expression 
de facteurs impliqués dans la fragmentation des cordons, notamment Notch (Guo et al., 2012). 
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Figure 12 : Taux maternels circulants de 2 œstrogènes (œstradiol E2 et œstrone E1) au cours de la 
gestation chez la ratte ± SE (A), chez la femme ± SEM (B) et chez la vache (C) D’après les données 
brutes de Shaikh, 1971, Levitz & Young, 1977,Fortune et al., 2011, Montano et al., 1995. 
Chez la vache, les taux sont variables suivant les études (Pape-Zambito et al., 2008, Kohan-Ghadr et 
al., 2011, Patel et al., 1995) mais les profils suivent la même évolution avec une augmentation des 
œstrogènes, surtout sous forme d’œstrone au cours de la gestation. 
Chez le rat, la formation des follicules a lieu dans un contexte de décroissance de la concentration en 
œstrogènes alors que chez la femme et la vache, cette formation a lieu pendant l’augmentation de 
cette concentration. Toutefois, l’ovaire bovin fœtal produit lui-même des œstrogènes et au moment 
de la transition primo/primaire, cette concentration diminue de façon drastique, tout comme chez la 
ratte lors de la levée de l’imprégnation maternelle. 
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souris KO pour le gène du récepteur de la progestérone semblent se développer normalement, 
présentant à l’âge adulte des follicules jusqu’au stade antral (Fernandez-Valdivia et al., 2010).  
 
iii. Œstrogènes / œstradiol 
L’élucidation du mécanisme d’action de ces hormones dans le cadre de la formation folliculaire a fait 
l’objet de nombreuses études utilisant différentes approches méthodologiques. 
- Profils hormonaux 
Le contexte endocrine, et en particulier les taux circulants d’œstrogènes, sont fondamentalement 
différents au moment de la formation folliculaire selon l’espèce considérée (figure 12). Comme 
mentionné précédemment, la formation des follicules a lieu après la naissance chez les rongeurs 
mais in utero chez la femme ou chez les ruminants. Chez le rat, les taux d’œstrogènes maternels 
augmentent au long de la gestation, avec une prédominance de l’œstradiol. Les follicules 
primordiaux et primaires se forment lorsque ce taux s’effondre, après la naissance (Montano et al., 
1995). Chez la femme, les taux d’œstrogènes augmentent fortement au cours de la grossesse, avec 
également une prédominance de l’œstradiol. Les follicules se forment donc pendant l’augmentation 
de ces taux. Chez la vache, comme chez la femme, le taux d’œstrogènes augmente aussi durant la 
gestation mais avec une prédominance de l’œstrone. Les follicules se forment ainsi pendant une 
phase d’augmentation des taux d’œstrogènes maternels circulants. Mais les ovaires fœtaux ont une 
production locale d’œstradiol et le taux de follicules primaires est inversement corrélé au taux 
d’œstrogènes naturellement produits par le fœtus autour de la période de formation des follicules 
(Yang & Fortune, 2008). Un phénomène similaire se déroule chez la brebis (Juengel et al., 2002). Les 
œstrogènes ont donc un rôle dans le développement folliculaire précoce en ralentissant l’activation 
des follicules primordiaux en follicules primaires chez beaucoup d’espèces, en cas de formation 
folliculaire in utero (brebis, vache, femme…) comme post-natale (ratte, souris…). 
- Réceptivité ovarienne 
La réceptivité de l’ovaire aux œstrogènes au moment de la formation des follicules dans plusieurs 
espèces est présentée dans le tableau suivant : 









Humain + ++ + ++ Fowler et al., 2011 
Babouin + - ++ ++ Pepe et al., 2002 
Vache ++ - - ++ Garverick et al., 2010 
Rat + - + - 
Sar & Welsch, 1999; Mowa & 
Iwanaga, 2000 
Souris + ++ Jefferson et al., 2000 
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Chez la souris, les données ont été obtenues par PCR sur des ADNc issus d’ARN d’ovaires totaux et ne 
fournissent donc pas d’indication sur la localisation des récepteurs. Cell. = cellule. 
Toutes les espèces concernées expriment ces récepteurs des œstrogènes. Il n’y a en revanche que 
peu d’informations sur l’expression de Gper à cette période. La présence de ce récepteur a 
seulement été rapportée dans les cellules somatiques de l’ovaire de hamster (Wang et al., 2008b). 
- Théorie hormonale 
En 2003, Kezele & Skinner observent que les ovaires de ratte cultivés in vitro effectuent leur 
transition « primo/primaire » plus rapidement que les ovaires in vivo mais que cet effet est annulé 
par l’ajout de progestérone ou d’œstradiol dans le milieu de culture. Ils émettent alors l’hypothèse 
que ces phénomènes sont régulés par les hormones maternelles in utero et que la fragmentation des 
cordons ovariens et la transition « primo/primaire » s’initient à la naissance de l’animal, quand il 
passe d’un milieu riche en hormones maternelles à un environnement sans hormone (l’animal étant 
trop jeune pour en synthétiser lui-même) (Kezele & Skinner, 2003). La naissance s’apparenterait donc 
à une levée de l’imprégnation hormonale maternelle. Chen et al. observent également que les 
œstrogènes et la progestérone inhibent la fragmentation des nids ovocytaires à la fois in vivo et in 
vitro mais que cette fragmentation peut être initiée dans des ovaires fœtaux mis en culture, mimant 
ainsi la levée de l’imprégnation hormonale maternelle liée à la naissance (Chen et al., 2007b). Lei et 
al, observent que chez la souris, le taux d’œstrogène décroit pendant que celui de FSH augmente 
entre 0 et 3 jours post-natals, permettant l’expression de facteurs impliqués dans la formation des 
follicules primordiaux, notamment Figla et Nobox (pour rappel, voir figure 8). Or ça n’est pas le cas si 
des ovaires de même âge sont maintenus en culture dans un milieu contenant une concentration en 
œstrogènes reflétant la concentration in utero (Lei et al., 2010). Toutes ces observations ont conduit 
à la suspicion d’un rôle important des œstrogènes dans la formation des follicules. Ce rôle a été 
exploré à de nombreuses reprises en utilisant plusieurs stratégies expérimentales : la privation 
d’œstrogènes ou la surexposition à des œstrogènes. 
- Surexposition aux œstrogènes  
Les Follicules Multi-Ovocytaires (MOF) sont des follicules qui au lieu de contenir une cellule 
germinale unique contiennent (au moins) deux ovocytes. Leur présence physiologique à l’âge adulte 
est plus ou moins courante selon l’espèce. Ils sont par exemple fréquents dans l’espèce humaine ou 
chez le chien, où ils sont non seulement nombreux mais fonctionnels, capables d’être fécondés et de 
permettre le développement d’embryons (pour revue, Reynaud et al., 2010). En revanche, ces MOF 
sont très rares chez le rat et la souris. Ils peuvent se former lors de la fragmentation incomplète des 
cordons ovariens (Jefferson et al., 2006) résultant alors d’un dysfonctionnement lors de la formation 
des follicules primordiaux. Toutefois ce sont généralement des structures dysfonctionnelles 
transitoires, naturellement et rapidement éliminées par l’organe avant la puberté (Losa et al., 2011; 
Rodriguez et al., 2010). D’autres études ont également rapporté la présence de ces MOF chez la 
souris ou le rat après un traitement néonatal (c'est-à-dire pendant la période normale de formation 
des follicules) par des œstrogènes (Iguchi et al., 1986; Kipp et al., 2007; Losa et al., 2011) démontrant 
  
41 
ainsi la sensibilité de l’histogenèse folliculaire à cette hormone. Chez des souris traitées avec des 
œstrogènes, les ovocytes restent alors interconnectés via les ponts cytoplasmiques bien après la 
période normale de formation des follicules primordiaux (Jefferson et al., 2006). La testostérone 
induit également la formation de MOF chez la souris (Iguchi et al., 1986) mais cet effet pourrait être 
dû à la sur-conversion de ces androgènes en œstrogènes. Les effets sont les mêmes qu’avec une 
exposition directe aux œstrogènes et sont annulés par un traitement avec un inhibiteur de l’enzyme 
responsable de la conversion (Iguchi et al., 1988). Toutefois, un faible taux d’œstrogènes peut avoir 
un effet « protecteur » sur le stock de follicules en augmentant la survie ovocytaire et le nombre de 
follicules primordiaux formés. Ces effets sont inhibés par l’ajout d’un antagoniste des récepteurs des 
œstrogènes et au-delà d’une certaine dose, l’œstradiol (E2) augmente l’apoptose chez le hamster 
(Wang & Roy, 2007). 
- Privation d’estrogènes 
Par inhibition d’enzyme de conversion :  
Chez le babouin, la formation des follicules primordiaux a lieu in utero (comme chez la femme). Elle 
se déroule entre 100 et 165 jours de gestation. Un traitement par un inhibiteur d’aromatase, enzyme 
transformant les androgènes en œstrogènes et réduisant de plus de 95 % le taux d’œstrogènes 
circulants, induit une diminution du nombre de follicules primordiaux (Zachos et al., 2003), une 
fragmentation des cordons ovariens incomplète et une diminution du nombre d’ovocytes intacts 
(Albrecht & Pepe, 2010). En l’absence de récepteurs d’androgènes sur l’ovaire à cet âge, les résultats 
obtenus ne peuvent être dus qu’à l’absence d’œstrogènes et non pas à l’augmentation du taux 
d’androgènes (Albrecht & Pepe, 2010).  
Les souris porteuses d’une invalidation du gène de l’aromatase présentent un nombre de follicules 
primordiaux et primaires formés inférieur aux souris possédant une enzyme de conversion 
fonctionnelle, suggérant là encore l’implication des œstrogènes dans le bon déroulement de ce 
processus. En revanche un traitement par des œstrogènes juste avant la puberté restaure 
l’expression altérée des facteurs de croissance folliculaire tels que Gdf9 (Britt et al., 2004). 
 
Par invalidation des récepteurs (souris): 
Dans le but de comprendre le rôle des œstrogènes, des modèles de souris KO ont été créés dans 
lesquels les gènes contrôlant l’expression des récepteurs de ces hormones ont été invalidés. 
Considérant que les 3 types de récepteurs principaux sont les ERα, ERβ et Gper [les récepteurs seront 
évoqués plus en détails dans une autre section de ce manuscrit : Introduction. II 2 : Les récepteurs des 
œstrogènes], différents KO ont été générés : ERαKO, ERβKO, ERαβKO et GperKO. L’impact de ces 
invalidations sur l’ovaire et particulièrement la formation folliculaire est variable. Plusieurs études 
(Schomberg et al., 1999 ; Dupont et al., 2000 ; Lubahn et al., 1993) rapportent que les souris ERαKO 
présentent bien des follicules primordiaux et primaires, suggérant que l’histogenèse des follicules se 
déroule normalement. La même chose est rapportée chez les animaux ERβKO (Krege et al., 1998; 












Figure 13 : Initiation de la croissance folliculaire. 
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une double invalidation), bien que possédant des follicules primordiaux et primaires, présentent un 
défaut de prolifération des cellules de la granulosa et des structures rappelant les tubules 
séminifères et les cellules de Sertoli chez le mâle (Couse et al., 1999; Dupont et al., 2000). Toutefois, 
ces études ne font pas mention de comptages des follicules aux différents stades, rendant impossible 
l’appréciation de la quantité de follicules primordiaux ou primaires formés chez ces animaux 
génétiquement modifiés par rapport aux témoins. Par ailleurs, si la formation des follicules 
primordiaux a été perturbée, créant par exemple des MOF, ces structures transitoires auraient pu 
disparaitre bien avant l’âge adulte, âge auquel sont observés les ovaires de ces souris KO. 
 
Par utilisation d’antagonistes des récepteurs (in vitro): 
À la naissance, la mise en culture organotypique d’ovaires de souris en présence d’œstrogènes 
entraine l’apparition de MOF. Le même phénomène est observé avec des agonistes chimiques 
spécifiques de récepteurs ERα ou ERβ, se fixant sur les récepteurs et les maintenant actifs. En 
revanche, si les œstrogènes sont administrés avec un antagoniste des récepteurs (qui s’y fixe sans les 
activer), les effets disparaissent, démontrant que ce sont bien les œstrogènes et leur interaction avec 
leurs récepteurs qui sont à l’origine de l’apparition des MOF (Chen et al., 2009). Par ailleurs, la 
culture organotypique d’ovaires de hamster en présence de Gper small interfering RNA inhibe la 
formation folliculaire induite par E2, démontrant la participation de Gper dans la formation des 
follicules primordiaux (Wang et al., 2008b). 
 
3. L’OVAIRE IMMATURE 
A. La croissance folliculaire  
i. Transition follicule primordial / follicule primaire 
 
L’interaction Sdf1 / Cxcr4 maintient le follicule primordial à l’état inactif, participant ainsi à la gestion 
du pool de follicule et évitant sa déplétion rapide par recrutement trop précoce (Holt et al., 2006), 
tout comme l’AMH (Durlinger et al., 2002) et l’inhibine (Myers et al., 2009). L’entrée en croissance 
des follicules résulte donc du déséquilibre de la balance entre les facteurs de quiescence et les 
facteurs de croissance en faveur de ces derniers.  
La voie de la Pi3K / Akt a déjà été évoquée pour son rôle dans la formation des follicules primordiaux. 
Elle est aussi très impliquée dans la transition vers le stade « primaire ». En effet, Akt réduit 
l’expression de Foxo3 (figure 11A), impliqué dans la quiescence folliculaire, afin de permettre la 
transition du follicule primordial vers primaire. Les facteurs impliqués dans cette transition sont 
présentés en figure 13. L’action de Foxo3 (évoquée précédemment lors de la présentation de la voie 
Pi3K, voir figure 11A) est également essentielle non pas à la transition « primo/primaire » en tant que 
telle mais à son ralentissement en vue d’éviter le recrutement anarchique et prématuré des follicules 
qui conduirait à la déplétion du stock et une sénescence ovarienne précoce (Castrillon et al., 2003). 
En  réduisant  l’expression  de Foxo3, l’inhibition qu’il  exerce  sur  les  Bmp  est  levée,  permettant  la  
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Figure 14 : La croissance folliculaire 
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prolifération des cellules de la granulosa. L’activité d’Akt est modulée notamment par 2 facteurs : 
Pdk1 et Pten. Ce sont des facteurs impliqués dans la quiescence et la survie des ovocytes. Leur 
absence conduit au recrutement précoce des follicules et donc à la dégénérescence et à l’épuisement 
de la réserve folliculaire. Cette voie de signalisation est essentielle au bon développement ovarien 
(Morita et al., 1999; Cecconi et al., 2012). 
L’expression des Ngf se poursuit au stade « follicule primordial » et l’inhibition spécifique de leurs 
récepteurs induit un ralentissement de la transition vers le stade « follicule primaire » (Nilsson et al., 
2009). Cette transition est en revanche favorisée par l’hormone de croissance (Growth Hormone, GH) 
(Slot et al., 2006). 
Sohlh1 est un régulateur clé du développement ovarien. Il n’a pas d’influence sur les gènes 
gouvernant la méiose et la mort cellulaire mais sa délétion empêche la formation des follicules 
primaires (Pangas et al., 2006). Il est notamment impliqué dans la régulation de Nobox, lui-même 
régulateur de l’expression de plusieurs gènes ovocytaires, tels que Mos, Oct4, Rfpl4, Fgf8, Zar1, 
Dnmt1, Gdf9 et Bmp15 (Rajkovic et al., 2004; pour revue Sanchez & Smitz, 2012).  
FoxL2, facteur somatique, est essentiel à la maturation des cellules de la granulosa, qui passent d’une 
forme aplatie à une forme cuboïde lors de la transition « follicule primo/primaire ». En l’absence de 
cette maturation, le follicule est incapable de se développer et entre en apoptose (Uhlenhaut & 
Treier, 2006). D’autres facteurs ont été avancés comme acteurs de la transition « follicule primordial 
vers follicule primaire ». C’est le cas de Fgf7 et Lif (respectivement Fibroblast Growth Factor et 
Leukemia Inhibitory Factor) dont l’action promotrice de la transition a été rapportée in vitro chez le 
rat par modulation de l’expression de Kit-Ligand (Kezele et al., 2005a). Il a été décrit que Pcna 
régulait l’apoptose permettant la formation des follicules primordiaux. Mais il est aussi impliqué dans 
la prolifération des cellules somatiques et son absence, en limitant le nombre de cellules somatique 
disponible pour un seul ovocyte, altère la transition « primo/primaire » (Xu et al., 2011). Par ailleurs, 
l’avancement méiotique constitue une sorte d’horloge cellulaire déterminant si un follicule peut ou 
non poursuivre son développement. Un follicule contenant un ovocyte n’ayant pas atteint le stade 
diplotène sera incapable d’effectuer sa transition « primo/primaire » (Yang & Fortune, 2008). Pcna a 
là aussi un rôle régulateur, intervenant dans la réparation de l’ADN endommagé (Essers et al., 2005) 
et permettant à l’ovocyte d’atteindre un état méiotique satisfaisant. À l’inverse, les souris dont le 
gène Scp1 (impliqué dans la régulation de l’avancement méiotique) a été invalidé atteignent le stade 
diplotène plus tôt que les souris normales et entament leur histogenèse folliculaire plus tôt (Paredes 
et al., 2005). Les cellules de la granulosa changent de forme et deviennent cubiques, marquant 
morphologiquement la transition au stade primaire.  
ii. Croissance folliculaire terminale 
Le follicule primaire va se développer et croitre, subissant de multiples changements morphologiques 
(figure 14). Au stade « secondaire », caractérisé par l’apparition d’une seconde couche de cellules de 
la granulosa, la zone pellucide se forme. Elle est sécrétée par l’ovocyte et les cellules de la granulosa 
(Maresh et al., 1990), établissant une séparation entre les deux types cellulaires. Cependant des 
prolongements cytoplasmiques émis par les cellules somatiques assurent une communication avec la 







que Gdf9, produit par l’ovocyte, facteur de croissance pour les cellules de la granulosa (Albertini et 
al., 2001). Gdf9 serait par ailleurs impliqué dans le recrutement des cellules mésenchymateuses à 
l’origine de la thèque. La thèque est une population de cellules somatiques liée au follicule et se 
développant au delà de la membrane basale. Les cellules de la thèque et de la granulosa sont en 
étroite collaboration, d’abord par leurs échanges de facteurs de croissance, ensuite pour la 
production d’hormones (pour revue, Orisaka et al., 2009).  
Au stade pré-antral, les cellules de la thèque se répartissent en deux sous-populations :  
-la thèque interne, très vascularisée, au contact direct de la membrane basale, collaborant 
avec les cellules de la granulosa pour la production d’hormones  
-la thèque externe, dont l’organisation autour de la thèque interne est plus lâche et qui n’a 
pas d’activité de production hormonale (pour revue, Magoffin, 2005).  
Au stade antral, des petites cavités se creusent parmi les cellules de la granulosa, qui convergent en 
une cavité unique, l’antrum, contenant un liquide folliculaire. Ce liquide serait issu d’un gradient 
osmotique se mettant en place entre le compartiment vasculaire (établi dans la thèque interne) et 
l’intérieur du follicule (pour revue, Fahiminiya & Gerard, 2010).  
Dans le follicule mature pré-ovulatoire, les cellules de la granulosa se répartissent en deux sous-
populations :  
-la granulosa dite « murale », composée de cellules bordant la lame basale et contribuant à la 
production hormonale 
-le cumulus oophorus (à la base de l’ovocyte) sécrète, sous l’influence conjointe de facteurs 
hormonaux et d’origine germinale, des molécules conduisant à sa propre rupture pour permettre 
l’ovulation (Vanderhyden, 1993).  
Au cours du développement folliculaire dans l’ovaire mature, la membrane basale du follicule 
ovarien s’adapte constamment à la croissance du follicule qu’elle entoure grâce à une dynamique de 
synthèse de nouveaux composants / dégradation par des protéases. Au moment de l’ovulation, la 
membrane se rompt pour permettre l’expulsion de l’ovocyte (Bjersing & Cajander, 1974) puis ses 
composants prolifèrent à nouveau pour réparer la cassure (Curry & Osteen, 2003). Elle est 
classiquement composée de fibres de collagène de type IV, laminine, nidogène, entactine, perlecan 
et fibronectine (pour revue, LeBleu et al, 2007).  
iii. Première vague de croissance folliculaire 
- Origine  
Le destin des follicules observés à 3 jpn chez le rat est guidé par leur genèse. Ainsi, il 
s’établirait une sorte de « progression logique » dans l’ordre de recrutement des follicules. 
(Henderson & Edwards, 1968; Hirshfield, 1992). Les cellules somatiques quiescentes depuis le milieu 
de la gestation ont une forme arrondie, elles sont situées au cœur de l’ovaire et forment avec les 










Follicules de la première vague Follicules en croissance cyclique
Morphologie / « âge 
des cellules »
Cellules de la granulosa aplaties 
(mitoses précoces)
Cellules de la granulosa arrondies 
(mitoses plus tardives)
Vitesse de croissance Rapide Plus lente
AMH / AMH-R Expression dans la granulosa du 
stade « primaire » à « pré-antral»
Expression dans la granulosa du 
stade « primaire » à « petit antral »
Inhibine ba Expression dès le stade 
« primaire »
Expression  dans la granulosa du 
stade « secondaire » à 
« préovulatoire »
Aromatase (Cyp19) Expression dès le stade 
« primaire »
Expression  dans la granulosa du 
stade « secondaire » à 
« préovulatoire »
SF-1 D’abord exprimé majoritairement 
dans la thèque, puis surtout dans 
la granulosa autour de 15 JPN
Majoritairement exprimé dans la 
thèque, légère expression dans la 
granulosa
LH-R Exprimé par les cellules de la 
thèque
Exprimé par les cellules de la 
thèque
Exprimé par les cellules de la




Tableau 1 : Caractérisation des premières vagues de croissance folliculaire chez l’animal immature 













très tôt après la naissance (Hirshfield, 1992) dès 3 jpn. Ces premiers follicules en croissance se 
développent par vagues successives indépendamment des facteurs endocrines centraux qui 
gouvernent le recrutement folliculaire cyclique au sein de l’ovaire adulte. Ainsi, les cellules 
somatiques prolifèrent, notamment sous le contrôle de Gdf9, facteur de croissance sécrété par les 
cellules germinales des follicules en croissance et dont les récepteurs sont exprimés par les cellules 
somatiques (Mazerbourg & Hsueh, 2003). Celles-ci expriment alors Pcna, marqueur de prolifération 
détecté dès l’entrée en croissance (Oktay et al., 1995). La thèque commence à s’organiser vers 9 jpn 
et les premiers follicules antraux apparaissent peu avant 15 jpn (Mazaud et al., 2002). Mais ces 
premiers follicules presque à maturité n’atteignent pas l’ovulation et entrent tous en atrésie au stade 
antral (McGee et al., 1998) probablement parce que les concentrations circulantes de 
gonadotropines au moment où ces follicules atteignent le stade pré-antral ne sont pas optimales. En 
effet ce type de follicule est très sensible aux gonadotropines (Wu et al., 2000). 
 
- Spécificités et variations hormonales associées 
Les premières vagues de croissance sont qualitativement différentes des vagues de recrutement 
cyclique caractéristiques de l’animal adulte (tableau 1). Ainsi, les follicules des premières vagues sont 
morphologiquement différents des autres de par l’origine de leurs cellules somatiques (issues de 
mitoses précoces ou tardives, Hirshfield, 1992). Par ailleurs les follicules participant à ces premières 
vagues de croissance grandissent plus vite que ceux prenant part au recrutement cyclique chez 
l’adulte, la prolifération des cellules somatiques étant plus rapide chez les animaux immatures 
(Arendsen de Wolff-Exalto & Groen-Klevant, 1980). L’expression de divers facteurs est également 
modifiée entre les follicules des premières vagues et les autres. Par exemple, dans l’ovaire adulte, 
l’AMH est exprimée dans les cellules de la granulosa des follicules en croissance entre les stades 
« primaire » et « petit antral » (Hirobe et al., 1992) et son récepteur (AMHRII) suit le même schéma 
d’expression (Baarends et al., 1995). Les stades de maturation plus avancés (grand antral / pré-
ovulatoire) perdent cette expression. Si l’expression de l’AMH et AMHRII est bien détectée au stade 
pré-antral, les follicules au stade « petit antral » de la première vague de croissance à 20 jpn ne 
semblent pas exprimer l’AMH et son récepteur. Cette expression n’apparait au stade « petit antral » 
qu’à 25 jpn (Baarends et al., 1995). Si l’on considère que l’AMH est un facteur de quiescence 
protecteur contre l’épuisement précoce de la réserve folliculaire, on peut supposer que cette 
hormone et son récepteur seraient moins exprimés par les follicules de cette première vague afin 
d’achever leur croissance plus rapidement que les follicules impliqués dans le recrutement cyclique, 
ce qui est cohérent avec les observations selon lesquelles la vitesse de croissance est effectivement 
plus grande chez l’animal immature et diminue avec l’âge jusqu’à la puberté (Arendsen de Wolff-
Exalto & Groen-Klevant, 1980). L’inhibine est un facteur impliqué dans la régulation de la fonction 
endocrine ovarienne et son contrôle via l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique. Son étude chez 
l’animal immature a révélé des différences de schéma d’expression. En effet, alors que l’inhibine a 
est exprimée par les cellules de la thèque et de la granulosa à tous les stades de croissance 






présente un schéma d’expression différent. Chez la ratte adulte, ce type d’inhibine est exprimé 
uniquement par les cellules de la granulosa dans les follicules sains entre les stades « secondaire » et 
« préovulatoire » (Meunier et al., 1988). Chez l’animal immature en revanche, plus la vague de 
croissance est initiée tôt, plus l’expression de l’inhibine ba commence à un stade précoce du 
développement folliculaire. Ainsi, entre 5 et 15 jpn, elle est détectée dès le stade « primaire » mais 
seulement au stade « antral » à partir de 21 jpn (Guigon et al., 2003a). L’aromatase (cyp19a1), 
enzyme impliqué dans la synthèse des œstrogènes, suit le même schéma d’expression (Hickey et al., 
1988; Mazaud et al., 2002).  
SF1 (Steroidogenic factor 1) est un facteur impliqué dans la régulation d’enzymes de la 
stéroïdogenèse (Lala et al., 1992) dont l’aromatase (Carlone & Richards, 1997). Son expression a été 
détectée dès la fin de la 1ère semaine dans l’ovaire de rat (Hatano et al., 1994). Falender et al. et Liu 
et al. rapportent, après étude par hybridation in situ dans l’ovaire de rat, un schéma d’expression de 
SF1 modifié entre l’animal immature et mature (Falender et al., 2003 ; Liu et al., 2003). Ainsi SF1 
serait majoritairement exprimé dans la granulosa chez l’animal immature avec une légère expression 
thécale et l’inverse serait observé chez l’adulte. Ceci est en contradiction avec les observations de 
Mazaud et al., (Mazaud et al., 2002, obtenues également par hybridation in situ dans l’ovaire de 
ratte) qui rapportent une forte expression dans la thèque à partir de 9 jpn. Toutefois, les animaux 
immatures utilisés par Falender et al. et Liu et al. étaient âgés de 26 jpn. Il est possible que le schéma 
d’expression évolue entre l’animal infantile, juvénile et mature (comme le schéma d’expression de 
l’aromatase) concomitamment avec l’évolution des taux d’œstrogènes. En revanche, le patron 
d’expression de la 3bHSD, autre enzyme stéroïdogène, est le même chez l’animal immature et 
mature : la 3bHSD est exprimée dans les cellules de la thèque dès leur apparition autour des 
follicules en croissance de la première vague mais pas dans les cellules de la granulosa (Juneau et al., 
1993). 
  
Les follicules en croissance présentent tous sur leurs cellules de la thèque des récepteurs à la LH. 
Toutefois les follicules préovulatoires sont les seuls à en posséder sur leurs cellules de la granulosa, 
ce qui permet - via des mécanismes de régulation médiés par les étages supérieurs de l’axe 
hypothalamo-hypophyso-gonadique - de déclencher l’ovulation suite à une brusque augmentation 
de la concentration de LH circulante. Les follicules des premières vagues entrant en atrésie avant le 
stade préovulatoire, aucun d’entre eux n’exprime ce récepteur sur ses cellules de la granulosa 
(Guigon et al., 2003a). 
Tous ces facteurs sont impliqués dans le dialogue qui s’établit progressivement entre l’ovaire et le 
cerveau et les variations d’expression observées selon l’âge de l’animal suggèrent que les premières 
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Figure 15 : Développement post-natal chez la ratte 
HH : hypothalamo-hypophysaire ; RC : rétrocontrôle 
Les taux d’œstrogènes  présentés varient entre 0 et 60 pg/ml.  
Les taux de LH varient entre 0 et 130 ng/ml. Les taux de FSH, initialement compris entre 0 et 1200 
ng/ml, ont été divisés par 10 pour une meilleure lisibilité sur la figure.  





- Chronologie du développement 
D’après la chronologie du développement post-natal du rat (figure 15 A) décrite par Ojeda (pour 
revue, Ojeda et al., 1980), les vagues de croissance se mettent en place dès la période dite 
« néonatale ».  
• Période néonatale : 0 - 7 JPN. 
Elle se déroule entre la naissance et le jour 7, date à laquelle apparaissent les premiers capillaires du 
système porte-hypophysaire (figure 15 A & B), support physique de la communication entre 
l’hypothalamus et l’hypophyse. Ce système porte va permettre la régulation fine des sécrétions de 
gonadotropines et atteint sa pleine maturité vers 40 jours (Glydon, 1957). Certains follicules, situés 
au cœur de l’ovaire, entrent en croissance (Hirshfield, 1992). 
• Période infantile : 7 - 21 JPN. 
Au cours de cette période, les taux d’œstrogènes, de FSH et LH (respectivement figure 15 C & D) sont 
au plus haut et en parallèle le taux de protéines de liaison des œstrogènes diminue (Raynaud et al., 
1971). Le taux de protéine de liaison des œstrogènes (alfa-fœtoprotéine (Afp) et Sex Hormone 
Binding Globulin (shbg)), très élevé chez l’animal néonatal, décroit progressivement (Puig-Duran et 
al., 1979). L’injection d’Afp à des femelles immatures retarde l’apparition d’œstrogènes circulant 
libres et donc retarde la puberté (Greenstein, 1992). À l’inverse, des souris femelles dont le gène 
codant pour l’Afp a été inactivé présentent à l’âge adulte une infertilité (liée à un défaut d’ovulation) 
et une atteinte hypothalamique (Gonzalez-Martinez et al., 2008) semblable à ce qui peut être 
observé chez des femelles surexposées aux œstrogènes durant la vie périnatale (Navarro et al., 
2009). L’équilibre E2 libre / E2 lié est donc un point clé du contrôle du développement de l’axe 
hypothalamo-hypophyso-gonadique de l’animal immature. Ces œstrogènes biologiquement actifs, 
bien que leur quantité soit faible, conduisent à la mise en place effective de leur fonction de 
rétrocontrôle sur la sécrétion de gonadotropines grâce à la présence de leurs récepteurs, rapportée 
dans l’hypothalamus et l’hypophyse dès le jour de la naissance, avec un pic d’expression entre 8 et 
15 jpn (MacLusky et al., 1979). 
Contrairement aux œstrogènes circulants chez l’animal adulte (résultant d’une production 
ovarienne), les œstrogènes de l’animal immature semblent être d’origine surrénalienne. En effet, 
l’ablation de ces glandes entraine la suppression des œstrogènes circulants (pour revue, Ojeda et al., 
1980). Il est possible que l’ovaire, encore immature et dont les schémas d’expression des enzymes 
stéroïdogènes se mettent en place et évoluent, coopère avec la glande surrénale. Celle-ci assurerait 
alors la partie de la synthèse des œstrogènes se déroulant dans les cellules de la thèque chez l’adulte 
(voir II.3 « la biosynthèse des œstrogènes » page 83). Les follicules qui produiront la première 
ovulation efficace entrent en croissance à la fin de cette période. En effet, il faut environ 19 jours à 
cet âge pour qu’un follicule primaire traverse les différents stades de maturation et atteigne 
l’ovulation. Ces premiers follicules ont besoin du taux de LH très élevé à cette période pour initier 
leur croissance. Une inhibition de la LH circulante à cet âge entraine une forte réduction du nombre 
de follicules en croissance à l’approche de la puberté (Van Cappellen et al., 1989). 
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Figure 16 : Survenue de la puberté. 





• Période juvénile (ou pré-pubertaire) : 21 - 32 JPN. 
Le taux de protéines de liaison des œstrogènes s’effondre (figure 15 C). A 23 jours est atteint le taux 
« adulte » de protéines de liaison des œstrogènes (Puig-Duran et al., 1979). Cette levée de liaison 
entraine la réduction considérable de la demi-vie des œstrogènes circulants, contribuant à la 
diminution de leur taux circulant (pour revue, Ojeda et al., 1980). À la fin de la période juvénile, le 
taux de FSH est au plus bas. C’est également à cette période que le contrôle ovarien nerveux (sous la 
dépendance du système sympathique) se met en place (figure 15 B). L’ovaire est en effet capable de 
synthétiser et excréter la noradrénaline, neurotransmetteur sympathique. Cette capacité semble 
établie dès la semaine suivant la naissance mais n’est pleinement mature que vers la puberté (Ricu et 
al., 2008). Ce neurotransmetteur est impliqué dans l’acquisition des récepteurs de la FSH par les 
cellules de la granulosa des follicules en croissance, leur conférant une capacité de réponse aux 
gonadotropines (Mayerhofer et al., 1997). L’ovaire acquiert donc à cette période sa sensibilité aux 
gonadotropines, dont les taux circulants diminuent (figure 15 D). La capacité de fixation de la LH par 
l’ovaire reste basse et constante jusqu’à cet âge alors que la capacité à fixer la FSH augmente 
graduellement (Peluso et al., 1976). 
 
• Période péripubertaire : 32 - 55 JPN. 
Le début de cette période est caractérisé par l’apparition d’un fluide dans l’utérus. Il semblerait qu’au 
cours de cette période, la sensibilité de l’hypothalamus au rétrocontrôle négatif exercé par les faibles 
doses d’œstrogènes diminue, favorisant ainsi la sécrétion de gonadotropines. En effet, le taux de LH, 
sécrété de façon plus ou moins pulsatile pendant la période infantile est resté bas durant toute la 
période juvénile. Mais les taux de gonadotropines circulant augmentent légèrement parallèlement à 
la diminution de la sensibilité hypothalamique au rétrocontrôle des œstrogènes (figure 16 A). Ceci 
stimule l’ovaire dont la production d’œstrogènes libres permet le déclenchement du pic de LH (figure 
16 B) précédant la première ovulation qui survient vers 35 jpn (pour revue, Ojeda et al., 1980). À cet 
âge, la capacité ovarienne de fixation des gonadotropines (LH comme FSH) subit une brusque 
augmentation (Peluso et al., 1976), nécessaire à la réponse de l’organe aux gonadotropines 
circulantes. 
Lors des premières vagues de croissance folliculaire, la réceptivité des follicules en croissance aux 
gonadotropines n’est pas encore optimale et les rétrocontrôles ne sont pas encore en place. Ceci 
conduit à l’atrésie de tous les follicules antraux. Mais la synthèse d’œstrogènes indique que le 
dialogue est initié entre l’organe fournisseur de follicules et producteur d’œstrogènes (l’ovaire) et 
l’organe producteur de gonadotropines (l’hypophyse). Les follicules entrant en croissance à la fin de 
la période juvénile bénéficient de la mise en place efficace des rétrocontrôles, ce qui permet la 
régulation des gonadotropines. La brusque augmentation de LH qui en résulte déclenche la première 




B. Maturation du système central et mécanismes de la puberté 
La puberté est le moment ou tous les systèmes précédemment décrits (maturité ovarienne, 
hormonale, centrale et même physique avec le développement du système porte) voient leurs 
organisations s’harmoniser pour devenir fonctionnels ensemble et permettre à l’animal de se 
reproduire. Trois facteurs centraux ont été identifiés comme étant des acteurs clés de la mise en 
place de l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique et nécessaires à l’établissement de la puberté et 
au maintien de l’axe : la « Gonadotropine Releasing Hormone » (GnRH), le « Enhanced At Puberty-1 » 
(EAP-1) et le kiss-peptide (figure 16 C).  
La quantité d’ARNm GnRH augmente progressivement à partir de la naissance et atteint un pic 
d’expression vers 50 jours chez la souris femelle. Cependant le taux de transcription varie peu (Gore 
et al., 1999). Il y a chez l’animal mâle immature un système de dégradation de la GnRH parallèle à sa 
synthèse qui explique que malgré la production de la molécule, son taux circulant soit proche de 0 
(Yamanaka et al., 1999). Cependant, à l’approche de la puberté, ce mécanisme de dégradation 
régresse, permettant l’augmentation du taux de GnRH jusqu’à un niveau adéquat pour le contrôle de 
l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique (Yamanaka et al., 1999). On peut supposer que cette levée 
d’inhibition observée chez le mâle peut avoir lieu de la même façon chez la femelle. La sécrétion de 
GnRH n’est toutefois pas linéaire. Elle est pulsatile et sa fréquence de pulsatilité varie avec l’avancée 
vers la maturité. Ainsi, vers 30 jours, la fréquence est d’un pulse toutes les 4 heures, alors qu’après la 
puberté (vers 40 jours), elle est de 1 pulse toutes les 40 minutes (Sisk et al., 2001). Par ailleurs, le lien 
entre masse corporelle, métabolisme et puberté est établi depuis longtemps. Les animaux les moins 
nourris voient leur croissance ralentie et leur puberté retardée (Kennedy, 1957). La leptine, hormone 
produite par les adipocytes, semble être un facteur permissif essentiel à la survenue de la puberté. 
Les souris déficientes en leptine restent à l’état « prépubère » : elles sont acycliques et n’ovulent pas. 
Des injections de leptine restaurent leurs capacités reproductrices (Chehab et al., 1996). Chez la 
ratte, un traitement avec de la leptine exogène avant la puberté avance la survenue de celle-ci 
(Chehab et al., 1997). Il semble donc que la leptine soit à la fois le facteur régulant la prise 
alimentaire (induisant la restriction alimentaire chez l’adulte dont les besoins énergétiques sont 
moindres que chez l’individu en croissance) et l’indicateur annonçant au cerveau que le corps 
possède les réserves métaboliques nécessaires pour faire face à la dépense énergétique que 
représente la fonction de reproduction. La leptine est impliquée dans la régulation de la fréquence 
de pulsatilité de la GnRH par un mécanisme indirect. En effet, les récepteurs de la leptine sont portés 
par des neurones hypothalamiques eux-mêmes connectés aux neurones à GnRH (Ahima, 2011). Les 
zones de l’hypothalamus impliquées dans la sécrétion de GnRH expriment également un autre 
facteur, le EAP-1. Les femelles privées de ce facteur, dont l’expression augmente physiologiquement 
lors de la puberté, voient leur puberté retardée mais aussi l’établissement de leurs cycles œstriens 
perturbée (Heger et al., 2007), faisant de l’EAP-1 un élément non indispensable puisque les animaux 
continuent leur développement mais essentiel au fonctionnement normal du système. 
L’augmentation de EAP-1 est indépendante des œstrogènes et survient même chez des animaux 
ovariectomisés (Matagne et al., 2009). Elle est également indépendante de la leptine puisqu’elle a 
lieu aussi chez les souris ob/ob (dépourvues de leptine) (Heger et al., 2007). 
  
57 
L’élément déclencheur essentiel de la puberté est la maturité du système kiss. Le kiss-peptide est 
produit par des neurones spécialisés situés dans l’hypothalamus. Son récepteur (Kiss1r ou Gpr54) est 
exprimé dans les neurones à GnRH. En l’absence de signalisation Kiss (souris KO Gpr54) la sécrétion 
des 2 gonadotropines (LH et FSH) est perturbée, indiquant que Kiss agit en amont : c’est le régulateur 
de la sécrétion de GnRH (Messager et al., 2005). Il a un rôle primordial dans l’établissement de la 
puberté : en l’absence de récepteur Gpr54, il n’y a pas de puberté, ni chez l’homme (de Roux et al., 
2003) ni chez la souris (Seminara et al., 2003). Une exposition précoce au kiss-peptide entraine en 
revanche l’avancement de la puberté (Navarro et al., 2004). Les neurones kiss sont en fait subdivisés 
en deux populations dont les corps cellulaires sont localisés dans deux régions hypothalamiques 
différentes : le noyau arqué (ARC) et le noyau périventriculaire antéro-ventral (PVAV). Dans l’ARC, 
des corps cellulaires et des fibres neuronales (axones) sont détectés dès la naissance (Desroziers et 
al., 2012). Le nombre de corps cellulaires diminue en période infantile et reste bas en période 
juvénile puis augmente en période péripubertaire. Le nombre de fibres augmente légèrement en 
période infantile mais diminue aussi en période juvénile pour augmenter à nouveau aux alentours de 
la puberté. Dans le PVAV, aucun corps cellulaire n’est détecté à aucun stade de développement par 
immunoréaction contre le kiss-peptide (probablement à cause du transfert très rapide du peptide 
vers l’axone). En revanche, le nombre de fibres suit la même évolution au cours du temps que les 
fibres de l’ARC mais avec un léger décalage : l’augmentation survient juste après la puberté. 
Parallèlement, l’expression de Kiss et de son récepteur Gpr54 dans ces régions à l’approche de la 
puberté a été étudiée par Li et al. (Li et al., 2012). L’expression de l’un comme de l’autre augmente 
dans l’ARC -qui contient aussi des cellules productrices de EAP-1 (Heger et al., 2007)- juste avant la 
puberté et un peu plus tardivement dans le PVAV, permettant l’établissement de la régulation des 
neurones à GnRH et donc la régulation de la synthèse des gonadotropines. L’augmentation de 
l’expression de kiss-peptide juste avant la puberté coïncide avec l’augmentation de la proportion de 
neurones à GnRH accolés aux fibres des neurones kiss (Clarkson & Herbison, 2006) et ceci permet de 
moduler la fréquence de pulsatilité de la GnRH qui entraine, conjointement avec l’augmentation 
légère de la fraction libre biologiquement active d’œstrogènes, le pic de LH déclenchant la première 
ovulation. 
La puberté résulte donc de deux processus : d’une part un processus « ascendant » de mise en place 
des rétrocontrôles lié aux taux d’hormones ovariennes circulantes, d’autre part un processus 
« descendant », indépendant de ces hormones, lié au déclenchement de la fonctionnalité du centre 
de contrôle de la fonction de reproduction (l’axe hypothalamo-hypophysaire).  
 
C. La puberté : critères cliniques et établissement de la cyclicité 
Chez les rongeurs, le premier signe observable de la puberté est l’ouverture vaginale. En 
effet, chez la femelle immature la cavité vaginale n’est pas ouverte sur l’extérieur. Cette ouverture 
survient aux alentours de 35 jours chez la ratte et permet la surveillance de l’apparition du premier 
œstrus  par  frottis  vaginaux  quotidiens. L’œstrus  mis  en  évidence  dans  le  vagin  correspond  au 




Figure 17 : Cycles estriens chez la ratte.  
A : Cytologie vaginale : la composition cellulaire des frottis (ici colorés à l’hématoxyline / éosine et 
observés en microscopie optique) reflète l’avancée du cycle.  Entre parenthèses est indiqué l’objectif 
du microscope.  
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Un cycle œstrien normal chez la ratte dure 4 à 5 jours et se compose de différentes phases : 
diœstrus, pro-œstrus, œstrus et metœstrus (figure 17). Le cycle œstrien correspond à l’ensemble des 
changements physiologiques intervenant dans l’appareil génital. Chaque phase de ce cycle peut être 
identifiée par la composition cellulaire des frottis vaginaux. Le stade diœstrus est le plus long. Il dure 
environ deux jours chez la ratte et la cytologie vaginale correspondante est caractérisée par la 
prédominance des leucocytes, des cellules sanguines appartenant au système immunitaire. Au stade 
pro-œstrus, d’une durée d’environ 1 jour, les cellules épithéliales arrondies et nucléées représentent 
la moitié de la population cellulaire composant les frottis vaginaux. Lors de l’œstrus, il n’y a que des 
cellules épithéliales cornifiées, sans noyau, de forme polyédrique. Ce stade est le plus court, il dure 
entre 12 et 24 heures. Le metœstrus (environ un jour) est caractérisé par l’abondance de cellules en 
amas et les macrophages refont leur apparition (pour revue, Stoker et al., 2001).  
 
4. L’OVAIRE MATURE 
Les cycles œstriens dans l’ovaire adulte sont sous dépendance hormonale. L’ovaire a alors deux rôles 
intimement liés : préparer la cellule germinale à l’ovulation et donc à la fécondation et produire des 
hormones participant à sa propre régulation grâce à l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique et 
contribuant à la mise en place dans l’utérus d’un environnement favorable à la gestation en cas de 
fécondation de la cellule germinale. 
A. Gestion du stock d’ovocytes : dynamique de recrutement  
De façon cyclique, une cohorte de follicules sort de l’état de quiescence dans lequel elle était plongée 
depuis la période néonatale pour entrer en croissance et permettre l’ovulation (figure 18 A). Les 
facteurs induisant le « réveil » de seulement une partie de ces follicules à chaque cycle alors que les 
autres restent en quiescence ont été évoqués dans la section « transition primo/primaire » (page 43). 
Seraient impliqués dans ce réveil des facteurs de croissance (régulés notamment par Nobox), des 
voies de signalisation (Kit, PI3K), la balance Inh/Act et des facteurs endocrines (progestérone, 
œstrogènes, AMH et FSH bien qu’à ce stade les follicules y soient moins sensibles qu’à des étapes 
ultérieures de leur développement). Les souris dont le gène de l’Amh a été invalidé voient leur stock 
folliculaire épuisé précocement pour cause de recrutement trop rapide : à 4 mois les souris KO ont 
un stock de follicules primordiaux déjà inférieur à celui des animaux témoins et à 13 mois, leur 
réserve folliculaire est quasiment nulle (Durlinger et al., 1999). L’action de la FSH avant le stade 
antral est controversée. C’est à ce stade qu’elle assure la sélection d’une partie seulement des 
follicules pour poursuivre leur développement (Insler et al., 1990). Cette sélection pourrait être liée à 
la quantité d’AMH exprimée par les follicules. En effet, l’AMH étant un facteur de ralentissement du 
recrutement, ceux qui en expriment très peu sont plus sensibles que les autres à la FSH (Durlinger et 
al., 1999). Elle pourrait également être liée à l’état prolifératif des cellules de la granulosa et à leur 
quantité de récepteurs de la FSH. En effet, avant le stade antral, ce sont les œstrogènes qui stimulent 
la prolifération des cellules de la granulosa. Puis la FSH prend le relais, induit l’apparition de l’antrum 
chez les follicules préalablement  stimulés  par  les  œstrogènes  et  stimule  à son tour la 
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Figure 18: Recrutement et développement folliculaire dans l’ovaire mature. 
A : Une cohorte de follicules primordiaux sort de son état de quiescence et commence à croitre.  Les 
taux circulants de gonadotropines assurent la sélection au stade antral d’une partie de cette cohorte 
qui survit et poursuit son développement. Les autres follicules sont éliminés par atrésie. L’un des 
follicules sélectionnés devient dominant, ce qui conduit à l’atrésie des follicules subordonnés. Ce 
processus est bien plus long chez la femme que chez la ratte, ce qui est cohérent avec la durée des 
cycles estriens (respectivement de 28 et environ 4 jours) (Modifié d’après McGee & Hsueh, 2000). 
B : Évolution post-ovulatoire : lutéinisation 
L’ovulation est la séparation entre la cellule germinale et une partie des cellules du cumulus d’une 
part et le reste des cellules somatiques folliculaires d’autre part. Ces cellules somatiques forment un 





Les follicules non sélectionnés sont éliminés par atrésie. L’atrésie commence par l’entrée en 
apoptose des cellules de la granulosa. Elles ne répondent plus aux signaux de survie (notamment la 
FSH), ce qui active les voies de l’apoptose (Matsuda et al., 2012). Parmi les follicules sélectionnés, 
certains exprimant les récepteurs à la LH sur leurs cellules de la granulosa deviennent dominants 
(pour revue, Driancourt, 2001) et expriment également fortement la follistatine et l’inhibine (Lin et 
al., 2003), deux molécules réfrénant la stimulation des autres follicules. La dominance est variable 
selon les espèces : elle ne concerne qu’un seul follicule (sur deux ovaires) chez les espèces mono-
ovulantes (telles que l’espèce humaine, la chèvre ou la vache) mais en concerne en moyenne 10 à 12 
chez le rat répartis entre les deux ovaires. Les follicules non dominants expriment fortement l’Amh 
(facteur de quiescence) alors que l’expression de cette hormone, maximale au stade secondaire, 
diminue à mesure que le follicule approche de la maturité (Weenen et al., 2004; Kedem-Dickman et 
al., 2012). Les follicules non dominants entrent en atrésie tandis que le dominant devient 
préovulatoire.  
B. Compétence méiotique et ovulation. 
Nous avons vu précédemment  (figure 5) que la méiose de l’ovocyte est bloquée au stade diplotène 
de prophase I depuis la période néonatale. L’augmentation brutale du taux circulant de 
gonadotropines induit chez les follicules antraux une reprise de la méiose par un mécanisme indirect. 
En effet, l’ovocyte ne porte pas de récepteurs à la LH, contrairement aux cellules de la granulosa 
murale (pour rappel, voir figure 14, page 44). Le mécanisme de reprise méiotique est encore à 
l’heure actuelle mal connu mais dépend de la décharge de LH et de la levée du maintien en 
quiescence assuré notamment par le taux intra-ovocytaire élevé d’AMPc (pour revue, Mehlmann, 
2005). Elle dépendrait également du taux de FSH puisqu’en son absence, des expériences in vitro ont 
montré qu’une partie des ovocytes restaient immatures (Demeestere et al., 2012). Cette reprise 
méiotique s’arrête toutefois au stade de métaphase II. La fin de la méiose ne se déroule qu’en cas de 
fécondation.  
L’ovulation correspond à la rupture du follicule préovulatoire mûr suite à l’augmentation brutale du 
taux de gonadotropines. Le pic de LH induit des changements vasculaires (augmentation du flux 
sanguin folliculaire, hyperémie) et l’augmentation du volume folliculaire (pour revue, Tsafriri & Reich, 
1999). Le pic de LH induit aussi une cascade d’activations d’enzymes protéolytiques permettant la 
dégradation de la matrice extracellulaire (et notamment du collagène) nécessaire à la rupture du 
follicule (pour revue, Tsafriri & Reich, 1999). Lors de cette rupture, la pression intrafolliculaire induite 
par la présence du liquide folliculaire diminue brutalement, expulsant l’ovocyte entouré d’une partie 
des cellules du cumulus qui se dissocient, ne laissant autour de la cellule germinale que les cellules 
qui avaient établi des jonctions à travers la zone pellucide. Cette assise cellulaire réduite, qui porte le 
nom de corona radiata, est persistante chez la ratte, la souris et la femme mais très vite éliminée 
chez les ruminants. Le reste du follicule (figure 18 B), dépourvu de sa cellule germinale, entre alors en 
phase de lutéinisation. Il se remodèle rapidement, développe sa vascularisation et commence à 
produire de la progestérone, hormone essentielle à la gestation. Cette nouvelle structure prend le 
nom de corps jaune (ou corpus luteum). Le corps jaune est également capable de produire des  
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B : Hormones hypophysaires
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A : Régulateurs hypothalamiques
 
Figure 19 : Régulation de la croissance folliculaire. 
A : Les neurones à  GnRH ont une activité sécrétrice pulsatile intrinsèque modulée par les neurones à 
Kiss  du PVAV et de l’ARC grâce à la présence de récepteurs. 
B : Les taux circulants d’hormones de LH et FSH sont stables au cours du cycle, excepté en fin de pro-
œstrus et œstrus où leurs concentrations augmentent brusquement. Le premier pic de FSH achève la 
croissance folliculaire, pic de LH déclenche l’ovulation et  le second pic de FSH opère la sélection des 
follicules en croissance pour le cycle suivant. La durée de développement des follicules supérieure à 
celle d’un cycle implique que le follicule ovulé à un cycle a été recruté bien avant et que sa croissance 
terminale a lieu pendant la dégénérescence des corps jaunes issus du cycle précédent. 
Concentrations de FSH en ng/ml divisé par 10 
C : Le taux de E2 est corrélé au développement des follicules en croissance tandis que le taux de P4 
varie avec l’évolution du corps jaune du cycle précédent. 
D’après Visser & Themmen, 2005, d'Anglemont de Tassigny & Colledge, 2010, Becker et al., 2005, 




œstrogènes. Il régresse en 2 à 3 jours chez la ratte et 2 semaines chez la femme sous l’influence de 
facteurs endocrines (notamment les œstrogènes). Sa sécrétion de progestérone diminue, ses cellules 
entrent en apoptose et il devient le corps blanc (ou corpus albicans), un tissu fibreux avasculaire 
(pour revue Stocco et al., 2007).  
C. L’ovaire endocrine et sa place dans la régulation de la fonction de reproduction 
i. L’ovaire régulé par l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique 
Le développement folliculaire est donc sous la dépendance de facteurs endocrines hypophysaires 
(FSH et LH) eux-mêmes régulés par des facteurs hypothalamiques. 
- Régulateurs hypothalamiques 
Le premier acteur de la régulation centrale de l’axe HHG est le système kiss (figure 19 A). Les deux 
populations distinctes de neurones à kiss sont toutes deux impliquées dans la régulation de la 
sécrétion de GnRH mais leur fonction est légèrement différente : alors que les neurones du PVAV 
sont chargées de générer les fortes décharges préovulatoires de GnRH, les neurones de l’ARC ont un 
rôle modulateur de la pulsatilité. Donc les importantes décharges de GnRH induisant le pic de LH à 
l’origine de l’ovulation se produisent quand l’activité du PVAV est maximale et l’activité de l’ARC est 
minimale. A l’inverse, un faible taux de gonadotropines résulte d’une activité minimale dans le PVAV 
mais maximale dans l’ARC induisant des pulses de GnRH de plus faibles fréquence et amplitude (pour 
revue, Franceschini & Desroziers, 2013). La GnRH est une neurohormone peptidique dont la 
sécrétion pulsatile résulte des propriétés intrinsèques des neurones. En effet, leur culture in vitro en 
l’absence de tout autre facteur hormonal n’obère pas leur capacité sécrétrice régulière. Le relargage 
serait dû à la propagation le long de la fibre nerveuse d’un potentiel d’action spontané (impliquant 
les canaux sodiques) en présence de calcium (Martinez de la Escalera et al., 1992). La sécrétion 
globale de GnRH étant la somme des sécrétions de chaque fibre, la coordination de ces fibres est 
indispensable. Elle serait assurée par des facteurs locaux diffusibles et peut-être directement par la 
GnRH elle-même par une boucle de rétrocontrôle ultra-courte (Martinez de la Escalera et al., 1992). 
Les neurones à GnRH ne sont pas localisés dans une structure anatomiquement bien définie, ils sont 
diffus mais convergent vers une zone de l’hypothalamus nommée éminence médiane, d’où leurs 
sécrétions peuvent être acheminées vers l’hypophyse via le système porte hypophysaire (Silverman 
et al., 1987). Les cibles de ces sécrétions sont les cellules gonadotropes, portant les récepteurs de la 
GnRH et situées dans l’hypophyse antérieure (Hopkins & Gregory, 1977). 
- Hormones hypophysaires 
Sous l’impulsion de la GnRH, les cellules gonadotropes de l’hypophyse antérieure produisent deux 
types de gonadotropines (figure 19 B), l’hormone folliculo-stimulante (FSH) et l’hormone lutéinisante 
(LH), dont la sécrétion est favorisée respectivement par les pulses de GnRH lents et rapides (pour  
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Figure 20 : Les 3 niveaux de régulations exercés par l’ovaire 
1 : régulation ascendante 
2 : régulation horizontale 
3 : régulation descendante 
Fst : follistatine 
Act : activine 
Inh : inhibine 



















revue, Shupnik, 1996). Les gonadotropines sont des glycoprotéines agissant en dimères. Les dimères 
sont composés d’une sous-unité α et une sous-unité β. FSH et LH partagent la même sous-unité α 
mais les β sont spécifiques. La transcription de la sous-unité α ne varie pas au cours du cycle. En 
revanche les transcriptions respectives de LH-β et FSH-β varient et sont au plus haut respectivement 
aux soirs du pro-œstrus et de l’œstrus. La transcription de chacun des gènes codant pour les trois 
sous-unités est sous la dépendance de la GnRH (et de sa pulsatilité) mais est modulée par les 
hormones ovariennes (pour revue, Marshall et al., 1993). FSH et LH sont toutes deux libérées dans la 
circulation sanguine systémique pour atteindre leurs cibles : les ovaires.  
1) La FSH 
La FSH agit via ses récepteurs localisés sur les cellules de la granulosa, dont elle permet la 
multiplication et la différenciation au cours de la croissance folliculaire. La FSH est également 
impliquée dans la survie folliculaire, notamment en activant (toujours dans les cellules de la 
granulosa) la voie Pi3K et l’expression de Foxo3a (Matsuda et al., 2012). Elle est nécessaire à la 
poursuite du développement folliculaire après le stade antral (Kumar et al., 1997). Son second rôle 
est de stimuler la biosynthèse des œstrogènes.   
2) La LH 
Dans l’ovaire, les récepteurs de la LH sont portés majoritairement par les cellules de la thèque mais 
aussi par les cellules de la granulosa des follicules préovulatoires. La LH y stimule la biosynthèse des 
œstrogènes et déclenche l’ovulation. Cependant elle a aussi un rôle majeur dans la production 
hormonale ovarienne juste après l’ovulation. En effet, le corps jaune produit alors sous sa 
dépendance une hormone spécifique nécessaire à l’établissement de la gestation : la progestérone. 
Chez des souris dont le gène de la LH a été invalidé, les ovaires ont une taille réduite et le 
développement folliculaire s’arrête au stade « petit antral » (Zhang et al., 2001). 
ii. Les hormones ovariennes  
Les hormones ovariennes sont sécrétées (sous la dépendance des gonadotropines) par les follicules, 
structures évolutives au cours du cycle. Leur taux plasmatique est donc corrélé à l’état d’avancement 
du cycle (figure 19 C). 
L’ovaire a un rôle de fournisseur de gamètes et un triple rôle régulateur (illustré en figure 20) qui font 
de lui l’organe central de la reproduction féminine.  
• Régulation ascendante : grâce à des rétrocontrôles et modulations endocrines exercées par 
les hormones qu’il produit lui-même, l’ovaire est capable de réguler ses propres centres de 
contrôle. 
• Régulation horizontale : il produit également ses propres modulateurs paracrines, faisant 
intervenir les dialogues entre cellules germinales et somatiques et permettant aux follicules 








• Régulation descendante : l’ovaire est aussi à l’origine de la régulation endocrine du cycle 
utérin, assurant la prolifération et la différenciation des cellules de l’endomètre en vue de la 
gestation mais assurant aussi sa régression en l’absence de fécondation. 
Ces régulations sont partagées par de nombreuses espèces et les œstrogènes sont impliqués dans les 
trois niveaux de régulations ovariennes. Ces régulations varient et s’ajustent au cours du cycle. 
 
1) Œstradiol (17β-œstradiol, E2) 
La biosynthèse de l’œstradiol, œstrogène produit par les follicules en croissance sous l’influence de la 
LH et de la FSH, sera détaillée dans la section II.3. Cette biosynthèse augmente à mesure que le 
follicule grossit, entre le stade pré-antral et l’ovulation. Après l’ovulation, il existe une autre source 
de production d’E2 : le corps jaune. 
Régulation ascendante 
En fonction des concentrations plasmatiques, les œstrogènes exercent des effets différents sur 
l’hypophyse et l’hypothalamus mais aussi l’utérus. Selon la phase du cycle, le rétrocontrôle est positif 
ou négatif. Ce rétrocontrôle s’exerce grâce à la présence de récepteurs des œstrogènes sur les 
neurones kiss ainsi que sur les neurones à GnRH (Radovick et al., 2012; Skynner et al., 1999).  
Régulation descendante 
L’utérus est également un tissu-cible des œstrogènes. L’endomètre, la zone en contact avec la 
lumière utérine, est un tissu muqueux qui prolifère durant le pro-œstrus sous l’influence des 
œstrogènes (pour revue, Groothuis et al., 2007). 
Régulation horizontale 
Outre son action endocrine, l’œstradiol est aussi un régulateur paracrine indispensable à la 
croissance folliculaire (Goldenberg et al., 1972). Il agit majoritairement sur les cellules de la granulosa 
qui portent ses récepteurs (Couse et al., 2005). Il stimule leur prolifération et a des propriétés anti-
apoptotiques, expliquant probablement que l’œstradiol est plus exprimé chez les follicules 
dominants que chez les subordonnés voués à l’atrésie. Il favorise aussi la différenciation des cellules 
de la granulosa induisant l’expression des récepteurs de la LH (pour revue, Quirk et al., 2004; 
Matsuda et al., 2012). Il est également un régulateur de l’expression des composants de la matrice 
extra-cellulaire et donc de la membrane basale (Zalewski et al., 2012), structure dynamique subissant 
de nombreux changements pour accompagner la croissance du follicule et permettre l’ovulation.  
2) Progestérone 
La progestérone est l’hormone produite par le corps jaune formé par les cellules somatiques du 


































Les activines se fixent sur 
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Les inhibines se fixent sur 
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Figure 21: Inhibines, activines, follistatines. 
A : Constitution des inhibines et activines 
B : Mode d’action et régulation des activines 







La présence de récepteurs de la progestérone sur les neurones à kiss (notamment dans l’ARC) 
permet à cette hormone d’exercer dessus un rétrocontrôle négatif (pour revue, d'Anglemont de 
Tassigny & Colledge, 2010). 
Régulation descendante 
Elle agit aussi de façon endocrine sur l’utérus. L’absence de progestérone empêche le 
développement de la muqueuse, la rendant inapte à la gestation (c’est le principe du RU486, 
puissant antagoniste de la progestérone, utilisé notamment comme contraceptif d’urgence ou 
comme abortif). En effet, l’endomètre acquiert des capacités sécrétrices en phase post-ovulatoire 
sous l’influence de la progestérone, lui conférant son aptitude à recevoir un embryon. Chez la 
femme, en fin de phase lutéale a lieu la nécrose des cellules endométriales superficielles, à l’origine 
des menstruations. Chez les rongeurs, l’endomètre régresse et est résorbé à la fin du diœstrus (pour 
revue, Groothuis et al., 2007).  
Régulation horizontale 
Des récepteurs de la progestérone sont portés par les cellules de la granulosa des follicules pré-
ovulatoires en réponse au pic de LH. Après invalidation de ces récepteurs par KO, les souris sont 
stériles, elles présentent un défaut d’ovulation (pour revue, Akison & Robker, 2012). 
3) Inhibines, activines, follistatine 
Les inhibines et activines sont des dimères glycoprotéiques. Leur expression est codée par 3 gènes 
différents dont dérivent 3 sous-unités (α, βa et βb) qui se combinent de façon spécifique grâce à un 
pont disulfure pour former soit de l’inhibine A (α-βa) ou B (α-βb), soit de l’activine A (βa-βa), B (βb-
βb) ou AB (βa-βb) (pour revue, Knight & Glister, 2001) (voir figure 21). Les activines sont produites 
par les cellules de la granulosa entre les stades « primaire » et « pré-antral ». Les inhibines sont 
produites par les cellules de la granulosa dès le stade antral et leur expression augmente au stade 
pré-ovulatoire et dans le corps jaune (pour revue, Hillier, 1991; Knight et al., 2012). La follistatine suit 
le même schéma d’expression que l’inhibine (pour revue, Lin et al., 2003). Les inhibines et 
follistatines sont des modulateurs des activines. Les inhibines n’ont pas de récepteurs propres, elles 
agissent par antagonisme des activines en se fixant sur leurs récepteurs : les ActR (Lebrun & Vale, 
1997) par l’intermédiaire des bétaglycanes (Lewis et al., 2000). La follistatine agit en se fixant sur les 
activines, les empêchant ainsi d’activer leurs récepteurs.  
Régulation ascendante : 
Ces molécules ont tout d’abord été purifiées à partir de fluide gonadique et caractérisées par leur 
action modulatrice de la sécrétion de FSH par les cellules gonadotropes. En effet, les ActR sont 
exprimés par les cellules de la granulosa, de la thèque, de l’ovocyte mais aussi les cellules 
































































Figure 22 : Évolution des régulations de l’axe 
reproducteur en fonction du cycle 
A : Phase pré-ovulatoire  
B : Phase péri-ovulatoire 
C : Phase post-ovulatoire 
Neur. : neurones 
E2 : œstradiol 
P4 : progestérone 
PVAV : noyau périventriculaire antéro-ventral 
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des activines qui, agissant conjointement avec la GnRH, permettent la production de FSH (pour 
revue, Bilezikjian et al., 2004). 
Régulation horizontale : 
Dans l’ovaire, les activines agissent comme un activateur autocrine de la folliculogenèse, 
particulièrement du stade primaire au stade préantral, stimulant la prolifération des cellules de la 
granulosa. Les activines produites par les cellules du cumulus peuvent ainsi agir sur la maturation de 
l’ovocyte, et notamment la reprise méiotique, afin de rendre l’ovocyte apte à la fécondation (pour 
revue, Knight et al., 2012). Les inhibines auraient également un rôle paracrine de stimulation de la 
production hormonale des cellules de la thèque, expliquant en partie l’augmentation de la 
production d’œstrogènes chez les follicules les plus avancés dans leur développement (pour revue, 
Knight & Glister, 2001). 
4) L’AMH 
Dans l’ovaire adulte, l’Amh est produite par les cellules de la granulosa dès le stade primaire, lorsque 
les follicules entrent en croissance (comme évoqué dans la section « transition primo/primaire », 
page 43) et ses récepteurs sont portés par les cellules de la granulosa des follicules en croissance 
jusqu’au stade antral. Son expression décline progressivement jusqu’au stade de sélection folliculaire 
par la FSH. Après quoi elle n’est exprimée que par les follicules qui, n’ayant pas été sélectionnés, 
entrent en atrésie. L’Amh a essentiellement un rôle paracrine. Elle a été montrée comme étant 
inhibitrice de l’aromatase (enzyme nécessaire à la production des œstrogènes) et facteur réducteur 
du nombre de récepteurs de la LH sur les cellules de la granulosa (pour revue, Visser & Themmen, 
2005). Toutes ces observations sont cohérentes avec un « effet retard » sur le développement 
folliculaire.  
5) Le Kiss-peptide ? 
L’expression de kiss-peptide par l’ovaire a été détectée, ainsi que la présence de son récepteur, dans 
les cellules de la thèque des follicules en croissance et dans le corps jaune. L’expression du kiss-
peptide varie au cours du cycle et présente un pic coïncidant avec le pic de LH à l’origine de 
l’ovulation. L’hypothèse d’une implication de ce système dans le déclenchement paracrine de 
l’ovulation a donc été avancée (Castellano et al., 2006) mais les mécanismes mis en jeu sont encore 
inconnus. 
iii. Régulations globales de l’axe reproducteur en fonction du cycle 
Selon le moment du cycle et les taux hormonaux circulants, les rétrocontrôles mis en place diffèrent.  
Phase préovulatoire (figure 22 A) 
Chez les rattes adultes ayant un cycle normal, la LH et la FSH sont sécrétées en faibles quantités au 
cours du metœstrus / diœstrus, mais suffisante pour stimuler la croissance d’une cohorte de 
follicules. Ces follicules immatures ne sécrètent que peu d’œstrogènes, ce qui induit la mise en place 






GnRH, maintenant les taux de LH et FSH au plus bas. Le rapport activine / inhibine-follistatine est 
plutôt favorable aux activines, produites jusqu’au stade pré-antral. Le faible taux d’œstrogènes induit 
dans l’utérus la régression puis la résorption de l’endomètre. 
 
Phase périovulatoire (figure 22 B) 
La synthèse des œstrogènes est stimulée dans les follicules ovariens par les gonadotropines. Le 
rapport activine / inhibine-follistatine devient défavorable aux activines grâce à une hausse de 
production de Fst (Inh et Fst sont produites majoritairement par les follicules après le stade antral).   
Les taux circulant d’œstradiol (dont la production est stimulée par les inhibines dans les follicules en 
fin de croissance) augmentent à mesure que le cycle avance pour former un pic le soir du pro-œstrus. 
Cette importante augmentation du taux d’œstradiol enclenche un rétrocontrole positif (Wang & Yen, 
1975) sur l’hypothalamus et notamment les neurones à kiss du PVAV, ce qui induit l’augmentation de 
la sécrétion de la GnRH qui à son tour déclenche le pic sécrétoire de LH hypothalamique. Dans 
l’ovaire, ce pic de LH provoque l’ovulation. La mise en place du rétrocontrôle positif exercé par les 
œstrogènes en phase de croissance folliculaire dépend de plusieurs éléments : les taux circulant 
d’œstradiol doivent être très élevés, ce qui induit l’apparition de récepteurs de la progestérone dans 
l’hypothalamus. Les taux relativement élevés de progestérone circulante avant l’ovulation sont 
également nécessaires au déclenchement du pic de LH (Hibbert et al., 1996). Cette progestérone 
serait en partie produite par les astrocytes, cellules du cerveau, suite à l’élévation du taux 
d’œstrogènes (Micevych & Sinchak, 2008). Un pic d’inhibine se produit juste après le pic de 
gonadotropines, contribuant à en réduire les taux circulants. Dans l’utérus, les taux élevés 
d’œstrogènes induisent la prolifération des cellules endométriales. 
 
Phase postovulatoire (figure 22 C) 
Après l’ovulation, la LH stimule la maturation du corps jaune qui sécrète alors des œstrogènes mais 
en plus faible quantité que le follicule mature. Ces œstrogènes induisent alors à nouveau un 
rétrocontrôle négatif sur l’hypothalamus, ralentissant la production de GnRH et donc de LH et FSH 
(Welt et al., 2003), aidés par la hausse de la production de Fst, produite en grande quantité par le 
corps jaune. Les inhibines sont également déterminantes à cette phase du cycle pour établir le 
rétrocontrôle négatif (Welt et al., 2003). Le corps jaune sécrète aussi de la progestérone qui renforce 
encore le rétrocontrôle négatif exercé sur l’hypothalamus grâce à la présence de ses récepteurs sur 
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Figure 23 : Vie reproductive et vieillissement 
A : Déclin de la réserve folliculaire au cours du temps chez la femme (follicules par ovaire), chez la 
ratte F344N (follicules par coupe histologique d’ovaire), chez la souris CD1 (follicules totaux). 
Les 3 espèces présentent un important déclin de la réserve ovocytaire avec l’âge.  
Nota: Les rats F344N ont été sélectionnés pour leur durée de vie très longue (environ 38 mois contre 
22 pour un rat Sprague-Dawley). D’après Jones & Krohn, 1961; Nishijima et al., 2013. 
B : Classification par stades de la vie reproductive.  Les âges moyens de survenue de ces stades sont 
indiqués pour la femme et la ratte. Les modifications physiologiques de cyclicité et d’endocrinologie 
sont similaires chez ces deux espèces. 





D. Sénescence reproductive 
Chez de nombreuses espèces (primates, rongeurs…), les capacités reproductives diminuent avec 
l’âge. Cette diminution est liée à des modifications ovariennes (épuisement de la réserve folliculaire), 
des modifications centrales (altération du système GnRH) et des modifications utérines (altération de 
son contenu en collagène). Alors que chez la femme, l’organe limitant les capacités reproductives est 
l’ovaire et le déclin de sa réserve folliculaire, chez la ratte l’ovaire continue à produire des ovocytes 
« fonctionnels » jusqu’à un âge avancé et l’organe limitant est l’utérus (Finn, 1962). À partir de la 
puberté, l’évolution de la vie reproductive a été décrite en 7 stades (de -5 à 2) issus du Stages of 
Reproductive Aging Workshop qui s’est tenu en 2001 (Soules et al., 2001) et présentés en figure 23 B. 
Vie reproductive (stades -5 ; -4 ; -3) 
La réserve folliculaire, malgré son déclin progressif (figure 23 A) tant chez la femme que chez les 
rongeurs, fournit des follicules sains contenant un ovocyte apte à la fécondation. L’utérus, répondant 
à la stimulation ovarienne, est capable de soutenir le développement des embryons. Les cycles sont 
réguliers et les rétrocontrôles sont en place. Vers 38 ans chez la femme, le déclin de la réserve 
folliculaire s’accélère (Richardson et al., 1987). 
Préménopause (stades -2 ; -1) 
Dans l’ovaire, le nombre de follicules diminue et parmi eux, la proportion d’ovocytes de mauvaise 
qualité augmente, notamment porteurs d’anomalies méiotiques (pour revue, Broekmans et al., 
2009). Henderson & Edwards (Henderson & Edwards, 1968) rapportent dès la fin des années 60 que 
plus l’âge d’une souris augmente, moins ses ovocytes portent de chiasmas, ces points de liaisons des 
chromatides permettant des échanges de chromatine lors du stade pachytène de prophase I (pour 
rappel, voir figure 5, page 20). Ceci est à mettre en parallèle avec l’augmentation du risque 
d’anomalies génétiques chez les petits issus de ces mères âgées. Les cohortes de follicules étant 
moins importantes, les taux d’œstrogènes et d’inhibine qu’ils produisent diminuent. Ceci a pour effet 
de lever le rétrocontrôle négatif exercé par les œstrogènes sur l’hypothalamus (Matt et al., 1993) et 
conduit à l’élévation des taux circulants de FSH, chez la femme comme chez la ratte (pour revue, 
Wise, 1999). L’utérus, sous la dépendance des œstrogènes et de la progestérone dont la quantité 
diminue, perd progressivement son aptitude à maintenir une gestation. L’utérus vieillissant se 
modifie et la quantité de collagène qu’il contient augmente considérablement, tant chez la ratte 
(Schaub, 1964) que chez la femme (Woessner, 1963). Parallèlement, le déclin des taux circulants 
d’œstrogènes et de progestérone qui gouvernent ses capacités prolifératives entraine une atrophie 
progressive des tissus utérins (Finn, 1962). Ces deux facteurs réduisent sa capacité à supporter une 
gestation. La combinaison entre cet état utérin et la qualité moindre des ovocytes disponibles 
conduit à l’augmentation de la survenue d’avortement spontané chez la femme (pour revue, Ubaldi 
et al., 2003) et chez la ratte (Matt et al., 1986). Parallèlement, l’activité des neurones à GnRH se 
modifie, indiquant une origine centrale de la survenue de la ménopause (pour revue, Wise, 1999) de 









Sénescence normale Gonadotropines : FSH ↗↗, LH ↗↗(femme / primate), LH ↘ (ratte) 
Hormones ovariennes : E2 ↘↘, Inh ↘↘, AMH ↘↘, P4 ↘↘, Testo ↘ 
Sénescence précoce 
(IOP) 
Gonadotropines : FSH ↗↗, LH  ↗↗ (femme), LH↘ (ratte) 
Hormones ovariennes : E2 ↘↘ , Inh ↘↘, AMH ↘↘, P4↘↘, Testo ↘ 
SOPK Gonadotropines : FSH = ou ↘, LH ↗↗ 
Hormones ovariennes : E2 = , Inh = ou ↗, AMH ↗↗, P4 ↘↘, Testo ↗↗ 
 
Tableau 2 : Comparaison des profils hormonaux dans le cadre de la sénescence normale, la 
sénescence précoce ou le SOPK. 
= : inchangé 
↘ : en baisse 
↗ : en hausse 
La sénescence normale est caractérisée chez la femme (et les primates) par une élévation des 
hormones hypophysaires et une diminution des hormones ovariennes. Chez les rongeurs en 
revanche, la LH est réduite.  
Le SOPK est caractérisé par une élévation du taux de LH. Parmi les hormones ovariennes, le taux 
d’œstradiol est normal, ainsi que l’inhibine (normale ou légèrement augmentée). L’AMH est très 
élevée, ainsi que la testostérone, mais la progestérone est très basse. 
D’après Shin et al., 2008, Mazaud et al., 2002, Dewailly et al., 2011, Woller et al., 2002, Visser JA, 









centrales indépendantes des modifications survenant dans l’ovaire. Les cycles deviennent irréguliers 
(plus courts chez la femme (Treloar et al., 1967), plus longs chez la souris (Nelson et al., 1981) et la 
ratte) et en partie anovulatoires. L’absence de corps jaune renforce alors la levée de rétrocontrôle 
négatif exercé sur l’hypothalamus (pour revue, Broekmans et al., 2009). La stérilité survient donc 
environ 5 ans avant la ménopause, qui est la dernière période de règles survenant chez la femme. Il 
n’y a donc pas de ménopause définie comme telle chez les rongeurs mais ceux-ci entrent d’abord en 
œstrus permanent signant l’entrée proche en état définitif d’anœstrus (Felicio et al., 1984).  
Post-ménopause (stades 1 ; 2) 
La cyclicité est complètement suspendue. En l’absence des rétrocontrôles, le taux de FSH continue à 
augmenter. Si chez la femme ou la femelle macaque la LH augmente (Shin et al., 2008; Woller et al., 
2002), elle diminue chez la ratte (Cooper et al., 1980) suggérant des mécanismes différents qui 
conduisent cependant aux mêmes troubles. Il est possible de rencontrer encore quelques rares 
follicules entrant en développement au stade 1 chez la femme mais ils deviennent rapidement 
atrétiques (Costoff & Mahesh, 1975). Les taux d’œstrogènes, inhibine et progestérone sont alors au 
plus bas, tant chez la femme (pour revue, Butler & Santoro, 2011) que la ratte (Nelson et al., 1981).  
E. Pathologies de l’ovaire adulte 
Certaines pathologies affectent les ovaires et influencent les capacités reproductrices, conduisant à 
des difficultés à concevoir, une infertilité secondaire (infertilité déclarée après une période fertile) 
voire une infertilité primaire (absence de période fertile). 
• L’insuffisance ovarienne précoce (IOP) est caractérisée par un épuisement précoce de la 
réserve folliculaire, une aménorrhée, une élévation du taux de FSH et de LH et un déclin de E2, 
comme la ménopause décrite précédemment mais survenant avant l’âge de 40 ans. Le tableau 2 
compare les profils hormonaux chez la femme et la ratte en cas de sénescence ovarienne normale et 
IOP. Sa prévalence serait d’environ 1 % (pour revue, Okeke et al., 2013). Elle peut survenir à cause 
d’un défaut génétique (syndrome de l’X fragile, syndrome de Turner, mutation sur des récepteurs 
d’hormones impliquées dans la régulation de l’axe reproducteur, sur des gènes responsables de 
l’expression de facteurs régulant le recrutement folliculaire), d’une maladie auto-immune ou encore 
de l’exposition à un traitement anti-cancéreux ayant artificiellement entrainé la déplétion du stock 
ovocytaire (pour revue, De Vos et al., 2010; Beck-Peccoz & Persani, 2006). L’apparition « spontanée » 
de ces IOP serait en augmentation. Le traitement par des œstrogènes de femmes diagnostiquées 
porteuses de IOP rétablit des taux de gonadotropines normaux et peut restaurer la fertilité (Popat et 
al., 2008; Alper et al., 1986; Kreiner et al., 1988) suggérant que la défaillance est due à la déplétion 
du stock ovocytaire et non à des mécanismes centraux ou un vieillissement de l’utérus.  
Des modèles expérimentaux reproduisent l’IOP. Par exemple, les rattes irradiées in utero ont un 
stock ovocytaire réduit conduisant à une baisse de la fécondité dès l’âge de 4 mois. Leur profil 
hormonal est le même que celui des rattes âgées en phase de sénescence normale (Mazaud et al., 
2002). Le modèle historique de l’IOP est l’ovariectomie unilatérale. Les rattes qui y sont soumises 
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mettent en place un mécanisme compensatoire qui épuise rapidement le stock d’ovocytes disponible 
dans l’ovaire restant (Butcher, 1985). Les manipulations génétiques de souris ont également conduit 
à la génération de modèles reproduisant l’IOP. Ainsi les souris KO pour le gène de l’AMH, facteur 
limitant la sortie de l’état de quiescence folliculaire avant l’entrée en croissance, épuisent leur stock 
de follicules plus rapidement que les animaux témoins (Durlinger et al., 1999). L’invalidation du gène 
de la follistatine dans les cellules de la granulosa conduit également à une réduction anticipée des 
capacités de reproduction et le profil hormonal est semblable à celui d’une IOP (à l’exception de 
l’Amh, non mesurée) (Jorgez et al., 2004). L’invalidation spécifique du gène de ERα sur les cellules de 
la thèque induit également l’augmentation de la FSH circulante, des troubles de la cyclicité avant 6 
mois mais une capacité de restauration de fertilité (par des gonadotropines exogènes) comme dans 
le cadre d’une IOP (Lee et al., 2009). Enfin, la double invalidation de 2 gènes de glycosyltransférases 
(impliquées dans les modifications protéiques post-traductionnelles) conduit à une infertilité 
secondaire dès l’âge de 3 mois et un profil hormonal concordant avec une IOP (Williams & Stanley, 
2011). Par ailleurs, les modèles d’invalidation de gènes clés pour la migration des cellules germinales 
primordiales, la survie ovocytaire ou encore la méiose (qui ont été évoqués dans les parties I.1 et I.2) 
peuvent potentiellement être utilisés mais leurs profils hormonaux doivent être étudiés. 
• Le syndrome des ovaires polykystiques (SOPK) a été décrit en 1935 par Stein et Leventhal 
(Stein, 1935). Il semble toucher plus de 10 % des femmes en âge de procréer bien que sa prévalence 
soit difficile à estimer à cause de la complexité de son tableau clinique. En effet, le SOPK est 
généralement associé à des troubles métaboliques (obésité, résistance à l’insuline) mais surtout à 
des troubles de la fonction de reproduction : hyperandrogénisme, perturbations de l’ovulation et du 
cycle menstruel, des taux de E2 et FSH normaux (voire légèrement diminué) mais LH au contraire très 
élevée ainsi que l’AMH (tableau 2) et un nombre de follicules antraux anormalement élevé (> 19, 
critère échographique) (pour revue, Dewailly et al., 2011), ce qui est paradoxal puisque l’Amh est 
habituellement décrit comme un facteur de quiescence folliculaire. Cependant, tous ces symptômes 
peuvent ne pas être présents en même temps chez une femme souffrant de SOPK. Les symptômes 
majeurs actuellement pris en compte dans le diagnostic de cette pathologie sont les troubles de 
l’ovulation, l’hyperandrogénisme, la proportion de follicules antraux et le taux sérique d’Amh. Les 
cellules de la granulosa expriment précocement les récepteurs de la LH et l’inhibine, biaisant la 
sélection de l’unique follicule dominant qui ne semble pas s’établir chez les femmes atteintes de 
cette pathologie. L’absence de pic de LH empêche l’ovulation (Lockwood et al., 1998). Les cellules de 
la thèque ont un fonctionnement altéré, augmentant leur production d’androgènes.  
Les mécanismes mis en jeu dans ce syndrome sont encore largement incompris. L’origine de ce 
syndrome est mal connue mais afin de l’étudier, des modèles animaux ont été générés. La femelle 
macaque traitée in utero avec de la testostérone avant le milieu de la gestation présente un SOPK 
(Abbott et al., 2013). Le traitement prénatal de moutons Suffolk entre 30 et 90 jours de gestation à 
l’aide de testostérone reproduit également beaucoup des caractéristiques du SOPK (pour revue, 
Padmanabhan & Veiga-Lopez, 2013). Le traitement de cobayes adultes par des œstrogènes (E2, 
fortement suspecté d’induire des SOPK) est également efficace (Quandt & Hutz, 1993). Chez la ratte 
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adulte, des traitements de 4 et 21 jours à l’aide respectivement de letrozole (inhibiteur de 
l’aromatase) ou RU486 (antagoniste de la progestérone) induisent également un syndrome similaire. 
L’E2 a également été testé mais son action sur le taux de LH et d’androgènes (deux critères majeurs) 
était incertaine (pour revue, Walters et al., 2012).  
 
 
II. Les œstrogènes 
 
1. LE RÔLE DES ŒSTROGÈNES DANS DIFFÉRENTES FONCTIONS 
Les œstrogènes sont impliqués dans la régulation de la sécrétion des hormones de l’axe HHG, y 
compris leur propre sécrétion, et contrôlent également les cycles ovarien et utérin. Ils sont aussi 
responsables de l’apparition des caractères sexuels secondaires féminins aux alentours de la puberté.  
Plus tard, ils participent à la progression du travail et la parturition en stimulant la réaction 
inflammatoire mise en place lors de la naissance et en augmentant la contractilité du myomètre 
(pour revue, Williams et al., 2012).  
Mais le système reproducteur n’est pas la seule cible des œstrogènes. Ils sont en effet impliqués dans 
de nombreux phénomènes biologiques. Ils sont par exemple indispensables pour le développement 
et le maintien osseux et ce dans les deux sexes (Riggs et al., 2002). Ils sont bénéfiques pour le 
développement des muscles (Lowe et al., 2010) et ont un rôle protecteur pour la fonction 
immunitaire et la récupération cardio-vasculaire après un traumatisme (pour revue, Choudhry & 
Chaudry, 2008). Ils ont un effet athéroprotecteur (Darblade et al., 2002), stimulent la réponse 
immunitaire humorale (Cutolo et al., 2006) et ont un effet protecteur contre la maladie d’Alzheimer 
(pour revue, Stahelin, 1999). Enfin, ils diminuent la lipogenèse et l’apport alimentaire par un contrôle 
nerveux central sur la sensation de satiété (Green et al., 1992; pour revue, Butera, 2010).  
 
2. LES RÉCEPTEURS DES ŒSTROGÈNES 
A. Découverte et structure 
En injectant de l’œstradiol radioactif à des rattes immatures, Noteboom & Gorski démontrent en 
1965 sa fixation préférentielle sur des tissus-cibles tels que l’utérus, le vagin et l’hypophyse 
antérieure (Noteboom & Gorski, 1965). Ils émettent alors l’hypothèse de la présence de sites 
spécifiques permettant la liaison de l’œstradiol sur ces organes. Ce site de liaison est caractérisé 
l’année suivante (Toft & Gorski, 1966). Il s’agit en fait du récepteur Erα (aussi appelé ESR1 ou Nr3A1). 
Un second récepteur, Erβ (ou ESR2, Nr3A2), est identifié et caractérisé en 1996 (Kuiper et al., 1996). 
Ces deux récepteurs appartiennent à la superfamille des récepteurs nucléaires, agissant comme des 




Figure 24: Structures comparées des récepteurs des œstrogènes.  
Avec plus de 90 % d’homologie au sein d’une même espèce, le domaine C, assurant la liaison à l’ADN, 
est le plus conservé. Le domaine de liaison au ligand (E) est quant à lui similaire à 60 %.  
D’après Krust et al., 1986, Kumar et al., 1986, Kuiper et al., 1996, Pace et al., 1997. 
 
♂♀
Os : Erα, Erβ, Gper
Muscle : Erβ, Gper
Rein : Erβ, Gper
Foie : Erα, Erβ, Gper
Système gastro-intestinal : Erα < Erβ
Système urinaire : Erα, Erβ, Gper
Surrénales: Erα, Erβ, Gper
Système cardio-vasculaire : Erα > Erβ, Gper
Glande mammaire: Erα, Erβ, Gper
Système Nerveux Central : Erα, Erβ, Gper
Poumon : Erβ, Gper
Ovaire : Erα < Erβ, Gper
Oviducte : Erα > Erβ, Gper
Pancréas : Erα, Erβ, Gper
Utérus : Erα > Erβ, Gper
Vagin : Erα > Erβ, Gper ??
Épididyme : Erα, Erβ, Gper
Vésicule séminale : Erα, Erβ, Gper ??
Prostate : Erβ, Gper
Testicule: Erα, Erβ, Gper
Thyroïde: Erα, Erβ, Gper
Thymus: Erα, Erβ, Gper




Figure 25 : Distribution tissulaire des récepteurs des œstrogènes. 
Cette distribution est très conservée entre les espèces. Les récepteurs des œstrogènes sont exprimés 
dans de nombreux tissus, chez l’homme comme chez la femme, permettant l’influence de ces 
hormones sur de nombreuses fonctions. 
D’après : Jacobs et al., 2003, Gustafsson, 1999, Saunders et al., 2001, Wang et al., 2008a, Rajoria et 
al., 2011, Vivacqua et al., 2006, Nadal et al., 2011, Velders et al., 2012, Mowa & Iwanaga, 2000, 
Samartzis et al., 2012, Wen et al., 2012, Chavalmane et al., 2010, Baquedano et al., 2007, Pang et al., 
2008, Carreau et al., 2011, Couse & Korach, 1999. 
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des structures assez proches, découpées en 6 domaines selon leur fonction (figure 24). Ces structures 
sont très conservées entre les espèces. Les domaines A/B sont impliqués dans les transactivations 
non ligand-dépendantes par liaison avec des co-activateurs ou co-répresseurs. Le domaine C a pour 
fonction de permettre la dimérisation des récepteurs et aussi de se lier à l’ADN. Ce domaine C est le 
plus conservé entre les deux types de récepteurs, à la fois au sein d’une même espèce et entre des 
espèces différentes. La fonction du domaine D est encore mal connue mais il serait impliqué dans la 
translocation nucléaire. Quant aux domaines E/F, ils assurent la liaison au ligand (les œstrogènes 
endogènes mais aussi d’autres substances exogènes) et la transactivation ligand-dépendante (pour 
revue, Roman-Blas et al., 2009). Ces deux récepteurs présentent chacun plusieurs isoformes chez 
l’homme : au moins 6 pour Erα (Flouriot et al., 2000) et au moins 5 pour Erβ (Younes & Honma, 
2011). Outre ces récepteurs nucléaires, un récepteur membranaire a été décrit : Gper (ou GPR30). Il 
s’agit d’un récepteur à 7 domaines transmembranaires couplé à la protéine G ayant une forte affinité 
pour les œstrogènes (pour revue, Nilsson et al., 2011a).  
La distribution tissulaire de ces 3 types de récepteurs des œstrogènes est présentée sur la figure 25. 
L’homme comme la femme portent ces récepteurs dans de nombreux organes, expliquant que les 
œstrogènes aient un impact sur de nombreuses fonctions. Ils ne sont pas exprimés de façon égale 
dans tous les organes : le tractus génital féminin est très riche, expliquant l’action préférentielle des 
œstrogènes sur ces tissus. De même, la répartition des récepteurs varie selon le tissu : l’oviducte et 
l’utérus contiennent plus de Erα que Erβ alors que c’est l’inverse dans l’ovaire. Dans cet organe, les 
cellules de la thèque expriment préférentiellement Erα alors que les cellules de la granulosa 
expriment plutôt Erβ (Fitzpatrick et al., 1999). ER α et β s’expriment dans l’ovaire de souris dès 1 jpn 
(Jefferson et al., 2000) et peuvent donc fixer les œstrogènes. ERβ est la forme prédominante dans 
l’ovaire, tant chez l’animal immature que chez l’adulte. ERβ est très exprimé par les cellules de la 
granulosa des follicules en croissance (Byers et al., 1997). Le corps jaune, dès sa formation, passe 
d’une prédominance de ERβ à ERα (Stocco et al., 2007). Les récepteurs des œstrogènes sont 
également exprimés dans l’hypothalamus par les neurones à kiss (Radovick et al., 2012) et les 
neurones à GnRH (Skynner et al., 1999). Il semblerait que ERα soit le récepteur essentiel aux rétro-
contrôles exercés par les œstrogènes (Couse et al., 2003, Glidewell-Kenney et al., 2007). 
Kliewer et al. décrivent en 1998 un nouveau récepteur nucléaire impliqué dans les voies de 
signalisation des stéroïdes (Kliewer et al., 1998). Ce nouveau récepteur est nommé Pregnane X 
Receptor (PXR) et entre dans la nomenclature des récepteurs nucléaires sous le nom de Nr1i2. En 
2007, Mnif et al. démontrent qu’il a pour ligand plusieurs œstrogènes (notamment l’œstrone E1 et le 
17β-œstradiol E2) (Mnif et al., 2007). 
Les Estrogen-Related Receptors (α et β) sont isolés en 1988 (Giguere et al., 1988). Un troisième type 
(ERRγ) est isolé en 1999 (Hong et al., 1999). Leur structure s’approche de celle des ER classiques mais 
le degré d’homologie de séquence est variable selon le domaine considéré. Avec près de 70 % 








Figure 26 : Modes d’action et voies de signalisation des œstrogènes.  
1 : Voie génomique classique. Les œstrogènes, liposolubles, pénètrent dans la cellule de façon 
passive. Ils se lient aux récepteurs. Après dimérisation, le complexe se lie à son tour aux Estrogen 
Response Elements (ERE) localisés dans le promoteur du gène cible. 
2 : Voie indépendante des ERE. Le complexe E2 – récepteur interagit avec des Facteurs de 
Transcription (FT) qui se fixent sur le promoteur du gène cible. 
3 : Voie indépendante du ligand. Sans E2, les ER sont phosphorylés (P) par une cascade de réactions 
déclenchée par des Facteurs de Croissance (FC) et vont se fixer sur les ERE. 
4 : E2 active le récepteur membranaire GPER et déclenche une cascade de phosphorylations 
interférant avec des voies de signalisation cellulaires (voie non génomique) ou régulant l’expression 
génique via l’activation de FT. 

























possèdent moins de 35 % d’homologie avec ERα sur le domaine de liaison au ligand. Ceci expliquerait 
leur incapacité à fixer l’E2. Ils peuvent toutefois se lier à d’autres composés dotés de propriétés 
œstrogéniques. 
B. Mode d’action et signalisation via les récepteurs des œstrogènes  
Les œstrogènes, liposolubles, peuvent entrer librement dans les cellules en traversant la bicouche 
lipidique. Mais pour exercer leurs effets, génomiques ou non, ils agissent avec divers acteurs 
cellulaires, comme schématisé sur la figure 26. Une fois dans la cellule, les œstrogènes se fixent sur le 
domaine E des récepteurs. Le domaine D permet la translocation du complexe dans le noyau, où se 
forme un dimère grâce au domaine C. Les dimères ainsi formés peuvent être composés de deux 
récepteurs identiques (homodimère) ou d’un ERα et un ERβ (hétérodimère). Ces dimères vont 
ensuite se fixer, toujours grâce aux domaines C, sur les Estrogen Response Element (ERE), des régions 
spécifiques de l’ADN situées dans les promoteurs des gènes cibles des œstrogènes, induisant ainsi 
leur activation (MacGregor & Jordan, 1998). Ceci est la voie d’action dite « classique ». Toutefois, il 
existe d’autres modes d’action possibles. La seconde voie décrite en figure 26 est indépendante des 
ERE. Le complexe E2-récepteur n’interagit pas directement avec l’ADN mais se lie à un complexe de 
facteurs de transcription. La troisième voie d’activation possible est indépendante des œstrogènes, 
bien qu’utilisant leurs récepteurs alors activés par des facteurs de croissance. Enfin la dernière voie 
de signalisation passe par Gper. Les œstrogènes s’y fixent et déclenchent une cascade de réactions 
capables de réguler l’expression génique. 
 
 
3. LA BIOSYNTHÈSE DES ŒSTROGÈNES 
La stéroïdogenèse a lieu à partir du cholestérol, porteur d’un noyau stérane composé de 3 cycles 
hexagonaux (à 6 carbones) et 1 cycle pentagonal (à 5 carbones). Elle peut se dérouler dans les 
glandes surrénales (production des corticostéroïdes) et dans les gonades (production des stéroïdes 
sexuels). Les œstrogènes, hormones féminines primordiales pour la régulation des fonctions 
sexuelles, appartiennent à la famille des stéroïdes. 
Les œstrogènes sont synthétisés à partir de cholestérol dans l’ovaire. Cette biosynthèse ne peut avoir 
lieu sans les signaux centraux délivrés par la LH et la FSH et requiert deux types cellulaires. Cette 
théorie de la coopération cellulaire sous contrôle des gonadotropines a été avancée en 1959 par 
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Figure 27 : La synthèse des stéroïdes dans l’ovaire adulte 
La stéroïdogenèse ovarienne nécessite la coopération des cellules de la thèque et de la granulosa au 
sein des follicules. Les cellules de la thèque répondent à la stimulation de la LH via un mécanisme 
dépendant de l’AMPc en augmentant l’expression des enzymes nécessaires à la conversion du 
cholestérol en androgènes (androstènedione et testostérone). Les cellules de la granulosa répondent 
à la stimulation de la FSH en augmentant l’expression des enzymes nécessaires à la conversion des 
androgènes en œstrogènes (E2 et E1).  
3bHSD : 3β hydroxystéroïde déshydrogénase; 17bHSD : 17β hydroxystéroïde déshydrogénase ; Ac : 
adénylate cyclase; ATP : adénosine triphosphate ; AMPc : adénosine monophosphate cyclique; 
Cyp11A1 : cholesterol side chain cleavage; Cyp17A1 : lyase ou hydroxylase; Cyp19A1 : aromatase; 
DHEA : dihydroépiandrostérone ; GS : stimulatory G-protein ; R-FSH  : récepteur de la FSH; R-LH : 
récepteur de la LH; Scarb1  : scavenger receptor type B1; StAR : steroid acute regulatory protein ; 
VLDL-R : very low density lipoprotein receptor 




Les cellules de la thèque, présentes sur les follicules en développement à partir du stade secondaire, 
portent des récepteurs à la LH. Quand celle-ci active ses récepteurs, couplés à des protéines G, le 
signal médié par l’AMPc induit l’expression des enzymes nécessaires à la conversion du cholestérol 
en androgènes. Le cholestérol, véhiculé dans la circulation sanguine grâce aux VLDL (very low density 
liprotein), entre dans la cellule grâce au Scarb1 (Scavenger Receptor 1 de la famille B), très exprimé 
dans les cellules de la granulosa et les corps jaunes ovariens ainsi que dans les glandes surrénales 
(Landschulz et al., 1996). Le cholestérol pourrait également utiliser les récepteurs des VLDL pour 
pénétrer dans les cellules (Murata et al., 1998). Il est ensuite pris en charge par le StAR, un 
transporteur qui l’amène à l’intérieur des mitochondries où il est clivé par le Cyp11A1, aussi appelé 
p450ssc (Cholesterol Side Chain Cleavage protein), donnant la prégnénolone, qui sort de la 
mitochondrie. Elle peut suivre 2 voies selon l’espèce considérée : Δ4 ou Δ5. Cette différence inter-
espèce (voies Δ4 chez le rat et Δ5 chez l’homme) est due à la spécificité d’action de la Cyp17A1 lyase. 
Les propriétés biochimiques de ces deux formes d’enzyme induisent une action préférentielle de la 
lyase murine sur la 17-hydroxyprogestérone (substrat Δ4) et une action préférentielle de la lyase 
humaine sur la 17-hydroxyprégnénolone (substrat Δ5) (Brock & Waterman, 1999). Donc, selon la voie 
Δ4, la prégnénolone est convertie en progestérone par la 3bHSD puis hydroxylée par la cyp17A1 
hydroxylase en 17-hydroxyprogestérone, elle-même convertie en androstènedione par la cyp17A1 
lyase. Selon la voie Δ5, la prégnénolone est d’abord hydroxylée en 17-hydroxyprégnénolone par la 
Cyp17A1 hydroxylase, puis convertie en dihydroépiandrostérone par la Cyp17A1 lyase. Cette 
dihydroépiandrostérone est à son tour prise en charge par la 3bHSD pour donner de 
l’androstènedione. L’androstènedione est un androgène, tout comme la testostérone qui en dérive 
après l’action de la 17bHSD1 (chez le rat) ou 17bHSD3 (chez l’homme) (pour revue, Payne & Hales, 
2004). Ces androgènes peuvent alors rejoindre les cellules de la granulosa. Celles-ci portent des 
récepteurs de la FSH. Ce sont eux aussi des récepteurs couplés à la protéine G, comme les récepteurs 
de la LH. Leur signal via l’AMPc augmente la conversion des androgènes en œstrogènes. La 
testostérone peut être convertie en œstradiol par une aromatisation en plusieurs étapes (figurées en 
pointillés sur le schéma) faisant intervenir l’aromatase (Cyp19A1) mais aussi le Cyp11B1. Le même 
mécanisme permet la formation d’œstrone à partir de l’androstènedione. Puis cet œstrone est 
converti en œstradiol par la 17bHSD1. Les cellules de la granulosa du follicule pré-ovulatoire portent 
également des récepteurs de la LH, renforçant la production d’œstradiol. Les taux circulants 
d’œstradiol atteignent ainsi un pic juste avant l’ovulation. Avant la puberté, aucun follicule 
n’échappe à l’atrésie pour atteindre le stade pré-ovulatoire. Donc aucun follicule ne porte de 
récepteur à la LH sur ses cellules de la granulosa (Guigon et al., 2003a). 
4. LE MÉTABOLISME DES ŒSTROGÈNES 
In utero, le fœtus est soumis à l’imprégnation hormonale maternelle et notamment aux œstrogènes. 
Pour se prémunir contre une surexposition à ces hormones, l’animal dispose de protéines capables 
de se lier aux œstrogènes. Seules les formes libres sont actives biologiquement, les formes liées à 
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Figure 28 : Le métabolisme des œstrogènes 
17bHsd : 17b-hydroxystéroïde déshydrogénase, Cyp : Cytochrome P450, Sult : sulfotransférase, Ugt : 
UDP-Glucuronosyl-transferase, COMT : Catéchol-O-Méthyltransférase, P450 R : P450 réductase, GSH 
: glutathion 
L’œstradiol peut être pris en charge par différentes enzymes afin de le rendre inactif biologiquement 
et de faciliter son excrétion. Pour cela, les enzymes de phase 1 procèdent à des réactions 
d’oxydoréduction permettant aux enzymes de phase 2 de greffer des groupements augmentant 
l’hydrosolubilité des molécules. Celles-ci sont enfin prises en charge par les transporteurs (phase 3) 
afin d’être excrétées. 
En bleu: les enzymes dont l’expression a fait l’objet d’une étude au cours de cette thèse. 
D’après Guillemette et al., 2004, Lakhani et al., 2003, Bianco et al., 2003, Rogan et al., 2003, Abel et 
al., 2004, Raftogianis et al., 2000, Cavalieri et al., 1997, Shatalova et al., 2005, Yager & Liehr, 1996, 




Ces deux molécules ont une très forte affinité pour l’œstradiol. L’alfa-fœtoprotéine lie avec la même 
affinité l’œstradiol et l’estrone (Versee & Barel, 1978). Ces protéines sont donc impliquées dans la 
protection du fœtus mais aussi dans la régulation des quantités circulantes d’œstrogènes chez 
l’animal immature.  
Les œstrogènes, ainsi que tous les xénobiotiques pénétrant dans l’organisme, peuvent ensuite être 
dégradés. Bien que la dégradation des œstrogènes ait également lieu dans l’utérus, le rein, la glande 
mammaire, le cerveau ou l’hypophyse (pour revue, Zhu & Conney, 1998) l’organe majeur en charge 
de leur détoxication est le foie. C’est en effet l’un des premiers organes atteints par les molécules 
absorbées par voie orale via le passage entéro-hépatique et il comporte une large gamme d’enzymes 
capables de prendre en charge les xénobiotiques pour réduire leur toxicité. Il assure aussi la 
dégradation de bon nombre de molécules endogènes, participant à leur dynamique de synthèse / 
dégradation qui régule leur quantité dans l’organisme. Les œstrogènes, stéroïdes liposolubles, sont 
éliminés par conversion métabolique en formes inactives (ou moins actives) hydrosolubles pour être 
excrétées via les urines, la bile ou les fèces. Cette conversion métabolique se déroule en 2 phases : la 
phase I, dite « de fonctionnalisation » NADPH-dépendante et la phase II dite « de conjugaison » 
présentées sur la figure 28. Chez la femme adulte, le premier passage hépatique à la suite de 
l’ingestion de 1 mg d’E2 induit une concentration plasmatique d’E1 très supérieure (200 pg/ml) à 
celle d’E2 (40-50 pg/ml) quatre heures après la prise, suggérant l’importance métabolique de la 
conversion E2E1 (Lobo & Cassidenti, 1992). Cette conversion a pour but de former un métabolite 
biologiquement moins actif que E2 afin de se prémunir contre une surdose d’E2. En effet, l’activité 
biologique d’un œstrogène est liée à sa capacité à se fixer sur ses récepteurs et à y rester ancré, 
activant ainsi la cascade de réactions (pour rappel, figure 26, page 82) à l’origine de l’intensité de la 
réponse au stimulus. Si E1 et E2 ont tous deux la même affinité pour les récepteurs des œstrogènes, 
E1 s’en dissocie bien plus rapidement, diminuant ainsi la durée de son action biologique (Weichman 
& Notides, 1980). 
A. Phase 1 : Fonctionnalisation  
La phase I de fonctionnalisation a pour but de créer un métabolite intermédiaire électrophile sur 
lequel pourra s’exercer la phase II. Elle est assurée par des enzymes appartenant à trois catégories : 
les oxydases, les réductases et les hydrolases. En 1964, Omura et Sato démontrent que dans les 
microsomes de foie de lapin, des protéines pigmentaires nommées « cytochromes » ont une 
longueur d’onde d’absorption -450 nm- caractéristique des protéines héminiques à l’état réduit 
(Omura & Sato, 1964). Ces Cytochromes P 450 (P signifiant « pigment ») sont les principales enzymes 
(en nombre et en activité) intervenant au cours de la phase I. La nomenclature de ces enzymes 
respecte le schéma suivant : la racine « Cyp » suivie d’un numéro identifiant chaque famille 
(regroupant des formes avec au moins 40% d’homologie), une lettre désignant la sous-famille 
(formes avec plus de 55 % d’homologie) et un numéro d’isoforme.  
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  2a1     2d4   
  2a2     2d5   
  2a3   2d6     
    2a4 2d7     
    2a5 2d8     
2a6         2d9 
2a7         2d10 
    2a12     2d11 
2a13         2d12 
    2a22     2d13 
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  2b2       2d22 
  2b3       2d26 
2b6         2d34 
2b7         2d40 
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  2c6     3a2   
  2c7   3a4     
2c8     3a5     
2c9     3a7     
  2c11     3a9   
  2c12       3a11 
  2c13       3a13 
2c18         3a16 
2c19       3a18   
  2c22       3a25 
  2c23       3a41 
    2c29 3a43     
    2c37     3a44 
    2c38   3a62   
    2c39 
    2c40 
    2c44 
    2c50 
    2c54 
    2c55 
Tableau 3 : Principales familles de Cytochromes P450 chez l’homme, le rat et la souris. Les formes en 
rouge sont impliquées dans le métabolisme des œstrogènes. D’après Martignoni et al., 2006, 
Masood et al., 2010, Yager & Liehr, 1996, Wilson & Reed, 2001. 
Chez l’homme, plus de 50 isoformes ont été dénombrées. Dans le tableau 3 sont présentées plus 
particulièrement les familles 1, 2 et 3, comprenant respectivement 2, 5 et 1 sous-familles (pour 
revue, Martignoni et al., 2006).  
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Les isoformes présentées peuvent être partagées par plusieurs espèces (par exemple Cyp1) ou 
spécifiques. Il est également à noter que si la spécificité de substrat d’une famille enzymatique peut 
être conservée d’une espèce à l’autre, ça n’est pas toujours le cas. Par exemple la famille 3A chez le 
rat n’est pas inductible par la rifampicine, un inducteur classique des Cyp3a chez l’homme et certains 
substrats des Cyp3a humains ne sont pas pris en charge par les Cyp3a murins (Martignoni et al., 
2006). C’est pourquoi dans le cadre de notre étude sur le métabolisme des œstrogènes, nous avons 
ciblé uniquement des isoformes connues pour agir sur 
les œstrogènes chez le rat. 
D’après Wilson & Reed, l’œstradiol (E2) est 
majoritairement oxydé en C17 (figure 29) par la 17β-
Hydroxystéroïde-déshydrogénase de type 2 pour former 
l’estrone E1, qui peut être à nouveau converti en 
œstradiol par la 17β-Hydroxystéroïde-déshydrogénase 
de type 1 (Wilson & Reed, 2001). L’E2 peut également 
être oxydé sur d’autres carbones : en C2 ou C4, 
conduisant à la formation des catécholestrogènes 2-
hydroxyestradiol (2OH-E2) et 4-hydroxyestradiol (4OH-
E2) ou en C16 (Masood et al., 2010).  
La voie des quinones semble jouer un rôle bioactivateur : les métabolites formés (œstradiol-2,3-
quinone, œstradiol-3,4-quinone) ou les réactions d’oxydo-réduction mises en place pour leur 
formation sont plus nocifs que la molécule mère. Les œstrogènes ont donc la capacité d’induire des 
dommages à l’ADN, soit en formant des adduits, soit par génération d’espèces réactives de l’oxygène 
(ERO).  
Figure 29 : Numérotation des carbones 
sur la molécule d’œstradiol (E2) 
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1 1 1 
(2) 2 2 
3 3 (3) 
4 (4) (4) 
5 5 5 
6 6 6 
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    1 
2   2 
Ugt8 A 1 1 1 
 
 Tableau 4 : Les différentes familles d’UGT 
chez l’homme, le rat et la souris. Les enzymes 
apparaissant en rouge sont connues pour 
être impliquées dans le métabolisme des 
œstrogènes. Quatre familles (1, 2, 3 et 8) sont 
connues. Les familles Ugt1A et 2B 
comprennent beaucoup de membres non 
fonctionnels, des pseudogènes, indiqués 
entre parenthèses. 
D’après Shiratani et al., 2008, Mackenzie et 
al., 2005,Itaaho et al., 2008 
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1   1 
Sult3                           non rapportée 1 
Sult4 A 1 1 1 
Sult5                           non rapportée 1 
Sult6 B 1     
 
 Tableau 5 : Classification des sulfotransférases chez 
l’homme, le rat et la souris. 
Les SULT impliquées dans le métabolisme des 
œstrogènes sont indiquées en rouge. Toutes les 
espèces ne disposent  pas du même équipement 
enzymatique. La plus spécifique des œstrogènes est la 
Sult 1E1, le « E » signifiant « estrogen ». 




B. Phase 2 : Conjugaison 
La phase de conjugaison fait intervenir différentes familles d’enzymes et nécessite des donneurs de 
groupements réactifs permettant l’inactivation et facilitant l’excrétion de nombreuses molécules 
endogènes et xénobiotiques en augmentant leur hydrosolubilité. Ainsi les hydroxyestrogènes formés 
en phase 1 peuvent être pris en charge soit par la famille des UDG-glucuronosyl-transférases (UGT), 
soit par des sulfotransférases (SULT), soit par des glutathion-S-transférases (GST), soit par des 
catéchol-O-méthyle-transférases (COMT). 
Les Uridine 5’-DiPhospho-GlucuronosylTransférases (UDP-GT ou UGT) 
Les UGT (tableau 4) transfèrent un groupement polaire acide glucuronique (fourni par un donneur 
ubiquitaire appelé UDP-GA (uridine diphosphate glucuronic acid), pour revue, Zamek-Gliszczynski et 
al., 2006)) sur la molécule à détoxiquer, augmentant ainsi son hydrosolubilité. La voie des dérivés 
glucuronides est la voie métabolique principale pour les œstrogènes (Lepine et al., 2004). Ceux-ci 
sont pris en charge par les Ugt1a1, 1a3, 1a9 et 2b1 et 2b7, greffant des groupements en C2, C3 ou C4 
(voir références accompagnant la figure). 
L’isoforme Ugt2b7 humaine, (figurant sur la figure 28) est très active sur les œstrogènes mais n’existe 
pas chez le rat. Les UGT de la famille 2B sont les plus actives sur l’E2 et les hydroxymétabolites. En 
revanche la famille 1A est plus active sur les méthoxymétabolites (Guillemette et al., 2004). 
Au cours de ma thèse, je me suis intéressée à l’expression de Ugt1a1. L’activité de 
glucuronoconjugaison de l’œstradiol, assurée notamment par cette enzyme, est plus importante 
dans l’intestin que dans le foie chez l’homme (Fisher et al., 2000) mais il semble que ça soit l’inverse 
chez le rat mâle comme femelle (Shiratani et al., 2008). Chez le rat adulte, cette enzyme est 
constitutivement mais faiblement exprimée dans le foie et plus fortement exprimée dans la gonade 
mâle et femelle ou encore le rein. Après un traitement au TCDD (tétrachlorodibenzodioxine, 
molécule possédant des propriétés œstrogéniques Ndebele et al., 2010) l’expression augmente 
fortement dans le foie et de façon beaucoup plus modérée dans les gonades (Munzel et al., 1994). 
L’activité de la famille UGT a été rapportée dans l’ovaire à 26 jpn mais pas chez des animaux plus 
jeunes et les membres actifs de cette famille n’ont pas été identifiés dans cette étude (Becedas & 
Bengtson Ahlberg, 1995). 
Les Sulfotransférases (Sult) 
Les sulfotransférases (tableau 5) transfèrent un groupement sulfate d’un donneur ubiquitaire, la 3’-
phosphoadénosine 5’-phosphosulfate (PAPS) vers l’accepteur, toujours dans le but d’augmenter son 
hydrosolubilité (Negishi et al., 2001). 
Il existe une forme de sulfotransférase spécifique des œstrogènes, la Sult1e1. Toutefois, l’importance 
de cette enzyme dans le processus de détoxication des œstrogènes est débattue. En effet, il existe de 
fortes disparités selon le sexe démontrées chez le rat (Hirao et al., 2011) ainsi que chez la souris (Luu-
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Tableau 6 : Les différentes familles de GST chez l’homme, le rat et la souris.  
Les GST impliquées dans la détoxication des œstrogènes sont indiquées en rouges. La GST S (Sigma) 
est aussi appelée glutathione-dependant prostaglandin D2 synthase. 






en les inactivant. Dans cette dernière étude, la sult1e1 n’a pas -ou très peu- été détectée chez la 
femelle. Cependant des souris Knock-Out pour le gène de la Sult1e1 ne sont pas capables de réguler 
leurs taux circulants d’œstradiol et sont donc constamment en surexposition, empêchant l’ovulation 
et réduisant la fertilité (Gershon et al., 2007) ce qui tendrait à prouver que cette enzyme est 
essentielle à la dynamique de synthèse / dégradation des œstrogènes. Par ailleurs, l’induction de 
l’expression de cette enzyme par la Biochanine A (isoflavone à activité œstrogénique) a été 
rapportée dans le foie de rat mâle adulte, mais pas chez la femelle (Chen et al., 2010), confirmant 
ainsi les disparités d’équipement enzymatique liées au sexe. La Sult1a1 est moins spécifique mais 
prend aussi en charge des stéroïdes avec une affinité moindre par rapport à celle de Sult1e1 
(Blanchard et al., 2004) et son expression est augmentée par la Biochanine A, tant chez le mâle que 
chez la femelle dans l’étude de Chen et al. (Chen et al., 2010). Là encore, l’activité de la famille SULT 
a été rapportée dans l’ovaire à 26 jpn mais pas chez des animaux plus jeunes et les membres actifs 
de cette famille n’ont pas été identifiés avec précision dans cette étude (Becedas & Bengtson 
Ahlberg, 1995). 
 
Les Glutathion-S-Transferases (GST) 
Les GST (tableau 6) catalysent l’ajout d’une molécule de glutathion (GSH) sur la molécule à 
détoxiquer en présence de NADPH. Le glutathion libre est présent et fonctionnel dans le foie de rat 
dès la naissance mais augmente progressivement pour atteindre un niveau stable à 14 jpn (Gonzalez 
et al., 1995; Novak et al., 2012). Ces variations sont dues à l’augmentation des enzymes synthétisant 
le GSH à partir de la naissance parallèlement à la diminution progressive au cours de la première 
semaine de vie du taux de GGT, les enzymes responsables de la dégradation du GSH (Tateishi et al., 
1980). Les premières GST identifiées furent les GST solubles (ou cytosoliques) dont il existe six classes 
portant le nom d’une lettre grecque. Ainsi la famille Alpha apparaitra dans la nomenclature avec la 
lettre « A » (plus facile à utiliser que la lettre grecque d’origine), la famille Mu portera la lettre M, 
etc… Il existe aussi des GST microsomales (ou Membrane-Associated Proteins in Eicosanoid and 
Glutathione metabolism, MAPEG) et des GST mitochondriales (ou Kappa). Ces GSTK n’existent que 
sous une seule forme chez l’homme et le rongeur mais sous deux formes chez d’autres organismes 
(Caenorhabditis Elegans, par exemple) (Petit et al., 2009). Les GSTM1 et 2 sont capables de prendre 
en charge les œstrogènes et leur présence a été rapportée dans le testicule et même dans les cellules 
germinales de rat mâle, puisque ces enzymes sont également impliquées dans la spermatogenèse 
(Mukherjee et al., 1999 ; Yamamoto et al., 2005). Chez la femelle, la présence de plusieurs GST a été 
rapportée, dans le foie mais aussi dans l’ovaire. L’expression en ARNm, en protéine ou l’activité des 
GST peut être modifiée dans ces deux organes par des xénobiotiques (tableau 7, page suivante). Le 
VCD, vinylcyclohexene diepoxyde, est connu pour ses propriétés ovotoxiques (Flaws et al., 1994). 
Toutefois il ne semble pas avoir de pouvoir œstrogénique contrairement à l’EB ou la génistéine 
(GEN). Les trois xénobiotiques modifient l’expression des Gst. À ma connaissance, il n’y a pas d’étude 
sur l’influence des composés œstrogéniques sur l’expression des Gst dans les gonades. 
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P X VCD ↗ (ARNm)
↗ (prot)
Keating et al., 
2008
M X VCD ↗ (ARNm) 
= (prot)
Foie
♀ adulte M5 X EB ↗ (ARNm) Ise et al., 2012
♂ adulte




A2 X GEN ↗ (ARNm)
M2 X GEN ↘ (ARNm)
P1 X E2 ↗ (ARNm) Coecke et al.,  
2000
 
Tableau 7 : Modification des niveaux d’expression de différentes Gst dans l’ovaire et le foie dans trois 
espèces sous l’influence de trois xénobiotiques.  
Les variations d’ARNm ne reflètent pas nécessairement les variations protéiques ni même l’activité 








Les Catechol-O-MethylTransferases (COMT) 
Les COMT ont pour fonction d’inactiver les hydroxy-métabolites des œstrogènes en leur transférant 
un groupement méthyle provenant d’une S-adénosylméthionine (Tong & D'Iorio, 1977). Cette famille 
d’enzymes, contrairement à celles décrites précédemment, ne contient que deux isoformes dérivant 
d’un gène unique sous la dépendance de deux promoteurs différents. L’un induit la production d’une 
COMT sous forme soluble, le second produit une COMT membranaire (Tenhunen & Ulmanen, 1993). 
Chez la ratte adulte, un traitement à l’E2 ne modifie ni l’expression protéique, ni l’activité des COMT, 
que ce soit sous leur forme membranaire ou soluble. En revanche, chez le mâle, E2 modifie 
l’expression protéique ainsi que l’activité de façon très hétérogène selon le tissu considéré, par 
exemple le taux de protéine diminue dans le rein mais augmente fortement dans la prostate 
(Schendzielorz et al., 2011).  
Les régulations des différentes enzymes du métabolisme peuvent avoir lieu à plusieurs niveaux: 
régulation transcriptionelle (variation du nombre de transcrits ARN de l’enzyme considérée), 
variation de la quantité de protéines, variation de l’activité enzymatique (non nécessairement liée à 
la quantité de transcrits présents) ou encore la déplétion en co-facteurs (privation de groupements 
sulfate ou glucuronides, épuisement du glutathion libre).  
Les nombreuses réactions de dégradation des œstrogènes présentées ici entrent en fait dans un 
processus dynamique d’équilibre entre la synthèse des œstrogènes et leur dégradation afin de 
réguler constamment leurs taux circulants. Il existe donc des enzymes capables de produire les 
réactions chimiques inverses et de reformer de l’œstradiol biologiquement actif. Ceci est très 
important dans le cas des métabolites sulfatés, considérés comme des formes de stockage 
temporaire pour assurer une régulation fine des concentrations d’E2 (Lievertz, 1987; Guengerich, 
1990). Les sulfatases ont donc pour fonction de cliver le groupement sulfate conjugué à la molécule 
d’E2 afin de le rendre actif. 
C. Phase 3 : Transport, excrétion 
Les dérivés sulfates, glucuronides ou conjugués au glutathion sont généralement trop hydrophiles 
pour diffuser de façon passive à travers les membranes. Ils sont donc pris en charge par des 
protéines de phase III : des transporteurs ayant pour fonction leur excrétion de la cellule à 
destination de la bile ou de la circulation sanguine puis des urines.   
De façon générale, les transporteurs sont divisés en 2 superfamilles : les solute carrier (SLC) et les 
ATP-Binding Cassette Transporters (ABC). Ces superfamilles sont elles-mêmes divisées en sous-
familles (pour revue, Klaassen & Aleksunes, 2010) dont voici les principales :  
SLC ABC 
Organic Anion Transporting Polypeptide (OATP) Multidrug Resistance Protein (MDR) 
Organic Anion Transporter (OAT) Multidrug Resistance Associated Protein (MRP) 
Organic Cationic Transporter (OCT) Breast Cancer Resistance Protein (BCRP) 















Figure 30 : Les transporteurs des métabolites des œstrogènes dans les hépatocytes (en haut), les 
entérocytes (en bas à gauche) et le tubule rénal proximal (en bas à droite).  
Chacun des types cellulaires possède des transporteurs orientés (ne fonctionnant que dans un sens) 
capables de laisser entrer ou sortir les œstrogènes ou leurs métabolites. 
D’après : Sun et al., 2006, Launay-Vacher et al., 2006, Matheny et al., 2001,Tamai, 2012, Giacomini et 
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Tableau 8 : Les transporteurs capables de prendre en charge 
les œstrogènes.  
La P-gp = phospho-glycoprotéine est codée par le gène MDR-1. 
D’après : Klaassen & Aleksunes, 2010; Sun et al., 
2006 ;Miyagawa et al., 2009 ; Sun et al., 2010, Gong et al., 


























Ces sous-familles contiennent elles-mêmes une grande diversité de membres et parmi eux, certains 
ont une forte affinité pour les œstrogènes ou leurs dérivés, ils sont présentés dans le tableau 8. Ces 
divers transporteurs sont exprimés dans les organes en charge de l’épuration de l’organisme : le foie 
(via l’élimination biliaire), l’intestin (via l’élimination fécale) et le rein (via l’élimination urinaire) et 
présentés en figure 30. 
Les transporteurs sont essentiels à la régulation des quantités circulantes d’œstrogènes. Ainsi les 
souris dont les gènes codant pour Oatp1a1 et 1a4 ont été invalidés voient leurs capacités d’influx 
d’E2 diminuées (Gong et al., 2011). Les souris mâles dont le gène codant pour Mrp1 est inactif ont 
des difficultés pour réguler leurs taux de stéroïdes circulants (Sivils et al., 2010).  
L’élimination fécale des œstrogènes est mineure et ceci s’explique probablement par l’équipement 
des entérocytes en transporteurs, autorisant la sortie des dérivés œstrogéniques à la membrane 
apicale mais peu leur entrée à la membrane basale. L’entrée des œstrogènes dans les cellules 
intestinales est également autorisée à la membrane apicale, expliquant que l’absorption orale 
d’œstrogènes permette de délivrer dans l’organisme des doses « efficaces » (contraceptifs oraux 
(Hanker, 1990), mais aussi contamination par des xéno-œstrogènes alimentaires tels que le BPA 
(Inoue et al., 2003), la génistéine (Sfakianos et al., 1997)…). Dans les hépatocytes en revanche, les 
dérivés œstrogéniques peuvent pénétrer dans les cellules à la membrane baso-latérale via la famille 
des transporteurs Oatp et être excrétés dans les canaux biliaires par Mrp2, Bcrp ou encore la P-gp. 
Mais ils peuvent aussi être excrétés vers la circulation sanguine via Mrp3 et 4. Le sang est ensuite 
filtré dans les reins, et notamment au niveau du tubule rénal proximal. Celui-ci dispose également 
d’un équipement en transporteurs permettant l’entrée des dérivés œstrogéniques à la membrane 
baso-latérale et leur sortie à la membrane apicale vers la lumière du tubule et donc vers les urines. 
L’élimination des œstrogènes est donc intégrée dans une dynamique d’entrée / sortie impliquant 
plusieurs acteurs. 
Les disparités d’équipement enzymatique peuvent dépendre de l’espèce, du sexe et de l’organe 
considéré. En effet, chez le rat, l’expression rénale des Oatp est largement supérieure chez le mâle 
mais elle est équivalente dans le foie chez les deux sexes (Lu et al., 1996; Gotoh et al., 2002). Alors 
que chez la souris, Oatp1a1 est prédominant dans le foie mâle, Oatp1a4 l’est dans le foie femelle. 
Dans le rein, Oatp1a1 et 3a1 sont tous deux prédominants chez la femelle (Cheng et al., 2006). 
Les transporteurs peuvent être régulés par les hormones sexuelles. Par exemple, la testostérone 
augmente l’expression rénale et hépatique de certains Oatp, chez le mâle comme la femelle, chez la 
souris (Cheng et al., 2006). Mais d’autres membres de la même famille de transporteurs sont inhibés 
par la testostérone (Cheng et al., 2006). Par ailleurs, la régulation par les hormones ou xéno-
hormones est également dépendante de l’organe considéré : si chez le rat la testostérone augmente 





Les effets des œstrogènes sur l’expression des transporteurs sont également controversés : sans 
influence sur les Oatp testés dans le rein chez la souris (Cheng et al., 2006). Ils semblent diminuer 
leur expression dans le rein de rat (Lu et al., 1996). Alors qu’en 1997 Trauner et al. ne relataient 
aucune influence d’un traitement à l’éthinylestradiol sur l’expression hépatique de P-gp et Mrp2 
(Trauner et al., 1997), Ruiz et al. décrivent en 2006 une diminution de Mrp2 par cette molécule chez 
le rat mâle (Ruiz et al., 2006). Cette modification de l’expression de Mrp2 est par ailleurs à mettre en 
parallèle avec l’expression d’un autre transporteur dans le même modèle. En effet l’EE administré à 
des rats mâles adultes réduit l’expression de Mrp2 à la membrane apicale et augmente l’expression 
de Mrp3 à la membrane basolatérale des hépatocytes. L’excrétion biliaire est donc réduite mais 
l’augmentation de Mrp3 permet de prévenir l’accumulation de EE dans les cellules en augmentant 
son excrétion dans la circulation sanguine (Ruiz et al., 2006).  
L’excrétion des métabolites est donc le résultat d’une coopération inter-organes ainsi que d’une 
dynamique de synthèse / dégradation et efflux / influx. Si l’un des organes impliqués dans ces 
mécanismes est pathologique, défectueux ou altéré par un toxique, l’équilibre du système s’en 
trouve modifié. Par exemple chez des rats porteurs d’une défaillance rénale chronique, l’expression 
de Mrp2, Mrp3 et P-gp est diminuée dans le foie, sans toutefois avoir d’influence sur Oatp2 et 3. 
(Naud et al., 2007). Et des rats mâles développant une tumeur métastatique induite par injection de 
cellules dérivées de carcinome de colon ont une expression hépatique de Oatp1a1 et 1b2 diminuée 
(Sun et al., 2006).  
Le métabolisme présenté dans ce chapitre est valable pour E2 et ses dérivés toutefois les études 
impliquant une imprégnation œstrogénique excessive utilisent souvent des esters d’œstradiol tels 
que Estradiol Benzoate (EB), Estradiol Valerate (EV) et Estradiol Cypionate (EC), qui ont une demi-vie 
dans l’organisme plus longue. En effet, une étude réalisée chez l’homme (Oriowo et al., 1980) a 
démontré qu’après une injection de 5 mg de chacun de ces trois esters, les pics de concentration 
plasmatiques d’E2 et E1 étaient différés : deux jours après exposition pour EB et EV, quatre pour EC. 
Ces concentrations élevées persistaient quatre jours pour EB, sept pour EV et onze pour EC. Ces 
données suggèrent que la métabolisation de EB est plus rapide que celle de EV mais aussi que EC est 
l’ester le plus long à métaboliser. 
L’E2 et les composés œstrogéniques peuvent modifier leur propre métabolisme mais de façon très 
hétérogène, dépendamment du sexe, de l’organe considéré mais aussi de l’âge puisque les capacités 
métaboliques d’un individu varient énormément au cours de la vie. 
D. La maturation du système  
L’équipement métabolique n’est pas figé au cours de la vie et pleinement fonctionnel dès la 
naissance. Chez l’homme, les enfants ont notamment des capacités de glucuronoconjugaison très 
limitées. Les variations de pharmacocinétique expliquent les différences de sensibilité à divers 
traitements et nécessitent de proposer une médication spécifique pour les très jeunes patients. 








Figure 31 : Diagramme de répartition du nombre de gènes impliqués dans les mécanismes de 
métabolisation selon leur profil d’expression et l’âge de l’animal.  
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Chez le rat, le système de métabolisation acquiert progressivement sa maturité. Par exemple, Fischer 
& Weissinger ont établi que la demi-vie du DES était presque 10 fois plus longue chez le nouveau-né 
que chez l’individu âgé de 25 jours parce que le nouveau-né présente une faible capacité de 
conjugaison et d’excrétion biliaire du DES (Fischer & Weissinger, 1972). Selon le même 
raisonnement, Taylor et al. testent l’influence de la voie d’exposition sur la toxicité du BPA chez 
l’animal néonatal et démontrent que contrairement à l’adulte, les effets sont les mêmes dans le cas 
d’une exposition sous-cutanée ou orale (Taylor et al., 2008). Ceci serait dû à la perte d’impact du 
premier passage hépatique lors de l’exposition orale chez le nouveau-né. Le système de détoxication, 
immature, ne permet pas d’éliminer partiellement la molécule active avant son passage systémique 
et son acheminement vers ses organes-cibles. 
En 2011, Corton et son équipe travaillent sur la maturation et l’évolution au cours de la vie du 
système de détoxication de la souris (Lee et al., 2011). À partir de leurs données brutes générées par 
analyse de morceaux de foie par microarray, j’ai observé la répartition de gènes codant pour des 
Cyp450, des enzymes de phase II et des protéines de phase III et isolé 5 grands profils d’expression 
de gènes : 
1. Gènes dont l’expression est réduite chez l’animal fœtal et/ou néonatal (immature) par 
rapport à l’animal adulte (6 mois). Ces gènes sont donc préférentiellement exprimés par 
l’animal mature. 
2. Gènes dont l’expression est augmentée chez l’animal fœtal et/ou néonatal par rapport à 
l’adulte. Ces gènes sont donc préférentiellement exprimés par l’animal immature. 
3. Gènes dont l’expression semble constante tout au long de la vie. 
4. Gènes dont l’expression augmente tout au long de la vie. 
5. Gènes dont l’expression est diminuée chez l’animal fœtal mais augmentée chez le néonatal, 
puis atteint un taux basal un peu plus faible pour le reste de la vie. 
La répartition de ces profils selon la nature des protéines codées par ces gènes (phases I, II ou III) est 
présentée sur la figure 31. 
La plus grande partie des gènes considérés (entre 55 et 72 % selon la phase) a une expression 
préférentielle chez l’animal adulte. Toutefois, l’animal immature a des outils spécifiques de 
métabolisation. En effet entre 25 et 40 % des gènes considérés ont une expression préférentielle 
chez l’animal fœtal et/ou néonatal. Par ailleurs, dans chaque catégorie de gènes étudiés, le 
vieillissement de l’animal induit lui aussi des modifications d’expression. Dans la plupart des cas, 
l’expression est réduite, mais elle peut aussi être augmentée. Ainsi parmi les Cyp, 26.5% des gènes 
étudiés voient leur expression modifiée à l’âge de 24 mois. Parmi les gènes codant pour des enzymes 
de phase II, 23.1% ont une expression modifiée chez l’animal âgé. Les gènes codant pour des 
protéines de phase III sont 10.9% et la proportion d’augmentation de l’expression est presque aussi 
importante que la proportion de diminution. Dans cette catégorie, il semble que les gènes dont 
l’expression était augmentée chez l’animal fœtal et néonatal soient en partie réactivés à 24 mois 



































































































































































































































































































↘↘ surtout chez femelle
 




































































































































   Lee et al., 2011
 
17bHSD2
 rat ↗ ↗    Akinola et al., 1997 
 Tableau 9 : Expression de diverses enzymes du métabolisme des œstrogènes en période périnatale 
chez l’homme, le rat et la souris. 
Les variations d’expression sont indiquées par rapport à l’expression chez l’adulte. * indique que la 





En 2008, de Zwart et al. se sont intéressés à la mise en place du système de métabolisation dans le 
foie et le rein de rats mâles et femelles entre 21 jpc et 42 jpn. Ils ont analysés les profils d’expression 
de 7 Cyp450 (phase I) et 14 transporteurs (phase III) (de Zwart et al., 2008). Il a été mis en évidence 
que 2 des 5 Cyp dont l’expression a été analysée par PCR quantitative sont très peu exprimés chez 
l’animal fœtal et/ou néonatal. Les 3 autres sont plus exprimés chez l’animal immature que chez 
l’adulte. En revanche, l’activité des Cyp est largement réduite chez l’animal fœtal et/ou néonatal, 
malgré l’éventuelle augmentation de l’expression des ARNm. Par ailleurs, l’activité enzymatique 
comme l’expression des ARNm peut présenter des disparités selon le sexe. Par exemple l’expression 
des ARNm du Cyp4a1 est équivalente chez les 2 sexes à 21 jpc mais l’activité est forte chez la femelle 
et faible chez le mâle. Sur les 14 transporteurs analysés dans le foie dans cette même étude, 6 sont 
faiblement exprimés chez l’animal fœtal et/ou néonatal et 7 autres présentent leur expression la plus 
forte entre 21 jpc et 7 jpn. Ces mêmes transporteurs ont été analysés dans le rein. L’un d’eux est 
d’ailleurs spécifique de cet organe, il n’a pas été détecté dans le foie. La répartition des 
prédominances d’expression chez l’animal fœtal/néonatal et mature est globalement la même que 
dans le foie mais certains gènes suivent des évolutions contraires au sein de ces 2 organes : par 
exemple Oatp1a4 est faiblement exprimés dans le foie fœtal et néonatal alors que c’est à ces âges 
que son expression est la plus forte dans le rein. À l’inverse, Oat3 est fortement exprimé dans le foie 
fœtal et néonatal mais faiblement exprimé dans le rein à ces âges. L’équipement métabolique est 
donc variable au cours du temps et ces variations peuvent être différentes selon l’organe considéré 
et bien sûr selon le sexe de l’individu étudié. 
 
Au vu de toutes ces données, il semble essentiel de tenir compte de l’état de maturation du système 
métabolique dans chaque modèle utilisé. Le système de métabolisation des œstrogènes étant lui 
aussi évolutif au cours de la vie, une partie des enzymes concernées est présentée dans le tableau 9. 
Ce tableau récapitule les variations d’expression des enzymes par rapport à leur expression à l’âge 
adulte. Parmi les enzymes de phase I étudiées, Cyp1a2 semble être très peu exprimée en période 
périnatale chez les 3 espèces considérées. L’expression de Cyp1a1 est controversée chez le rat : 
rapportée comme augmentée en période périnatale (de Zwart et al., 2008) ou au contraire diminuée 
(Lui et al., 2010). Cyp 2b1/2 semblent très exprimés en période néonatale. En revanche, leur activité 
est extrêmement faible. En phase II, les COMT sont très peu exprimés chez les rongeurs. L’expression 
de GST par les nouveau-nés pourrait présenter des différences inter-espèces : augmentée chez 
l’homme, diminuée chez la souris. Les UGT sont généralement très peu exprimées voire absentes 
chez l’homme et les rongeurs. L’expression de Sult1a1 en période périnatale semble dépendre de 
l’espèce : diminuée chez l’homme, augmentée chez la souris (à l’inverse des GST). Par ailleurs, 
Runge-Morris, 1997 a montré que chez le rat mâle, le taux hépatique de Sult1e1, faible à la 
naissance, augmente entre la puberté et la maturité pour ensuite diminuer jusqu’à la sénescence de 










Figure 32 : Atteintes génotoxiques de l’ADN et mécanismes de réparation. 
Les adduits sont formés par des molécules capables de se fixer sur la molécule d’ADN par liaison 
chimique avec les bases azotée. Leur réparation implique l’excision du nucléotide concerné et utilise 
le second brin d’ADN comme matrice pour combler la lésion. Les cassures simple brin et les 
oxydation de bases induisent le même mécanisme de réparation : seule la base est excisée et 
remplacée par complémentarité avec le brin non lésé. Les cassures double brin en revanche font 
appel à 2 mécanismes distincts : la recombinaison grâce au brin complémentaire si les 2 brins ne sont 
pas coupés exactement au même endroit ou la religation d’extrémités non homologues. 
D’après Rass et al., 2012. 
 
Cassure simple brin




Réparation : Excision de base 
et homologie
Recombinaison homologue
Religation d’extrémités non 
homologues
Adduit




dépendantes de l’espèce. Cependant la majorité des enzymes considérées sont peu exprimées en 
période périnatale contrairement à l’âge adulte. Seule 1 enzyme de phase II (Sult1a3, chez l’homme) 
semble plus fortement exprimée à cette période, ainsi que quelques transporteurs (Mrp1, Oat3, 
Mrp4 ou Oatp1b2). Ceci laisse supposer que le système de détoxication des œstrogènes est 
globalement immature à la naissance et ne se met en place que progressivement. Par ailleurs, les 
sulfatases sont très exprimées à cet âge. Ces enzymes effectuent l’action inverse des 
sulfotransférases : elles clivent les groupements sulfates, réduisant ainsi l’efficacité de la 
sulfoconjugaison. En revanche, la 17bHSD2, en charge de la conversion de E2 en E1, est fortement 
exprimée. 
De plus, le traitement par différentes molécules au cours de la période de mise en place du système 
enzymatique de détoxication peut engendrer des conséquences à long terme, comme une 
« empreinte enzymatique ». C’est le cas par exemple de l’administration néonatale de DES, induisant 
une « féminisation » du système des Cyp chez le rat mâle. Cette féminisation consiste en l’abolition 
de la surexpression de ces enzymes chez le mâle (Lucier et al., 1979). Le DES est une molécule 
capable d’interférer dans le système hormonal d’un individu. 
5. ATTEINTES DE L’ADN 
A. Adduits et cassures 
L’E2 est connu pour ses propriétés génotoxiques liées à sa bioactivation : les métabolites qui en sont 
issus sont plus réactifs que le 17β-œstradiol lui-même. Les lésions induites par l’E2 (figure 32) sont de 
2 types :  
• les adduits : les 3,4-quinones (voir figure 28, page 86) sont capables de former des adduits à 
l’ADN en se liant de façon covalente sur la base azotée des nucléotides (Yager & Liehr, 1996; Parl et 
al., 2009; Cavalieri et al., 2000). Ces adduits génèrent des erreurs de réplication et transcription qui 
peuvent être à l’origine de cancers (Cavalieri et al., 1997).  
L’E2 et ses dérivés très réactifs peuvent être à l’origine d’adduits sur tous les types de bases azotée 
composant l’ADN : Adénine, Guanine, Cytosine et Thymine (Akanni & Abul-Hajj, 1997). Ces adduits 
entrainent soit la perte de la base concernée soit la formation d’un adduit chimiquement stable 
perturbant les mécanismes cellulaires (Akanni & Abul-Hajj, 1997). 
• Les cassures et altérations des bases : la conversion semiquinone / quinone (voir figure 28, 
page 86) fait intervenir une réductase qui génère des espèces réactives de l’oxygène (ERO). Les ERO 
réagissent avec les doubles liaisons présentes sur les cycles des bases constituant l’ADN. Selon la 
puissance de l’ERO, toutes les bases peuvent être touchées (espèces les plus réactives) mais le plus 
souvent, la base touchée est la guanine, la plus facilement oxydable (Kawanishi et al., 2001). La 
génération d’ERO par l’E2 peut aboutir à l’altération des bases puriques des nucléotides (cas des 2,3-
quinones) ou des cassures de l’ADN (Han & Liehr, 1994). L’altération des bases peut à son tour 
entrainer leur substitution ou leur perte et le décalage du cadre de lecture (Turker, 2000). Les 
cassures de l’ADN peuvent provoquer des recombinaisons ou translocations voire la perte d’un 
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Tableau 10 : Variation d’expression de Cyp1b1 : 3 espèces, 3 tranches d’âge, 3 organes. b-NF = b-




Les cassures de l’ADN peuvent concerner un seul des 2 brins de la molécule (« cassure simple brin ») 
ou les 2 (« cassure double brin »). Les cassures double brin sont les plus nocives pour la cellule car 
leur réparation ne peut faire systématiquement appel à l’homologie entre les 2 brins (pour revue, 
Rass et al., 2012). Leur mode de réparation est donc moins fidèle que les réparations de lésions 
simple brin. L’E2 (via ses métabolites et les ERO qui en résultent) peut induire à la fois des cassures 
double brin (Williamson & Lees-Miller, 2011) et des cassures simple brin (Rajapakse et al., 2005).  
L’intégrité de l’ADN est constamment surveillée au sein de la cellule. Les anomalies sont aussitôt 
prises en charge par les systèmes de réparation qui arrêtent le cycle cellulaire le temps de la 
restauration des sites endommagés. Cependant ces systèmes sont saturables (Ahmed & Setlow, 
1979, Wheeler & Nelson, 1987). Si les lésions sont trop importantes et les systèmes de réparation 
saturés, la cellule peut alors entrer en apoptose (pour revue, Rass et al., 2012). 
Dans l’ovaire, le lien entre lésions de l’ADN et insuffisance ovarienne précoce a été démontré chez 
des patientes souffrant du syndrome de Nimègue : les personnes atteintes de ce syndrome ont une 
déficience en protéine NBS1 impliquée dans la réparation des cassures de l’ADN (Chrzanowska et al., 
2010). 
Bien que la plus grande part des conversions des œstrogènes emprunte la voie des 2-
hydroxyestradiol, la voie la plus dangereuse est celle des 4-hydroxyestradiol parce que les quinones 
générées sont plus réactives sur l’ADN que celles issues de la voie des 2-hydroxyestradiol (Zahid et 
al., 2006). Cyp1b1, le cytochrome à l’origine de la production des 3,4-quinones générant des ERO et 
le plus d’adduits à l’ADN est donc un acteur important du métabolisme des œstrogènes. Il est par 
ailleurs exprimé de façon constitutive dans l’ovaire par les ovocytes (Muskhelishvili et al., 2002). 
Toutefois, l’expression et la réponse de cette enzyme aux stimuli externes varient selon l’espèce, 
l’âge, le sexe et l’organe testé (tableau 10). Dans la gonade, Cyp1b1 semble exprimé de façon 
constitutive à tout âge chez le rongeur. Cependant les composés à activité œstrogénique ont une 
influence différente : diminution de l’expression à tout âge dans le testicule, diminution également 
dans l’ovaire fœtal mais augmentation dans l’ovaire immature et adulte. Dans le foie néonatal, 
Cyp1b1 n’est pas constitutivement exprimé chez les rongeurs mais l’est chez la chèvre. Seule la 
femelle voit une induction de l’expression suite au traitement par un composé œstrogénique. Chez 
l’adulte l’expression semble constitutive dans les 2 sexes et chez les 3 espèces considérées. Toutefois 
elle n’est pas modifiée par un traitement avec un composé œstrogénique chez le mâle, 
contrairement à la femelle.  
 
B. Altérations épigénétiques 
 
Depuis son introduction par Waddington dans les années 40, la définition du terme « épigénétique » 




































Figure 33 : Établissement des marques épigénétiques. 
A : Les différentes marques épigénétiques : L’ADN peut être directement méthylé (Me) ou masqué 
par des ARN non codants. Le double brin d’ADN s’enroule autour des histones, lesquelles sont 
également concernées par les marques épigénétiques par méthylation (Me), acétylation (Ac) ou 
phosphorylation (P). 
B : Empreintes épigénétiques chez la souris femelle : Le futur individu porte d’abord des empreintes 
essentielles transmises par ses parents. Puis ces empreintes parentales sont effacées dans les cellules 
germinales primordiales afin que le nouvel individu mette progressivement en place par méthylation 




l’expression des gènes intervenant chez un organisme et l’héritabilité mitotique et méiotique de ce 
changement d’expression sans altération de la séquence d’ADN » (Holliday, 1994). Trois grands 
mécanismes épigénétiques sont connus : la méthylation de l’ADN, les modifications post-
traductionnelles des histones (acétylation, phosphorylation et méthylation) et les ARN non-codants 
(figure 33 A). Les marques épigénétiques sont de 2 types :  
• Les marques ponctuelles parsemant l’ADN : 
Ces marques confèrent à chaque type cellulaire sa spécificité et leur effacement conduit à une dé-
différenciation des cellules (pour revue, Li, 2002). Le remodelage de ces marques intervient dans de 
nombreux processus pathologiques (par exemple le cancer du poumon : Jakopovic et al., 2013; 
l’autisme : pour revue, Mbadiwe & Millis, 2013; les maladies neurodégénératives et notamment 
Alzheimer : Veerappan et al., 2013). 
Un traitement à l’œstradiol est capable de modifier des évènements épigénétiques. Ainsi, dans 
l’hypothalamus, il modifie les histones, conduisant à l’altération de l’expression des récepteurs des 
œstrogènes et de la progestérone (Gagnidze et al., 2013). Les œstrogènes modifient aussi les 
capacités de mémorisation via des mécanismes épigénétiques (Zhao et al., 2010 ; Frick et al., 2011). 
 
• Les empreintes : 
Pour la plupart des gènes, les 2 allèles portés par l’individu (1 allèle d’origine maternelle, 1 allèle 
d’origine paternelle) s’expriment. Mais il existe un petit nombre de gènes qui ne sont exprimés que 
via l’allèle maternel ou paternel. On dit que l’allèle non exprimé est soumis à empreinte. Cette 
empreinte issue de chaque parent est nécessaire au développement de l’embryon dès la fécondation 
(Surani et al., 1984). 
L’empreinte (maternelle et paternelle) s’établit précocement au cours de la vie des parents pendant 
la gamétogenèse (Surani et al., 1984) (figure 33 B). Après la fécondation, le zygote se développe et 
l’empreinte parentale s’efface par déméthylation dans les cellules germinales primordiales (Szabo & 
Mann, 1995). L’animal met ensuite en place ses propres empreintes épigénétiques pendant la 
gamétogenèse pour les transmettre à son tour. Dans l’ovocyte, ce phénomène a lieu après le stade 
pachytène, au cours du stade diplotène, pendant la transition du follicule primordial au follicule 
antral (McGee et al., 1997 ; Obata & Kono, 2002). L’empreinte s’établit progressivement sur les 
différents gènes concernés sous l’influence d’une méthyltransférase (Dnmt3) et de ses cofacteurs 
dont la concentration augmente à mesure que l’ovocyte grossit au cours de son développement 
(Anckaert et al., 2013, Lucifero et al., 2004).  
Ce processus d’empreinte est sensible aux perturbateurs endocriniens à activité œstrogénique qui 
peuvent modifier la méthylation de l’ADN et donc reprogrammer l’empreinte épigénétique (Anway 
et al., 2005 ; Allegrucci et al., 2005). Dans la gonade, une atteinte au moment de l’établissement de 
l’empreinte épigénétique (soit entre les stades « follicule primordial » et « antral ») peut dès lors être 
durable et transmissible, affectant le développement de l’embryon à venir ainsi que sa fertilité 
(Anway et al., 2005). Ainsi un traitement par du BPA administré pendant les derniers stades du 
développement folliculaire et au début de la gestation provoque chez des souris l’altération du degré 
de méthylation des gènes soumis à empreinte chez les fœtus et également dans le placenta (Susiarjo 





Figure 34 : Le système endocrinien humain féminin. 
De nombreuses fonctions sont régulées de façon endocrine. La production des hormones est assurée 















III. Les perturbateurs endocriniens 
1. LE SYSTÈME ENDOCRINIEN ET SES PERTURBATEURS 
Le système endocrinien d’un individu (figure 34) est composé d’un ensemble de glandes (ou organes 
mixtes possédant une activité sécrétrice) sécrétant dans la circulation sanguine systémique des 
hormones, messagers chimiques capables de moduler l’activité et la fonction de divers organes. Les 
rôles des hormones sont extrêmement variés, allant de la gestion du rythme nycthéméral (glande 
pinéale ou épiphyse) à la stimulation du système immunitaire (thymus) en passant par la régulation 
du métabolisme (thyroïde, foie, pancréas), de la pression sanguine et de l’homéostasie (foie, rein), de 
la fonction digestive (estomac) et bien sûr la fonction de reproduction. La régulation de la fonction 
ovarienne et reproductive est assurée grâce à la collaboration de 3 sites présentés sur la figure : le 
cerveau (1), les glandes surrénales (7) et le tractus génital féminin (9). Ce dernier comprend bien sûr 
les ovaires mais aussi l’utérus et le placenta, dotés d’activités endocrines pendant la grossesse. Chez 
l’homme, les organes reproducteurs à fonction endocrine sont les testicules. Ils assurent la 
production d’androgènes, inhibines et activines sous la dépendance de l’axe hypothalamo-
hypophysaire.  
Les hormones, libérées dans le flux sanguin, atteignent leurs organes-cibles où elles agissent en se 
fixant sur leurs récepteurs spécifiques. Certaines molécules exogènes pénétrant dans l’organisme ont 
la capacité d’interférer dans l’équilibre hormonal des individus, agissant alors comme des 
perturbateurs endocriniens. En 1996, suite à l’organisation d’un colloque par l’Agence Américaine de 
Protection de l’Environnement (United States Environmental Protection Agency), une définition de 
ces perturbateurs endocriniens est proposée : « un agent exogène interférant avec la sécrétion, le 
transport, le métabolisme, la fixation, l’action ou l’élimination des hormones naturelles responsables 
au sein d’un organisme de l’homéostasie et la régulation de processus de développement » (Kavlock 
et al., 1996). Afin de la rendre transposable dans un cadre réglementaire, cette définition a été 
revue : « un perturbateur endocrinien est une substance exogène ou un mélange de substances qui 
altère la fonction du système endocrine, causant des effets délétères à un organisme intact, ses 
descendants ou sous-populations ». 
2. HISTORIQUE  
Les premières observations de perturbations des fonctions endocrines remontent aux années 40, 
bien avant que le terme même de perturbateur endocrinien ne soit adopté et généralisé. En 1946, 
Bennetts et ses collaborateurs observent des problèmes d’infertilité et de chaleur persistantes chez 
des brebis et font le lien avec leur alimentation très riche en trèfle, importante source d’isoflavones 
(Bennetts et al., 1946). Ce n’est que quelques années plus tard que le caractère œstrogénique des 
isoflavones sera découvert et identifié comme étant la cause des dysfonctionnements de la fonction 
de reproduction constatés chez les espèces d’élevage laissées au pré (pour revue, Samuel, 1967).  
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Ces observations sont liées à des substances naturellement présentes dans notre environnement. 
Mais l’essor de l’industrie a multiplié les sources de contaminants actifs sur le système hormonal. 
Ainsi en 1950, Burlington & Lindeman rapportent les effets « féminisants » du DDT (dichloro-
diphényl-trichloroéthane), un pesticide, sur des coqs. Exposés expérimentalement à cette substance, 
les coqs développaient des caractères sexuels secondaires réduits et leurs testicules, dont la 
structure tissulaire présentait une complète désorganisation, étaient cinq fois plus petits que ceux 
des animaux témoins (Burlington & Lindeman, 1950). Là encore, le potentiel œstrogénique du DDT 
est mis en cause. Puis les observations de la faune sauvage soumise à des pollutions 
environnementales accidentelles d’origine anthropique se multiplient. Au Canada, la présence de 
DDT et PCB (polychlorobiphényles) sur les sites de nidification de fous de bassan a induit la 
diminution du nombre d’œufs fécondés et l’amincissement de leurs coquilles. Ces effets délétères 
disparurent suite aux restrictions d’utilisation du DDT et des PCB (Elliott et al., 1988). En 1994, une 
équipe de Floride relève des anomalies du développement chez des alligators vivant dans un lac à 
proximité d’un site de stockage de déchets chimiques (et notamment de DDT). Ainsi les femelles 
présentaient une augmentation de leurs niveaux d’E2 circulants et des anomalies ovariennes (MOF et 
ovocytes polynucléés). Les taux de testostérone chez les mâles étaient anormalement bas, leur tissu 
testiculaire désorganisé et la taille de leur pénis fortement réduite (Guillette et al., 1994). Des 
anomalies furent également constatées chez des huitres de la baie d’Arcachon (Alzieu et al., 1986) 
puis chez des gastéropodes marins accidentellement exposés au TBT (tributhylétain), substance 
utilisée comme revêtement protecteur sur les coques de bateaux. Les femelles développaient des 
caractères sexuels mâles, phénomène connu sous le nom d’imposex, à cause des effets 
androgéniques du TBT provoqués par l’inhibition de l’aromatase (Folsvik et al., 1999). 
Mais le système reproducteur n’est pas le seul touché par les perturbateurs endocriniens. Ainsi la 
présence d’une pollution aux PCB sur les sites de reproduction des phoques gris de la mer Baltique a 
induit chez eux, en plus de malformations utérines, des malformations osseuses et une altération de 
la fonction thyroïdienne (pour revue, Jenssen, 1996). 
L’espèce humaine n’est pas épargnée par les perturbateurs endocriniens. Dans les années 70 éclate 
le scandale du diethylstilbestrol (DES). Le DES, œstrogène de synthèse produit pour la première fois 
en 1938, était à l’origine utilisé dans le traitement de certaines maladies sexuellement transmissibles 
et comme hormone de remplacement pour traiter les symptômes liés à la ménopause ou les cancers 
prostatiques métastatiques. Dans les années 40, il a commencé à être prescrit, aux États-Unis et dans 
plusieurs pays européens, dans le cadre de grossesses à risques pour prévenir les avortements 
spontanés (Karnaky, 1951). Dès 1953, l’efficacité de ce traitement est fortement remise en question 
(Dieckmann et al., 1953) mais les prescriptions se poursuivent. En 1971, une étude établi un lien de 
cause à effet entre la prise de DES au cours de la grossesse et la survenue très précoce (autour de 20 
ans) chez les jeunes filles nées de ces grossesses d’un cancer rare : l’adénocarcinome vaginal (Herbst 
et al., 1971). Suite à ces révélations, la Food and Drug Administration (FDA, équivalent américain de 
l’Agence Nationale de Sécurité du Médicament et des produits de santé française) déclare la 
prescription de DES contre-indiquée chez la femme enceinte. Le cancer vaginal n’est pas la seule 
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conséquence de l’exposition au DES in utero : la survenue de puberté précoce (pour revue, Roy et al., 
2009), l’augmentation de l’incidence du SOPK (pour revue, Crain et al., 2008) et même l’infertilité 
(Palmer et al., 2001) ont été corrélées au potentiel œstrogénique de cette molécule. D’autres 
perturbateurs endocriniens possédant les mêmes propriétés œstrogéniques (DDT, PCB, BPA) sont 
également impliquées dans la survenue de diverses perturbations de la fonction reproductive (pour 
revue, Roy et al., 2009; Crain et al., 2008). 
 
3. TYPES DE MOLÉCULES ET VOIES D’EXPOSITION 
Les perturbateurs endocriniens à activité œstrogénique peuvent être classés selon leur origine :  
• Anthropique  
o Volontaires 
Certains perturbateurs endocriniens ont été synthétisés précisément dans le but de moduler des 
fonctions endocrines. C’est le cas du DES, des anti-cancéreux utilisés dans le traitement de cancers 
hormono-dépendants (tamoxifène, raloxifène) ou des contraceptifs / abortifs (EE, RU486).  
 
o Involontaires 
Beaucoup sont issus de l’industrie et sont synthétisés pour leurs propriétés tout autres que d’ordre 
endocrine. C’est le cas de nombreux pesticides (DDT, dieldrine, TBT, méthoxychlore, chlordécone…), 
de sous-produits intervenant dans les chaines de synthèse (TCDD), de plastifiants (BPA, phtalates), de 
conservateurs dans les aliments ou cosmétiques (parabènes), de produits dérivés du pétrole utilisés à 
des fins énergétiques (huiles), d’isolants électriques (PCB), de métaux lourds (mercure, plomb, 
cadmium, cuivre) ou encore de retardateurs de flammes (PBDE). Leurs effets sont d’autant plus 
importants que ces substances sont souvent extrêmement stables, persistantes dans 
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Figure 35 : Différentes voies d’absorption des xénobiotiques. 
Un individu peut être exposé de multiples façons aux xénobiotiques. Il peut notamment être exposé 
de façon indirecte in utero pendant son développement.  
HAP : hydrocarbures aromatiques polycycliques 









Les phytohormones sont des substances produites par les plantes mais capables d’interférer dans le 
système endocrinien d’autres espèces. C’est le cas par exemple de la génistéine et daidzéine du soja, 
de la biochanine A du trèfle ou de la réglisse.  
 
o Mycohormones 
Les mycohormones sont des types particuliers de toxines produites par des champignons. La plus 
connue est la zéaralénone, produite par la famille des Fusarium qui se développent sur les graines de 
céréales et peuvent ainsi par exemple contaminer le pain. 
 
o Produits de combustion  
Les Hydrocarbures Aromatiques Polycycliques (HAP, exemple : benzo(a)pyrène) sont produits 
notamment pendant les feux de forêts ou les éruptions volcaniques. Les HAP peuvent aussi dériver 
de processus anthropiques tels que l’incinération des déchets. Les particules issues de la combustion 
de carburant (diesel) entrent également dans cette catégorie. 
 
Un organisme peut être soumis de plusieurs façons à ces divers perturbateurs endocriniens (figure 
35) soit de façon directe, soit de façon indirecte in utero. Les voies d’absorption parentérale et 
respiratoire sont anecdotiques en ce qui concerne les perturbateurs endocriniens. Il convient 
toutefois de rappeler que le BPA et les phtalates sont d’importants composants des tubulures et 
poches de perfusion, matériel fréquemment utilisé dans les unités de soins néonataux, faisant des 
nourrissons concernés des cibles pour ces perturbateurs endocriniens (pour revue, Sattler et al., 
2012 ; Duty et al., 2013). Les voies majoritaires sont les voies orales et cutanées. Les phytohormones 
et mycohormones sont ingérées avec notre alimentation, tout comme les pesticides présents sur les 
fruits et légumes (Bouvier et al., 2005; Guldner et al., 2010; Benbrook, 2002). C’est également le cas 
des HAP, très présents dans les légumes et la viande (mais peu dans l’eau à cause de leur faible 
hydrosolubilité) (Hattemer-Frey & Travis, 1991). L’exposition à des métaux lourds par ingestion de 
fruits, légumes, poissons et fruits de mer contaminés a fait l’objet d’études épidémiologiques. Par 
exemple l’absorption de cadmium, dont les propriétés œstrogéniques ont été expérimentalement 
démontrées (Johnson et al., 2003), a été corrélée à une augmentation de l’incidence du cancer du 
sein (Julin et al., 2012). Le conditionnement des aliments est également une importante source de 
contamination par les perturbateurs endocriniens. En effet, le BPA et les phtalates sont utilisés dans 
les cannettes, boites de conserve, emballages en plastique ou biberons et sont capables de passer 
dans la boisson ou l’aliment qu’ils emballent (pour revue, Turner & Sharpe, 1997; Howdeshell et al., 
2003) exposant ainsi le consommateur. Les eaux de boisson sont également à l’origine de 
contaminations. En effet, les boissons conservées dans des récipients en plastique ou des cannettes 
peuvent contenir des perturbateurs endocriniens au même titre que les aliments emballés. 
L’absorption cutanée a lieu majoritairement via l’usage de cosmétiques. Il a en effet été démontré 
que l’utilisation de shampoing contenant des composés à activité œstrogénique induisait le 





(Tiwary, 1998). Par ailleurs, certains ingrédients contenus dans les crèmes solaires ont fait la preuve 
de leur capacité à induire des modifications du système endocrinien (Schlumpf et al., 2001). C’est 
également le cas des parabènes, utilisés comme conservateurs dans de nombreux cosmétiques 
(Chen et al., 2007a). 
4. MODE D’ACTION 
Quand les perturbateurs endocriniens sont entrés dans l’organisme, ils passent dans la circulation 
systémique et leur action est liée à la présence de récepteurs sur les tissus cibles. Il était couramment 
admis que le potentiel toxique d’une molécule était lié à son affinité pour un type spécifique de 
récepteur (perturbateurs endocriniens à activité œstrogénique et récepteurs des œstrogènes, 
perturbateurs endocriniens à activité androgénique et anti-androgénique et récepteur des 
androgènes, etc…). Toutefois il apparait désormais que la toxicité de ces molécules s’exerce de façon 
plus complexe. Les perturbateurs endocriniens exercent leur faculté d’agonisme ou antagonisme sur 
un ou plusieurs récepteurs, par exemple un perturbateur endocrinien œstrogénique agit comme un 
agoniste des récepteurs des œstrogènes et un antagoniste des récepteurs des androgènes. C’est le 
cas de certaines particules issues de la combustion du diesel (Taneda et al., 2004). Ils peuvent 
également stimuler l’expression de ces récepteurs, moduler l’expression des facteurs de 
transcription nécessaires à la liaison aux ERE (voir section « œstrogènes », figure 26, page 82), 
modifier la dynamique de synthèse / dégradation des récepteurs en inhibant la dégradation de ces 
récepteurs par le protéasome (induisant ainsi une hyperstimulation de la cellule), augmenter 
l’activité du récepteur en activant les cascades de réactions (via les kinases) ou en empêchant la 
fixation d’histones sur l’ADN, le rendant ainsi accessible et disponible pour la transcription (pour 
revue, Tabb & Blumberg, 2006). 
5. ORIGINE PÉRINATALE DES PATHOLOGIES DE L’ADULTE 
La découverte des conséquences de la prise de DES et d’autres études concernant les agents 
tératogènes connus chez l’homme ont conduit à la formulation d’une hypothèse de « période 
critique de sensibilité » du fœtus au cours du développement. En effet, les agents tératogènes, 
souvent d’origine infectieuse (virus de la rubéole ou toxoplasme) ou médicamenteuse, causent des 
malformations ou dysfonctionnements chez les fœtus ayant été exposés in utero. Ainsi la 
thalidomide, utilisée comme anti-nauséeux pendant les années 50, induisait des malformations des 
membres chez les fœtus exposés. Les dommages les plus importants apparaissaient suite à une 
exposition entre 27 et 43 jours de grossesse, période critique durant laquelle la sensibilité du fœtus à 
cette molécule était maximale (pour revue, Monie, 1963). Par ailleurs, le rôle essentiel des hormones 
pendant la vie embryonnaire est également un aspect bien connu du développement et a fait l’objet 
de nombreuses études. On peut ainsi citer les travaux de Jost qui établit en 1972 que la sécrétion de 
l’AMH au cours d’une « fenêtre temporelle précise » du développement fœtal induit la 
différenciation mâle du tractus génital mais aussi que les facteurs testiculaires induisent la 
différenciation mâle du cerveau, ceci n’étant perceptible que bien longtemps après, chez l’animal 
adulte (Jost, 1972). Ces notions de « période critique de sensibilité » et de « nécessité de signaux 
hormonaux » chez le fœtus ont conduit à la formulation du concept de « programmation » précoce  
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Effet Ratte Souris 
Œstrogènes « naturels »  (GEN, 
ZEA, DAI) 
Puberté avancée 2; 23; 24 35 
Cyclicité irrégulière 2; 39   
Œstrus allongé   34; 35 







Ester d'œstradiol  (EV, EC, EB) 
  
Puberté avancée 1; 2; 9; 24; 43; 46    
Cyclicité irrégulière 1; 45   
Œstrus allongé / permanent 2; 39; 42; 46   
Acyclicité 9   
Infertilité 46   







Œstrogène de synthèse (faible) 
BPA 
  
Puberté avancée 17 29; 34 
Cyclicité irrégulière 17 34 
Subfertilité 49 4 







Œstrogène de synthèse (fort)     
DES 
  
Puberté avancée 21; 30; 36; 54 35 
Cyclicité irrégulière 21; 30; 36  35 
Subfertilité / infertilité 36; 49 4; 27; 32 
Inhibition des comportements sexuels 10   
 
 Tableau 11 : Exposition périnatale à des composés à activité œstrogénique et conséquences sur la 
cyclicité et la fertilité chez la ratte et la souris. 
 
1 : Adewale et al., 2009
 
20 : Kouki et al., 2003
 
39 : Patisaul et al., 2009
 
2 : Bateman & Patisaul, 2008
 
21 : Kubo et al., 2003
 
40 : Pepling et al., 2010  
3 : Branham et al., 1988
 
22 : Lenie et al., 2008
 
41 : Peretz et al., 2011
 
4 : Cabaton et al., 2011
 
23 : Lewis et al., 2003
 
42 : Peretz et al., 2012
 
5 : Cao et al., 2012
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6 : Chao et al., 2012
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9 : Cruz et al., 2012
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30 : Nass et al., 1984
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12 : Iguchi et al., 1986
 
31 : Navarro et al., 2009
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13 : Ikeda et al., 2002
 
32 : Newbold et al., 1998
 
51 : Xi et al., 2011
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33 : Newbold et al., 2009
 
52 : Xu et al., 2002
 
15 : Jefferson et al., 2006
 
34 : Nikaido et al., 2004
 
53 : Yamamoto et al., 2003
 
16 : Karavan & Pepling, 2012
 
35 : Nikaido et al., 2005
 
54 : Yoshida et al., 2011
 
17 : Kato et al., 2003
 
36 : Ohta et al., 2012
 
55 : Zhang et al., 2012b
 
18 : Kipp et al., 2007
 
37 : Orisaka et al., 2009
 
19 : Kirigaya et al., 2006
 





dont les effets perdurent à long terme (Lucas, 1991) : « early stimulus or insult at a sensitive period, 
resulting in long-term consequences for function ». Deux ans plus tard, alertée par l’augmentation de 
l’incidence des cancers testiculaires, de l’hypospadias (défaut de fermeture de l’urètre) et de la 
cryptorchidie (défaut de descente testiculaire), ainsi que par le déclin de la qualité spermatique, une 
équipe danoise fait l’hypothèse que ces dérèglements de la fonction reproductrice masculine 
seraient toutes liées entre elles et seraient les différents symptômes d’un syndrome qu’elle nomme 
« Syndrome de Dysgénésie Testiculaire » (SDT). Ce SDT serait dû à l’influence conjointe d’altérations 
génétiques et de facteurs environnementaux (dont les perturbateurs endocriniens à activité 
œstrogéniques) et trouverait son origine pendant une période critique de sensibilité du fœtus 
(Sharpe & Skakkebaek, 1993). Puis ce concept est repris et appliqué à la survenue du SOPK, 
impliquant non seulement la gonade mais aussi tout l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique 
(Davies & Norman, 2002). 
6. DYSFONCTIONNEMENTS REPRODUCTIFS ET ŒSTROGÈNES  
A. Conséquences d’une exposition néonatale aux PEO sur les capacités de reproduction 
Basées sur ce concept de programmation et d’origine précoce des troubles de l’adulte, de 
nombreuses études ont été menées sur des modèles de rongeurs (rats / souris) pour évaluer les 
effets des œstrogènes administrés en période périnatale sur la fonction de reproduction femelle et 
divers paramètres liés à cette fonction. Le tableau 11 synthétise les effets sur la puberté, la cyclicité 
et la fertilité d’une courte exposition aux œstrogènes par injection (entre 1 et 8 jours) au cours de la 
gestation ou pendant la première semaine post-natale. Les résultats sont présentés par catégories 
d’œstrogènes : les œstrogènes dits « naturels » que l’on rencontre dans notre alimentation et les 
œstrogènes de synthèse. Ceux-ci sont divisés en 3 groupes : les esters d’œstradiol qui sont des 
dérivés du 17β-œstradiol (Estradiol Valerate, Estradiol Benzoate, Estradiol Cypionate), le BPA qui est 
un œstrogène de synthèse dit « faible » (car son affinité pour les récepteurs des œstrogènes ERα et 
ERβ est 2000 fois plus faible que le 17β-œstradiol endogène) et le DES, un œstrogène « fort » (car 
son affinité pour les récepteurs des œstrogènes est 5 fois supérieure à celle du 17β-œstradiol) 
(Kuiper et al., 1997). Toutes les molécules testées induisent des irrégularités du cycle, chez la ratte 
comme la souris. Les altérations de la fertilité dépendent du type de molécule incriminé. Les 
œstrogènes « forts » induisent une infertilité (esters d’œstradiol, DES), les « faibles » (BPA, 
œstrogènes naturels) induisent plutôt une subfertilité. Ceci dépend de la dose et de la durée 
d’exposition. Les mécanismes conduisant à l’infertilité sont également variables. Elle peut résulter 
d’une absence de conception (chez les femelles acycliques / anovulatoires) (Cruz et al., 2012; 
Sotomayor-Zarate et al., 2008) ou d’une incapacité à mener une gestation à terme, comme c’est le 
cas chez des souris femelles exposées à la génistéine (Jefferson et al., 2005). Des modifications du 
comportement sexuel ont également été rapportées chez la ratte : une augmentation chez les 
animaux traités avec des œstrogènes « naturels » et une inhibition chez les animaux traités avec des 
œstrogènes plus forts. Deux études ne rapportent aucun effet sur la puberté et la cyclicité après une 
exposition au BPA. Mais dans l’une, le traitement des animaux n’a été initié qu’à 14 jpn, hors de la 
fenêtre critique de sensibilité de l’organisme (Nikaido et al., 2005). Dans l’autre, si la cyclicité est 
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RAT   SOURIS RAT        SOURIS RAT         SOURIS RAT                 SOURIS RAT            SOURIS
MOF 24        14 12; 18 24                19 44 12; 18; 19
↘ Fragmentation 
cordons
7; 14;  
15
7; 40 16 44                    16; 55 44 16
↘ Ovo. totaux 15 (↗) 40 (↗) 46*; 47* 16 (↗) 18
↘ Foll. 
primordiaux
7 7 44; 53 6; 55







↗ Expression ER 14 13 6
↗ Kystes 17 45; 47 17
↗ Foll.atrétiques 9; 46; 47       42 53; 54




↗ E2: 51 ↘T : 53
↘ inh : 18↘ E2, E1, T, P4: 41 ↘ E2: 21




18 8; 43 17 (↗)                  29 3; 36            18





Tableau 12 : Exposition périnatale à des composés à activité œstrogénique et conséquences sur 
l’ovaire chez la ratte et la souris. 
Ovo : ovocytes ; Foll. : follicules.   
Partie supérieure du tableau: les observations ont été réalisées chez l’animal néonatal ou immature 
(MOF) sauf indication contraire (* : observation chez l’animal adulte) 
Partie inférieure : les observations ont été réalisées chez l’animal adulte [sauf 18 (19 jpn) ; 29  et 53 
(péripubertaires)] 
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23 : Lewis et al., 2003
 
42 : Peretz et al., 2012
 
5 : Cao et al., 2012
 
24 : Losa et al., 2011
 
43 : Pinilla et al., 2002
 
6 : Chao et al., 2012
 
25 : Marzona et al., 2001 44 : Rodriguez et al., 2010
 
7 : Chen et al., 2007b
 
26 : Matagne et al., 2004
 
45 : Shiorta et al., 2012
 
8 : Choi et al., 2001
 
27 : McLachlan et al., 1982
 
46 : Sotomayor-Zarate et al., 2008
 
9 : Cruz et al., 2012
 
28 : Monje et al., 2007 47 : Sotomayor-Zarate et al., 2011
 
10 : Csaba et al., 1986
 
29 : Nah et al., 2011
 
48 : Susiarjo et al., 2007
 
11 : Hiyama et al., 2011
 
30 : Nass et al., 1984
 
49 : Varayoud et al., 2011
 
12 : Iguchi et al., 1986
 
31 : Navarro et al., 2009
 
50 : Williams et al., 1989
 
13 : Ikeda et al., 2002
 
32 : Newbold et al., 1998
 
51 : Xi et al., 2011
 
14 : Jefferson et al., 2002
 
33 : Newbold et al., 2009
 
52 : Xu et al., 2002
 
15 : Jefferson et al., 2006
 
34 : Nikaido et al., 2004
 
53 : Yamamoto et al., 2003
 
16 : Karavan & Pepling, 2012
 
35 : Nikaido et al., 2005
 
54 : Yoshida et al., 2011
 
17 : Kato et al., 2003
 
36 : Ohta et al., 2012
 
55 : Zhang et al., 2012b
 
18 : Kipp et al., 2007
 
37 : Orisaka et al., 2009
 
19 : Kirigaya et al., 2006
 





Chez les primates, le DES administré en période péri-pubertaire induit également l’avancement de la 
puberté et des troubles de la cyclicité (Golub et al., 2003). Des études épidémiologiques rapportent 
également l’avancée de la puberté en lien avec l’exposition à des PEO de synthèse (Roy et al., 2009, 
Crain et al., 2008) ou naturels (zéaralénone, Bandera et al., 2011). Ces dysfonctionnements 
reproductifs peuvent trouver leur origine soit dans une atteinte ovarienne soit dans une atteinte 
centrale de l’hypophyse ou de l’hypothalamus. 
B. Conséquences d’une exposition néonatale aux PEO sur l’ovaire 
 
L’ovaire peut être directement touché par l’exposition à des perturbateurs endocriniens à activité 
œstrogénique. Les atteintes ovariennes sont présentées dans le tableau 12 avec leurs références. En 
effet, la période couvrant les premiers jours après la naissance est critique pour l’histogenèse 
folliculaire et de multiples études chez les rongeurs décrivent une inhibition de la fragmentation des 
cordons ovariens lors de la formation des follicules, conduisant à la présence dans l’ovaire de petits 
amas d’ovocytes n’appartenant pas à des follicules correctement formés (voir dans le tableau 
références 7, 12, 14, 15, 16, 18, 19, 24, 44). Les MOF qui peuvent résulter de ces anomalies de 
fragmentations sont généralement des structures transitoires éliminées chez les rongeurs plus ou 
moins rapidement avant la puberté. En revanche, la persistance de MOF à l’âge adulte a été 
observée dans les ovaires de macaques exposées in utero à des doses de BPA cohérentes avec les 
expositions humaines (Hunt et al., 2012). La survie des ovocytes est également affectée par un 
traitement néonatal avec un PEO. Bien que deux études sur la souris exposée au BPA (Chen et al., 
2007b ; Xi et al., 2011), et une étude sur le DES et le BPA chez le rat (Rodriguez et al., 2010) ne 
rapportent pas d’effet sur le nombre d’ovocytes, chez les souris traitées les ovaires contiennent 
généralement plus d’ovocytes (voir références 15, 16, 40). Karavan & Pepling (2012) et Jefferson 
(2006) constatent que la survie ovocytaire dans leur modèle est liée à une réduction de l’apoptose 
qui touche les cellules germinales au cours de la formation des follicules, observation concordante 
avec celle de Marzona et al., 2001. Chez la ratte il semblerait que les PEO induisent une baisse du 
nombre d’ovocytes (voir références 18, 46, 47). Toutefois, certaines études menées sur l’ovaire et ses 
follicules sous l’influence des PEO n’ont pas évalué la survie des cellules germinales mais le stade de 
développement des follicules au sein desquels elles sont incluses (Kezele & Skinner, 2003; Yamamoto 
et al., 2003).  
Le devenir des follicules est influencé par l’exposition néonatale aux PEO : le BPA (Karavan & Pepling, 
2012, Zhang et al., 2012b), DES (Karavan & Pepling, 2012; Kim et al., 2009), EE (Karavan & Pepling, 
2012) et E2 (Karavan & Pepling, 2012, Kezele & Skinner, 2003) ralentissent la transition du stade 
primordial au stade primaire, voire du stade primaire au stade secondaire, affectant ainsi la 
dynamique de sortie de quiescence et de recrutement folliculaire. À 8 jpn, les ovaires de rattes 
traitées avec des parabènes contiennent plus de follicules primordiaux et moins de primaires, 
indiquant là aussi une baisse de l’entrée en croissance (Ahn et al., 2012). Ceci est confirmé par la 
diminution de l’expression de Foxl2 (Ahn et al., 2012) impliqué dans la transition du follicule 
primordial vers le stade primaire (Uhlenhaut & Treier, 2006). Toutefois, d’autres études (Rodriguez et 
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al., 2010, Yamamoto et al., 2003, Chao et al., 2012) rapportent au contraire une transition du stade 
primordial au stade primaire accélérée.  
Dans cette dernière étude, la transition au stade primaire a lieu en dépit de l’immaturité méiotique 
des ovocytes. Au contraire, l’arrêt de la progression méiotique entraine l’inhibition de la 
fragmentation des cordons puis de la transition vers le stade primaire dans les ovocytes de souris 
exposées in utero au BPA (Zhang et al., 2012b). L’arrêt méiotique pourrait être un mécanisme de 
protection de l’ovocyte contre les anomalies de ségrégation des chromosomes (Eichenlaub-Ritter et 
al., 2008). Des anomalies méiotiques suite à l’exposition périnatale à du BPA ont en effet été 
rapportées à plusieurs reprises chez la souris (Lenie et al., 2008; Susiarjo et al., 2007), chez le 
macaque exposé in utero (Hunt et al., 2012) et dans l’espèce humaine sur des ovaires fœtaux en 
culture (Brieno-Enriquez et al., 2011; Brieno-Enriquez et al., 2012). Le cycle cellulaire est modifié par 
le BPA, notamment au moment de l’entrée en phase de réplication de l’ADN et lors de l’entrée en 
mitose (voir références 42 et 52). Des modifications du profil d’expression de gènes impliqués dans la 
mitose et la méiose ont également été constatées dans les ovaires de souris exposées in utero à du 
BPA, contribuant probablement à la réduction du nombre d’ovocytes totaux (Lawson et al., 2011). 
Les œstrogènes sont connus pour augmenter l’expression de leurs propres récepteurs dans 
différents tissus. Ainsi chez les souris femelles cyclées, quand l’œstradiol circulant augmente, 
l’expression des récepteurs augmente dans l’utérus. Chez les femelles ovariectomisées, un 
traitement avec des œstrogènes à des doses physiologiques induit la même augmentation 
contrairement aux doses supra-physiologiques (Bergman et al., 1992). Chez les animaux traités 
précocement avec différents types d’œstrogènes (et notamment le BPA), on observe aussi 
l’augmentation de l’expression de ces récepteurs, mais cette hausse est transitoire : elle ne persiste 
pas jusqu’à l’âge adulte (Jefferson et al., 2002). Elle peut toutefois accroitre la sensibilité de l’ovaire 
au traitement. 
Chez l’animal adulte, l’exposition néonatale aux PEO peut induire la survenue de follicules dépourvus 
de cellule germinale, des kystes pleins formés de cellules somatiques (voir références 17, 45, 47). La 
proportion de follicules en croissance atrétiques est également augmentée (voir références 9, 25, 46, 
47, 53, 54). Le nombre de corps jaunes présents dans les ovaires des femelles traitées est réduit 
(voire nul), traduisant un défaut d’ovulation (voir références tableau 12 : 1 ; 9 ; 17 ; 20 ; 34 ; 50 ; 45 ; 
46 ; 49). Ces corps jaunes étant la source principale de progestérone, les taux circulants de cette 
hormone ovarienne sont réduits (Peretz et al., 2011). Peu d’informations sont disponibles sur la 
production d’hormones ovariennes après un traitement périnatal avec des PEO. La testostérone 
(références 41, 53) et l’inhibine (référence 18) semblent également en baisse. Les taux d’œstradiol en 
revanche sont plus contradictoires : stable chez le rat traité avec de l’EV ou en hausse chez la souris 
traitées avec du BPA (références 9 et 51, respectivement) mais en baisse chez d’autres souris traitées 
au BPA et des rattes traitées au DES (références 41 et 21, respectivement). L’étude rapportant une 
sécrétion stable de E2 (Cruz et al., 2012) est basée sur un modèle d’ovaire en culture stimulé par de 
l’hCG et il est possible que cette stimulation compense la réduction du nombre de follicules antraux 
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(producteurs d’œstradiol) présents dans les ovaires. Le modèle utilisé au cours de l’étude rapportant 
une augmentation de la production d’E2 (Xi et al., 2011) est une souris exposée au BPA depuis sa 
conception jusqu’à son sacrifice. La chronicité de l’exposition, certes couvrant la période néonatale 
qui fait l’objet de cette thèse, induit des effets différents de l’exposition aigüe ou sub-aigüe (moins 
de 2 semaines) et rend impossible l’étude de la persistance ou non des dommages causés par une 
exposition plus courte lors d’une période critique de sensibilité. Un modèle similaire (ratte exposée 
de façon chronique) a été utilisé dans l’étude rapportant une baisse de la sécrétion d’E2 (Kubo et al., 
2003). La baisse de la production d’E2 par les ovaires de souris exposées à du BPA (Peretz et al., 
2011) est à considérer avec prudence car il s’agit d’un modèle de culture organotypique d’ovaire pré-
pubère. Il semble donc évident que le traitement par une hormone ou xénohormone affecte la 
production endogène d’hormones ovariennes mais ce point est assez peu documenté. L’expression 
de plusieurs enzymes de la stéroïdogenèse est cependant affectée (observation le lendemain du 
traitement : Ahn et al., 2012; altérations persistantes à l’âge adulte : Ikeda et al., 2001; Xi et al., 
2011).  
Le poids de l’ovaire à l’âge adulte est souvent réduit par l’exposition précoce aux PEO (références 3, 
8, 18, 29, 36, 43), tout comme le volume (références 1, 11, 54), probablement à cause de la déplétion 
folliculaire plus importante chez les animaux traités. Toutefois, le poids peut aussi augmenter 
(référence 17), peut-être à cause de la densité du tissu fibreux qui se développe dans l’organe à 
mesure que la réserve folliculaire diminue. Une étude (référence 25) rapporte l’augmentation du 
volume ovarien à 5 jpn après un traitement à l’EV. Le dernier critère observé et rapporté dans le 
tableau 12 est l’aspect polykystique des ovaires. Ceci est décrit chez les rongeurs (références 9, 46) 
mais aussi chez les macaques traités au DES (Golub et al., 2003). 
 
C. Conséquences d’une exposition néonatale aux PEO sur l’hypophyse et l’hypothalamus 
 
L’ovaire appartient à l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique et collabore avec l’hypothalamus et 
l’hypophyse qui peuvent également être la cible des PEO (tableau 13 A et B, avec références 
correspondantes). La période périnatale correspond là encore à une période critique de sensibilité 
aux composés œstrogéniques puisque c’est à ce moment que se met en place la « différenciation 
sexuelle » du cerveau. En effet, les récepteurs des gonadotropines se développent sur l’ovaire 
(Peluso et al., 1976) pendant que l’hypophyse commence à sécréter des gonadotropines. Une 
perturbation de ce contexte endocrine fragile par l’injection d’EB le jour de la naissance inhibe les 
sécrétions de gonadotropines, induisant à l’âge adulte une atrophie ovarienne et la réduction de la 
FSH circulante (Pinilla et al., 1993). La plupart des études concernant l’hypothalamus (A) et 
l’hypophyse (B) ont été menées chez le rat.  
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Tableau 13 : Exposition périnatale à des composés à activité œstrogénique et conséquences sur 
l’hypothalamus (A) et l’hypophyse (B).   
Les données présentées ont été collectées chez la ratte (sauf indication contraire). 
1 : Adewale et al., 2009
 
20 : Kouki et al., 2003
 
39 : Patisaul et al., 2009
 
2 : Bateman & Patisaul, 2008
 
21 : Kubo et al., 2003
 
40 : Pepling et al., 2010  
3 : Branham et al., 1988
 
22 : Lenie et al., 2008
 
41 : Peretz et al., 2011
 
4 : Cabaton et al., 2011
 
23 : Lewis et al., 2003
 
42 : Peretz et al., 2012
 
5 : Cao et al., 2012
 
24 : Losa et al., 2011
 
43 : Pinilla et al., 2002
 
6 : Chao et al., 2012
 
25 : Marzona et al., 2001 44 : Rodriguez et al., 2010
 
7 : Chen et al., 2007b
 
26 : Matagne et al., 2004
 
45 : Shiorta et al., 2012
 
8 : Choi et al., 2001
 
27 : McLachlan et al., 1982
 
46 : Sotomayor-Zarate et al., 2008
 
9 : Cruz et al., 2012
 
28 : Monje et al., 2007  47 : Sotomayor-Zarate et al., 2011
 
10 : Csaba et al., 1986
 
29 : Nah et al., 2011
 
48 : Susiarjo et al., 2007
 
11 : Hiyama et al., 2011
 
30 : Nass et al., 1984
 
49 : Varayoud et al., 2011
 
12 : Iguchi et al., 1986
 
31 : Navarro et al., 2009
 
50 : Williams et al., 1989
 
13 : Ikeda et al., 2002
 
32 : Newbold et al., 1998
 
51 : Xi et al., 2011
 
14 : Jefferson et al., 2002
 
33 : Newbold et al., 2009
 
52 : Xu et al., 2002
 
15 : Jefferson et al., 2006
 
34 : Nikaido et al., 2004
 
53 : Yamamoto et al., 2003
 
16 : Karavan & Pepling, 2012
 
35 : Nikaido et al., 2005
 
54 : Yoshida et al., 2011
 
17 : Kato et al., 2003
 
36 : Ohta et al., 2012
 
55 : Zhang et al., 2012b
 
18 : Kipp et al., 2007
 
37 : Orisaka et al., 2009
 
19 : Kirigaya et al., 2006
 
38 : Patisaul et al., 2006
 
Effets Références
Œstrogènes « naturels » 
(GEN, ZEA, DAI)
↘ nombre de neurones kiss 2; 24 (effet transitoire)
Expression des récepteurs des œstrogènes pas d'effet : 38
Ester d'œstradiol 
(EV,EC,EB,EE)
↘ nombre de neurones kiss 2; 5; 24; 31; 39
↗ expression des neurotransmetteurs (sauf GABA) 47
Expression des récepteurs des œstrogènes ↘ ARNm : 37
Œstrogène de synthèse 
(faible)  BPA
↘ nombre de neurones kiss
pas d'effet : 5; 39
↘ (dose forte): 31; 39
Expression des récepteurs des œstrogènes 
↗ (à 21 jpn): 28
pas d'effet : 38
Œstrogène de synthèse 
(fort)  DES
↘ nombre de neurones kiss Pas d’information
Expression des récepteurs des œstrogènes ↗ (à 21 jpn) : 28




Expression des hormones hypophysaires
↘ FSH & LH avant puberté : 31; 43
= LH adulte: 9
↗ poids de l'hypophyse pas d'effet : 45
Œstrogène de synthèse 
(faible)  BPA
Expression des hormones hypophysaires Pas d’effet : 21; 51 (souris)
Œstrogène de synthèse 
(fort)  DES
Expression des hormones hypophysaires
↗FSH :18; 53
= FSH :21
↗ LH : 53
= LH : 18 (souris)
↗ poids de l'hypophyse 36
Œstradiol
Expression des hormones hypophysaires
↗ FSH : 18 (souris)
= LH : 18 (souris)





Dans l’hypothalamus, l’effet le plus communément rapporté après une exposition néonatale à des 
PEO est la diminution du nombre de neurones kiss (références 2, 24, 31, 39). Toutefois, il arrive que 
cet effet soit seulement transitoire donc invisible à l’âge adulte (référence 24). Ceci pourrait expliquer 
pourquoi le BPA semble ne pas avoir d’effet (références 5, 39). À ma connaissance, il n’y a pas 
d’information disponible concernant les effets du DES sur le nombre de neurones kiss. Les effets des 
PEO sur l’expression des récepteurs des œstrogènes dans l’hypothalamus sont également variables : 
des variations (augmentations ou diminutions) ont été rapportées ainsi que l’absence d’effet mais là 
encore, l’éventuel caractère transitoire de ce paramètre et l’absence de données collectées à l’âge 
adulte rendent toute conclusion impossible. Par ailleurs, les esters d’œstradiol semblent influencer la 
sécrétion de neurotransmetteurs à l’âge adulte (augmentant les excitateurs et diminuant les 
inhibiteurs, référence 47) et in vitro l’E2 lui-même augmente la fréquence des pulses de GnRH 
(référence 26). 
Les effets des PEO les plus fréquemment rapportés sur l’hypophyse sont des modifications de la 
sécrétion des gonadotropines. Toutefois, certaines études mentionnées dans le tableau 13 B ont été 
menées sur des animaux prépubères (références 18; 31; 53) ou des systèmes en culture (référence 
26). Les études menées chez l’adulte (références 9; 21; 51) ne rapportent pas de modifications à long 
terme. Chez le rat mâle, les effets du DES administré en période néonatale sur les gonadotropines 
s’estompent avec l’âge (Martin et al., 2009). Cependant il ne faut pas perdre de vue que les effets sur 
les gonadotropines, bien que disparaissant progressivement, s’exercent à une période critique du 
développement de l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique. Très peu d’études concernent les 
œstrogènes « naturels » tels que la génistéine, la zéaralénone ou la daidzéine et leurs effets sur les 
gonadotropines. Awoniyi et al. ne rapportent aucun effet de la génistéine chez le rat (Awoniyi et al., 
1998). Avec la même molécule, Medigovic et al. observent une augmentation du nombre de cellules 
gonadotropes à la suite d’un traitement à l’âge de 18 jpn (Medigovic et al., 2012) et Faber & Hughes 
constatent une diminution de la LH circulante chez des rattes castrées adultes et traitées juste après 
la naissance. Ils observent la même chose avec la zéaralénone mais il ne s’agit pas d’un modèle en 
conditions physiologiques (Faber & Hughes, 1991). Une seule étude rapporte l’augmentation du 
poids de l’hypophyse après un traitement néonatal au DES (référence 36). 
D. Facteurs influençant la gravité des conséquences d’une exposition néonatale aux PEO 
Les effets des PEO dépendent de leur nature (faiblement ou fortement œstrogénique) mais surtout 
de la dose utilisée. Ainsi la sévérité du phénotype observé peut être directement corrélée à la dose 
administrée. Par exemple, plus la dose de DES est importante, plus la proportion de femelles 
présentant des irrégularités du cycle œstrien juste après la puberté est forte, plus l’infertilité des 
femelles survient tôt, plus le poids de l’ovaire à l’âge adulte diminue et plus le poids de l’hypophyse à 
l’âge adulte augmente (Ohta et al., 2012). Mais il n’est pas rare dans le cas des perturbateurs 
endocriniens de rencontrer des effets contradictoires après exposition à une faible et une forte dose. 
Par exemple, la génistéine induit à 100 µg/jour une augmentation de la LH mais une diminution à 
1000 µg/jour (Faber & Hughes, 1991). Le BPA induit à faible dose (0.1 mg/kg) une augmentation du 
poids corporel de rattes mais pas à forte dose (1.2 mg/kg) (Rubin & Soto, 2009). À 50 µg/kg, il induit 
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également une avancée de l’ouverture vaginale mais pas à 50 mg/kg (Adewale et al., 2009). Une 
attention particulière doit donc être apportée aux faibles doses. 
Par ailleurs, la fenêtre critique de sensibilité des rattes aux traitements par PEO semble assez courte : 
d’après une étude de Cruz et al., (2012) une injection unique d’EV 10 mg/kg le jour de la naissance 
suffit à induire l’avancement de la puberté, une acyclicité, des modifications du nombre de follicules 
primaires chez l’adulte ainsi que l’augmentation de l’atrésie des follicules antraux et l’absence de 
corps jaune. La même injection à 6 jours provoque l’avancement de la puberté et l’acyclicité ainsi que 
l’absence de corps jaune mais n’induit pas de variation du nombre de follicules. Si l’administration 
survient à 13 jpn, le phénotype adulte est similaire à celui des animaux traités à 6 jpn. Si l’injection 
survient à 20 jpn, la puberté est avancée et la cyclicité est transitoirement irrégulière et à 29 jpn, le 
seul effet constaté est une irrégularité transitoire des cycles. La sévérité des phénotypes engendrés 
par un même traitement dépend donc directement de l’âge lors de ce traitement et résulte 
probablement de l’atteinte simultanée de tous les étages de l’axe hypothalamo-hypophyso-
gonadique. 
En outre, l’ovaire, l’hypophyse et l’hypothalamus ne sont pas les seuls organes touchés par un 
traitement périnatal aux PEO. Ainsi, l’utérus, le vagin, l’oviducte et la glande mammaire peuvent être 
affectés (McLachlan et al., 1982; Newbold et al., 1998; Vandenberg et al., 2008). Les récepteurs des 
œstrogènes étant très largement exprimés dans l’organisme, les PEO peuvent également agir sur des 
organes n’appartenant pas au système reproducteur. Ainsi le BPA modifie les fonctions de la barrière 
intestinale (en culture et in vivo chez le rat) et l’exposition périnatale induit chez la ratte une 
inflammation chronique (Braniste et al., 2010). Le BPA agit aussi sur le tissu adipeux en réduisant 
l’expression de l’adiponectine qui participe à la régulation du métabolisme du glucose (Kidani et al., 
2010) et sur les poumons en augmentant la sensibilité allergique et l’inflammation bronchique chez 
la souris (Midoro-Horiuti et al., 2010). L’exposition à du DES dans les premiers jours de la vie induit 





IV. Problématique et stratégie expérimentale 
 
Il semble bien établi que lors de la naissance, l’animal s’affranchit du contexte endocrine maternel -
notamment des œstrogènes- et que ceci est un facteur permissif pour la formation des follicules 
dans l’ovaire chez les rongeurs (Kezele & Skinner, 2003; Chen et al., 2007b; Lei et al., 2010). Dans un 
premier temps, nous avons cherché à mesurer cette décroissance œstrogénique physiologique mais 
aussi à mimer son absence en traitant des rattes avec des injections d’œstradiol, la molécule 
endogène, durant trois jours à partir de la naissance afin d’en caractériser les effets sur la formation 
des follicules chez la ratte (Rattus Norvegicus). La clairance de l’œstradiol a donc fait l’objet d’une 
étude dans le sang. Des enzymes de la métabolisation de cette molécule ont été étudiées dans le foie 
mais aussi dans l’ovaire, aussi bien pour améliorer notre connaissance du système physiologique de 
détoxication à cet âge que pour évaluer le système de défense métabolique mis en place suite à 
l’exposition à l’œstradiol. Comme de nombreux travaux l’ont déjà démontré, la quantité de cellules 
germinales décroit physiologiquement concomitamment avec la formation folliculaire (Beaumont & 
Mandl, 1962; Pepling & Spradling, 2001) et est aussi affectée par l’exposition à des composés 
œstrogéniques exogènes (Jefferson et al., 2006; Chen et al., 2007b). Nous avons donc souhaité 
évaluer l’évolution physiologique et pathologique du nombre d’ovocytes entre la naissance et la fin 
du processus d’histogenèse folliculaire (à 3 jpn) d’une part par comptage des ovocytes suite à 
l’utilisation de différentes doses d’œstradiol, d’autre part par évaluation de l’apoptose, phénomène 
contribuant à la fragmentation des cordons ovariens (Pepling & Spradling, 2001). Le remodelage de 
la membrane basale accompagnant cette fragmentation (Rajah et al., 1992) a également été étudié.  
Nous montrons que l’animal immature acquiert rapidement la capacité d’éliminer l’œstradiol mais 
que le traitement induit malgré tout un ralentissement de l’acquisition de la maturité du système 
enzymatique à l’origine de cette détoxication. Il induit en outre une réduction dose-dépendante du 
nombre d’ovocytes présents dans l’ovaire et perturbe la formation folliculaire. En effet, des zones 
non fragmentées persistent à 3 jpn et l’apoptose frappe anormalement des ovocytes déjà enclos 
dans des follicules, conduisant à l’apparition de « follicules vides ». Ces résultats font l’objet d’un 
article publié dans la revue PLoS One. 
 
Dans un second temps, les effets à long terme de l’œstrogénisation néonatale pendant la formation 
des follicules ovariens ont été évalués. Les effets d’une œstrogénisation sont souvent persistants à 
l’âge adulte, tant sur l’ovaire (Sotomayor-Zarate et al., 2011; Cruz et al., 2012) que sur les étages 
supérieurs de l’axe HHG (Bateman & Patisaul, 2008; Patisaul et al., 2009). Nous avons choisi de 
comparer les effets de 2 doses : la dose de référence utilisée dans de nombreuses études (10 
µg/jour) (Ikeda et al., 2001; Patisaul et al., 2009; Bertolasio et al., 2011) et une dose 100 fois plus 
faible (sans impact sur le stock ovocytaire à 3 jpn, voir première publication). Leur impact sur la 
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première vague de croissance folliculaire (étape nécessaire à l’établissement du dialogue entre 
l’ovaire et ses centres de contrôle), la puberté et l’établissement de la cyclicité, les capacités de 
reproduction et la dynamique de recrutement folliculaire à l’âge adulte sont décrits. Par ailleurs les 
profils hormonaux (gonadotropines et hormones ovariennes) ont été établis. 
Nous montrons que les ovaires des animaux traités mettent en place leurs premières vagues de 
croissance malgré les effets délétères constatés à la dose forte sur l’ovaire (voir première 
publication). La puberté survient plus tôt chez les animaux traités et leurs capacités de reproduction 
sont rapidement altérées (comme rapporté dans la littérature, McLachlan et al., 1982; Newbold et 
al., 1998; Varayoud et al., 2011; Ohta et al., 2012). Toutefois, si ces deux doses induisent le même 
effet (avancement de la puberté), les mécanismes mis en jeu sont très différents. Chez les animaux 
traités à forte dose, le recrutement folliculaire est inefficace, il ne conduit pas à la déplétion 
progressive de la réserve folliculaire, il n’y a pas d’ovulation et les ovaires sont atrophiés. Chez les 
femelles traitées à faible dose en revanche la réserve folliculaire est précocement épuisée et les 
ovaires sont souvent asymétriques et polykystiques.  
 
Le troisième volet de ma thèse porte sur les effets immédiats dans l’ovaire d’un traitement aux deux 
doses d’œstradiol utilisées précédemment. Le premier jour de la vie étant crucial pour le 
développement ovarien et les conséquences à long terme (Cruz et al., 2012), nous avons souhaité 
évaluer les conséquences directes de l’injection d’œstradiol le jour de la naissance qui pourraient 
être à l’origine de tous les troubles observés (voir parties 1 et 2). Les mécanismes conduisant à 
l’infertilité étant très différents à forte et faible dose, nous avons conservé ces deux doses pour 
comparer leurs effets sur le transcriptome ovarien, en particulier sur le cycle cellulaire, l’apoptose et 
la méiose, cibles connues de certains PEO (respectivement Peretz et al., 2012, Xu et al., 2002 et 
Zhang et al., 2012b, Eichenlaub-Ritter et al., 2008, Lenie et al., 2008). Les dommages de l’ADN induits 
par ces traitements ainsi que les capacités de réparation mises en place en retour ont également été 
évalués. 
Nos résultats préliminaires démontrent que les traitements induisent des modifications 
transcriptomiques différentes. Par ailleurs les tests de génotoxicité indiquent que la proportion de 
cellules dont l’ADN est très endommagé à la suite du traitement est paradoxalement plus importante 























Figure 36 : Traitement d’une ratte nouveau-née par injection. 
À la naissance, les rats pèsent environ 5 grammes et mesurent environ 5 cm. Ils reçoivent leur 
traitement à l’aide du matériel d’injection présenté sur la photo de droite: une aiguille de 27 G reliée 










Figure 37 : Identification des animaux par tatouage. L’aiguille est enduite de colorant. En traversant 
la peau de l’animal, le colorant y reste de façon définitive. Un système de codage permet d’attribuer 




I. Les animaux 
1. ORIGINE 
Les animaux utilisés, des rats (Rattus norvegicus), sont de la souche Sprague-Dawley. Cette 
souche a été utilisée afin de pouvoir comparer les résultats obtenus avec des études antérieures de 
déplétion du stock ovocytaire par irradiation (Mazaud et al., 2002 ;Guigon et al., 2003a). Les animaux 
sont issus de l’élevage du laboratoire ou fournis par l’élevage Janvier (Le Genest St Isle, 53).  
2. ENTRETIEN DE L’ÉLEVAGE  
Les animaux sont soumis à un rythme nycthéméral de 12 heures jour/12 heures nuit. Leur 
alimentation, fournie par DIETEX France, contient du soja. Ils ont de l’eau à volonté. La température 
de l’animalerie est stable autour de 22 ± 5°C et l’hygrométrie relative est de 55 ± 5%, selon la 
législation en vigueur concernant l’expérimentation animale. Les femelles sont cinq par cage. Elles 
sont régulièrement mises en contact avec un mâle pendant une nuit seulement afin de prévoir avec 
exactitude la date de la mise-bas en cas de gestation. Puis les rattes sont surveillées afin de repérer 
les éventuelles gestantes. Celles-ci sont séparées des autres la veille de la mise-bas et installées en 
cage individuelle enrichie en papier absorbant afin de fabriquer un « nid ». Après la mise-bas, 
survenant à 22.5 jours post-conception en début de matinée, les femelles nouveau-nées sont 
utilisées dans le cadre de l’étude et les mâles sont conservés afin d’homogénéiser le nombre de 
petits par portée au cours d’une même expérience. Une portée se compose généralement de 8 à 12 
animaux. 
3. TRAITEMENT POUR EXPÉRIMENTATION  
Les femelles sont différenciées des mâles grâce à leur distance ano-génitale réduite, pesées 
puis réparties par groupes selon la dose. En effet, les animaux nourris et soignés par une même mère 
reçoivent tous la même dose de traitement afin d’éviter les contaminations via la mère (en cas de 
léchage du point d’injection, le traitement peut alors passer dans le lait maternel puis contaminer les 
autres membres de la portée, ou un reflux au point d’injection peut entrainer une contamination des 
autres nouveau-nées par contact…).  
Une solution mère de 17β-œstradiol (poudre, Sigma E 8875) est préparée, par dissolution dans de 
l’éthanol 100%. Les solutions filles sont préparées dans de l’huile de maïs (Sigma) à la concentration 
d’injection, soit [1 µg/µl] ; [0.1 µg/µl] ; [0.01 µg/µl] ou [0.001 µg/µl]. À l’aide d’un micro-injecteur 
automatique, 10 µl de la solution finale sont délivrés à chaque animal à un débit de 40 µl/min via un 
cathéter et une aiguille 0.4 mm 27G [microflex microperfuseur / infusion set VYGON #246.04]) (figure 
36). L’injection, sous-cutanée (voie d’exposition classique dans l’étude des œstrogènes), est faite au 
niveau de la nuque des animaux dans un pli de la peau afin d’éviter le reflux de la solution (qui 
impliquerait que l’animal ne reçoit pas la totalité de la dose prévue, et ce de façon non contrôlable et 
non reproductible). Les animaux du groupe témoin reçoivent une injection d’huile de maïs 
additionnée d’éthanol 100 % dans les mêmes proportions que les animaux traités. Après traitement, 
les petits sont remis avec leur mère. La durée maximale de traitement est de 3 jours (0, 1 et 2 jpn) au 
rythme d’une injection quotidienne, la première étant administrée 2 ou 4 heures après la naissance. 




I ) Dosages hormonaux / métabolisation / suivi du stock ovocytaire / caractérisation de l’apoptose
3 JPN 0 Jour Post Natal
(JPN)
2 JPN 1 JPN 
• Traitement : injections sous-cutanées (10 µl)
• Huile de maïs (H) témoin
• 17β-œstradiol (E2) 
• Prélèvement
Naissance
II ) 1ère vague de croissance folliculaire / puberté / capacités reproductives / dosages hormonaux
0           1         2           6  JPN 21 JPN ≈ 35 JPN 8 mois
Puberté
Naissance




III b ) Génotoxicité
III a ) Transcriptomique
• Doses :
• Huile
• E2 [0,01 µg/jour]
• E2 [0,1 µg/jour]
• E2 [1 µg/jour]
• E2 [10 µg/jour]
• Doses :
• Huile
• E2 [0,1 µg/jour]
• E2 [10 µg/jour]
• Doses :
• Huile
• E2 [0,1 µg/jour]
• E2 [10 µg/jour]
• Doses :
• Huile
• E2 [0,1 µg/jour]
• E2 [1 µg/jour]
• E2 [10 µg/jour]
• Témoin positif MMS
0 JPN         1 JPN 




















À la fin de la période de traitement, les femelles destinées aux tests à moyen (6 jours post-natal) ou 
long terme (puberté, évaluation des capacités de reproduction) restent avec leur mère jusqu’au 
sevrage effectif survenant à 21 jours puis sont séparées (cinq par cage, selon la législation en vigueur) 
comme décrit plus haut. Les animaux destinés à l’étude de la puberté et aux tests de fertilité sont 
tatoués, à l’âge de 8 jours, grâce au système Aramis (figure 37, page 130). Leurs phalanges sont 
marquées d’une encre verte selon un codage représenté sur la figure 37.  
4. ACCORD DU COMITÉ D’ÉTHIQUE LOCAL 
Tous les protocoles impliquant des animaux ont été visés par le Comité Rennais d’Éthique en 
matière d’Expérimentation Animale et approuvés sous les numéros R-2012-CCh-01 et R-2012-ClCh-
01. 
II. Les méthodes 
1. PLAN EXPÉRIMENTAL 
 
Le choix de la période de traitement (entre 0 et 3 jpn) a été dicté par la physiologie du 
développement ovarien. En effet, cette période est riche en modifications conditionnant la vie 
reproductive entière de l’animal. Le plan expérimental (présenté en figure 38) est articulé en trois 
parties utilisant des protocoles distincts.  
La première partie a trait aux effets immédiats d’un traitement à l’œstradiol sur le métabolisme de 
cette hormone, l’évolution à court terme du stock ovocytaire et la caractérisation de l’apoptose. Il 
s’agit également de comparer les effets de 4 doses différentes.  
La deuxième partie s’intéresse aux conséquences à moyen et long termes du traitement à 2 doses 
d’œstradiol (une dose dite « forte » et une dose dite « faible ») sur la première vague de croissance 
folliculaire, la survenue de la puberté et les capacités reproductives des animaux traités ainsi que 
leurs profils hormonaux. 
La troisième partie évalue l’impact immédiat du traitement (à 2 ou 3 doses) sur le transcriptome 
ovarien et les dommages infligés à l’ADN, deux types d’atteintes potentiellement à l’origine des 
modifications des phénomènes observés de façon précoce dans l’organe mais aussi des troubles 
constatés chez l’animal adulte. 
2. SUIVI PHYSIOLOGIQUE  
À 28 jours commence la surveillance quotidienne des signes d’ouverture vaginale indiquant la 
puberté. Lorsque l’ouverture vaginale est constatée, les rattes sont pesées et soumises à un frottis 
journalier afin de détecter le premier œstrus et établir la durée de leurs cycles. Les frottis sont 
réalisés chaque matin à heure fixe pendant trois semaines à l’aide d’une anse bactériologique en 
plastique, déposés dans une goutte de sérum physiologique (NaCl 9‰) sur des lames de verre, 














Ovaire débarrassé de la capsule  
échelle : un carré = 1mm²
Oviducte
 








Pour évaluer les capacités de reproduction des femelles, elles sont mises en contact avec un mâle 
(non traité, issu de l’élevage du laboratoire) durant 5 jours et 5 nuits consécutifs afin de couvrir un 
cycle estrien complet, et ce à l’âge de 2, 3 et 4 mois. Les éventuelles gestantes sont isolées en cage 
individuelle en attendant la mise-bas. Le déroulement de celle-ci est surveillé, afin de s’assurer 
qu’elle se déroule bien. Dans le cas contraire, il existe un risque de rejet des petits de la part de la 
mère. Les soins apportés aux nouveau-nés sont également surveillés (la mère élimine les placentas, 
lave ses petits, les regroupe pour les maintenir au chaud et les allaite). Si une mère ne prodigue pas 
de soins à ses petits, il est possible de les faire adopter quelques heures après la naissance par une 
autre mère ayant des petits du même âge. Ceci permet en outre d’équilibrer le nombre de femelles 
par portée. 
3. EUTHANASIE   
Bien que figurant parmi la liste des méthodes d’euthanasie recommandées par les comités 
d’éthique en expérimentation animale, la méthode utilisée au cours de cette étude a été imposée 
par les besoins expérimentaux. Il fallait en effet une méthode extrêmement rapide pour bénéficier 
des derniers battements cardiaques post-mortem afin de récupérer le sang des animaux. Ceci 
excluait l’endormissement au CO2, très long et de toute façon inadapté aux animaux en dessous de 
10 jours, extrêmement résistants à l’hypoxie. Il fallait également une méthode n’entrainant pas de 
modifications des paramètres sanguins pouvant interférer dans les dosages hormonaux envisagés. 
Ceci excluait donc aussi l’euthanasie par injection d’une dose létale d’anesthésique. Les petits 
animaux (jusqu’à 6 jours) sont donc décapités à l’aide d’une paire de ciseaux. Les adultes sont 
également décapités, pour les mêmes raisons, à l’aide d’une guillotine. 
4. DISSECTION   
Après décapitation, le sang est récupéré soit via une pipette munie d’un cône à filtre 
hépariné (cas des animaux de moins de 6 jours) soit via un entonnoir (cas des pré-pubères et des 
adultes). Ce sang est centrifugé une heure à 3000 rpm (centrifugation douce, centrifugeuse 
Eppendorf 5417R). La phase supérieure, le plasma, est ensuite récupérée puis conservée à -20°C en 
vue des dosages hormonaux.  
L’animal décapité est ensuite étendu sur le dos pour le prélèvement de ses organes (figure 39) :  
- Chez la femelle de moins de 6 jours : ovaires, oviductes, foie, cerveau 
- Chez la femelle de 21 jours et plus : ovaires, oviductes, utérus, reins, hypophyse 
 
A. Animal de moins de 6 jours 
La cavité abdominale est ouverte à l’aide de ciseaux fins en réalisant une boutonnière entre 
le nombril et la papille urinaire. La boutonnière est d’abord élargie latéralement et l’incision se 
poursuit le long des flancs de l’animal en remontant en direction de la cage thoracique. À cet âge, 
l’ovaire est lisse et en forme de haricot. Il est situé au bout des cornes utérines à proximité des reins 
dans une capsule en partie constituée par l’oviducte. Son prélèvement requiert des instruments 







































entouré de sa capsule, est déposé dans une boite de Pétri contenant du PBS 1X pour être post-
disséqué sous loupe binoculaire et débarrassé de sa capsule. Il est ensuite fixé (soit au 
paraformaldéhyde 4% en vue d’une inclusion en tissu teck pour hybridation in situ, soit dans du 
liquide de Bouin pour être ensuite inclus en paraffine pour étude histologique) soit congelé à sec et 
conservé à -80°C pour en extraire les ARN. 
Un morceau de foie est prélevé sur le lobe principal puis congelé à sec et conservé à -80°C en 
vue de l’extraction des ARN. 
Le cerveau est récupéré en ouvrant la boite crânienne (encore fragile) latéralement à droite 
et à gauche puis sur la partie antérieure vers le museau. Elle peut alors être retirée pour découvrir le 
cerveau. Celui-ci est ensuite immergé dans du paraformaldéhyde 4 %.  
 
B. Animal de 21 jours et plus 
La cavité abdominale est ouverte en boutonnière à travers la peau et la couche musculeuse 
sous-jacente au dessus de la papille urinaire. Une incision médiane est réalisée à partir de cette 
boutonnière en direction de la cage thoracique de l’animal. Les volets de peau sont écartés et les 
intestins repoussés afin de dégager l’abdomen. En effet les ovaires, proches des reins, sont en 
position très dorsale. 
L’ovaire prend petit à petit au cours de son développement un aspect de « framboise » : il est 
parsemé de petits renflements constitués par les follicules en cours de maturation. L’oviducte quant 
à lui s’est fortement enroulé sur lui-même pour former une sorte de petite pelote accolée à l’ovaire 
(et non plus autour de lui). Chaque oviducte est lié à une corne utérine, les deux cornes fusionnant 
dans leur partie distale pour ensuite se prolonger par le vagin (figure 40). 
L’hypophyse est une petite glande située au centre du plancher de la boite crânienne, en 
dessous des hémisphères cérébraux. Il faut donc ouvrir le crâne pour la déloger. 
Les organes du tractus génital et l’hypophyse sont isolés puis pesés individuellement. Ensuite 
un morceau d’utérus est coupé pour fixation dans le liquide de Bouin, un ovaire ainsi que les 
oviductes sont également fixés avec du liquide de Bouin et le second ovaire ainsi que l’hypophyse 
sont congelés à sec et conservés à -80°C. 
5. BIOLOGIE MOLÉCULAIRE 
A. Extraction d’ARN et transcription inverse sur tissus congelés à sec 
L’extraction des ARN totaux à partir d’organes congelés à sec a été réalisée à l’aide du kit Nucleospin 
XS kit (Macherey Nagel; 740902) selon les instructions du fournisseur. Brièvement, les organes sont 
d’abord broyés à l’aide d’une seringue dans du tampon de lyse contenant des agents chaotropiques, 
puis ce lysat est déposé sur une colonne filtrante afin d’éliminer les débris cellulaires. Le produit filtré 
est transféré sur une colonne d’adsorption en silice retenant les acides nucléiques. Les ADN sont 
éliminés par un traitement à la DNAse et les ARN sont lavés par une succession d’ajouts de tampon 
de lavage et centrifugations. Enfin les ARN sont élués dans 30 µl d’eau préchauffée. Ils sont ensuite 








3 min 30 s
1 min






























1060-1208 de NM_001013880 149
R : ACACGGTTGCTCTGAACCAT
Ppp2r2b (1)
F : GCGTGATAAGAGGCCAGAAG 
221-382 de NM_022209 162
R : ATGTGGTATGTGTGCGCATT 
Ppp2r2b (2)
F :  CATTGCTTCCTAGCGCTGAT 
8-166 de NM_022209 159
R : AAAACCAGTCTCCCGAATCC 
Psmb9
F : GGCTGCTGCAAACATAGTGA




396-536 de NM_001025740 160
R : GGCAATTTGGAAGCCATAGA
Sgk1
F : GCGCAATGTTCTGTTGAAGA 
141-261 de NM_001193568 120










Figure 41 : Réaction de polymérisation en chaine. 
A: Couples d’amorces ayant été utilisés en PCR (ou qPCR) au cours de cette étude. La taille des 
amplicons est exprimée en bases. Ne figurent ici que les amorces non publiées dans le premier 
article. 
B: Cycles de températures permettant l’amplification. La température d’hybridation varie selon les 
amorces utilisées. 





[20 mg/ml] (tampon de charge) et 80 µl d’éthanol pur et laissés à -20°C une nuit. Ensuite, les tubes 
sont centrifugés à 4°C pendant 30 minutes à 14 000 rpm (Eppendorf centrifuge 5804R). Le 
surnageant est retiré, le culot est rincé à l’éthanol 70 % et à nouveau centrifugé (4°C, 15 min, 14 000 
rpm). Le culot est ensuite séché à l’air et repris dans 15 µl d’eau. Les ARN sont dosés à l’aide d’un 
spectrophotomètre (Nanodrop) par mesure de l’absorbance à 260 nm (A260) : 1 unité de Densité 
Optique = 40 µg d’ARN /ml. Le rapport A260 / A280 doit être environ égal à 2 pour considérer que les 
échantillons sont « purs ». 250 µg d’ARN sont rétrotranscrits en ADNc selon la technique du 
« random priming » décrite par Taylor et al., 1976. Des hexanucléotides s’hybrident sur l’ARN matrice 
au hasard de leur complémentarité et permettent l’action de la transcriptase inverse du virus de la 
leucémie murine de Moloney (M-MLV, reverse transcriptase superscript II, Invitrogen). Les ARN sont 
tout d’abord dénaturés 5 minutes à 65°C en présence de 800 ng de « random primers » dans un 
volume final de 11 µl complété avec de l’eau. Puis des nucléotides (10 mM chacun) et 1 unité de M-
MLV sont ajoutés, en présence de RNase out et DTT (dithiothreitol) (qui inhibent les enzymes 
dégradant les ARN) et d’un tampon (« first strand buffer 5X ») dont le rôle est de maintenir des 
conditions de réaction favorables à l’action de la M-MLV (1h30 à 37°C). Le produit est repris dans 40 
µl finaux, aliquoté par 10 ou 20 µl et conservé à -20°C. 
B. PCR conventionnelle et PCR quantitative 
i. PCR conventionnelle (et électrophorèse) 
Le principe de la réaction de polymérisation en chaine in vitro (Polymerase Chain Reaction, PCR) 
repose sur les effets sur l’ADN des variations de température et la capacité de l’ADN à s’apparier 
spontanément grâce à la complémentarité des bases qui le composent. Il a été mis au point par 
Mullis et al, (Mullis et al., 1986). Cependant la chaleur nécessaire à la dénaturation de l’ADN double 
brin dénaturait également la polymérase bactérienne utilisée pour synthétiser les nouveaux brins. Ce 
problème fut résolu en 1988 quand l’enzyme bactérienne fut remplacée par une polymérase extraite 
d’un micro-organisme hyperthermophile : Termophilus Aquaticus (Saiki et al., 1988). Celui-ci donne 
son nom à l’enzyme encore utilisée aujourd’hui, la Taq polymérase. Des amorces -courtes séquences 
nucléotidiques- sont fabriquées de façon à ce que leurs séquences soit complémentaires des 
extrémités du fragment d’ADN que l’on souhaite étudier. La présence d’une amorce sur chaque brin 
(amorce « sens » et « antisens » ou « forward F » et « reverse R » en anglais) permet de délimiter de 
façon spécifique la zone d’intérêt. Ces amorces, présentées dans la figure 41 A, s’apparient donc aux 
extrémités du fragment d’intérêt et la Taq polymérase vient ensuite les prolonger par la synthèse 
d’un nouveau brin d’ADN.  
L’ADN double brin est dénaturé pour permettre la fixation des amorces, les nouveaux brins sont 
synthétisés grâce à la complémentarité des bases puis l’ADN subit une nouvelle étape de 
dénaturation qui sépare les brins, les rendant aptes à recevoir une nouvelle fois des amorces. Ces 
cycles sont répétables un grand nombre de fois, mais plus il y a de cycles, plus les conditions de 
réaction deviennent défavorables et moins la synthèse est efficace. Le milieu de réaction est 




Phase de génération de la courbe 
de dissociation : élévation 












Pente : -3.398        Efficacité : 96.932




Lecture de la fluorescence
 
Figure 42 : PCR quantitative (qPCR) 
Elle repose sur les mêmes principes  que la PCR conventionnelle mais l’incorporation d’une molécule 
fluorescente permet de suivre en temps réel la formation de nouveaux brins d’ADN. 
A : Représentation du cycle de qPCR. La température d’hybridation (TH) varie selon les amorces 
utilisées.  Elle est la même qu’en PCR conventionnelle. 
B : Gamme. La droite représente le CT en fonction de la concentration d’ADNc du gène d’intérêt 
(échelle logarithmique). Cette droite doit être linéaire sur 5 log et le CT des échantillons d’intérêt doit 
appartenir à la partie linéaire de la droite.  L’efficacité de la qPCR  doit être aux alentours de 100 % et 





de la rétrotranscription de 250 ng dans 40 µl soit environ 6 ng), de désoxynucléotides libres pour 
former les nouveaux brins (0.6 µl d’un mélange à 10 mM), de Taq polymérase (0.6 U - Qiagen), d’un 
tampon de réaction (10 X PCR buffer Coral Load - Qiagen) assurant notamment la stabilité du pH du 
milieu et d’eau (qsp 25 µl). Le mélange réactionnel est ensuite placé dans un thermocycleur qui 
assure les variations de température (figure 41 B) : l’étape de dénaturation à 94°C sert à dissocier les 
molécules d’ADN double brin en rompant les liaisons hydrogène qui les maintiennent. C’est aussi le 
rôle de l’étape 2. La température s’abaisse ensuite pour atteindre la température d’hybridation des 
amorces sur la matrice (étape 3). Cette température est variable selon les amorces utilisées, elle 
dépend de leur composition en bases et est calculable selon la formule « [2 x (A+T) + 4 x (G+C)] – 2 ». 
Les 2 amorces d’un même couple doivent avoir une température d’hybridation similaire. L’étape 4 
est dite de « polymérisation ». Elle a lieu à 72°C, la température optimale d’activité de la Taq 
polymérase. Chaque répétition des étapes 2-3-4 permet un doublement du nombre de copies du 
fragment d’ADN d’intérêt dans le milieu de réaction. En fin d’amplification, une 5ème étape 
d’élongation finale termine la réaction et l’ADN est refroidi pour permettre sa conservation 
(quelques heures à 10 °C, puis à -20°C). 
La migration sur gel d’agarose est utilisée pour contrôler la qualité de la PCR. Un gel à 1.2 % est 
réalisé (dissolution à chaud de 0.6 g agarose dans 50 ml TAE 1X (figure 41 C) et 5 µl de Gel Red, un 
intercalant de l’ADN qui se fixe dessus et possède des propriétés de fluorescence sous ultra-violets 
permettant sa révélation). Le gel, une fois refroidi et solidifié, est immergé dans une cuve polarisée 
contenant du tampon TAE 1X. 10 µl de produit de PCR ou un marqueur de taille sont déposés dans 
des puits formés par un peigne placé dans le gel en surfusion et dont les dents laissent leur 
empreinte dans le gel solidifié. Un courant électrique circulant du pôle – vers le + fait migrer les 
fragments d’ADN sur le gel selon leur taille : les grands fragments, plus encombrants, sont ralentis 
par les mailles constituées par le gel alors que les petits migrent plus vite. À la fin de la migration, le 
gel est placé sous ultra-violet. Les bandes qui apparaissent sont les fragments d’ADN amplifié. Une 
seule bande indique la présence d’un seul produit d’amplification et la comparaison avec un 
marqueur de taille (mélange standardisé contenant des fragments d’ADN de différentes tailles 
connues) permet d’estimer la taille de ce produit. 
ii. qPCR  
 
La PCR quantitative (qPCR) ou PCR en temps réel (figure 42 A) suit le même principe que la PCR 
classique décrite plus haut : l’ADNc est dénaturé, les amorces s’hybrident de façon spécifique (à une 
température définie en PCR conventionnelle), un nouveau brin complémentaire est synthétisé. Mais 
la qPCR intègre la détection et la quantification d’une molécule dont la fluorescence est 
proportionnelle à la quantité d’amplicons générés à chaque cycle du processus d’amplification. En 
1993, Higuchi décrit cette technique en utilisant comme molécule fluorescente le Bromure 
d’éthidium (BET), un intercalant de l’ADN (Higuchi et al., 1993). Ici le BET est remplacé par un 
fluorochrome de nouvelle génération, le Bryt Green (Promega), et la qPCR est réalisée sur un 









la valeur de fluorescence significativement supérieure à celle du bruit de fond, toujours obtenue lors 
de la phase exponentielle de l’amplification. Un cycle-seuil (ou Cycle Threshold, Ct) est alors 
déterminé et correspond au cycle de PCR au cours duquel la fluorescence émise dépasse le seuil. La 
fluorescence émise est proportionnelle au nombre de copies du gène d’intérêt présentes dans le 
milieu réactionnel. Les courbes de dissociation (ou « de fusion ») sont obtenues à la fin des 40 cycles 
par élévation progressive par palier de 0.5°C de la température entre la température d’hybridation et 
95°C avec mesure de la fluorescence en continu : plus la température s’élève, plus les amplicons se 
dissocient en fonction de leur taille et composition en bases. Si la taille ou la composition varie, le pic 
de dissociation survient à une température différente, démontrant la détection de plusieurs 
amplicons. Ceci permet aussi de détecter tout ADN, y compris les dimères d’amorces (petit pic à 
moindre T°C qui apparait aussi dans les témoins négatifs sans matrice) ou une aspécificité d’amorces. 
Afin d’éviter l’amplification d’ADN génomique résiduel, les deux membres du couple d’amorces sont 
situés sur des exons différents. La taille de l’amplicon est également un facteur important. Elle se 
situe généralement entre 70 et 200 paires de bases. Les petites tailles sont privilégiées car la 
synthèse s’en trouve facilitée. 
Une gamme-étalon (figure 42 B) est nécessaire pour évaluer l’efficacité de la réaction et le coefficient 
de corrélation entre le CT et la quantité d’ADN détectée. Elle est réalisée sur des produits de PCR 
(préalablement dilués au 1/10000ème) dilués au 10ème en cascade. Le produit de PCR est généré par 38 
cycles d’amplification en utilisant comme matrice l’ADNc d’un échantillon d’intérêt. L’efficacité est 
liée à la pente de la droite représentant le CT du gène d’intérêt en fonction de la quantité d’ADNc 
d’intérêt présent dans la matrice. En réalisant cette gamme, on ajoute un point pour lequel, au lieu 
de produit de PCR dilué, la matrice utilisée est un ADNc d’un échantillon d’intérêt afin de s’assurer 
que sa concentration est comprise dans la gamme.  
Cette technique permet deux types de quantification : la quantification absolue (détermination en 
nombre de copies du gène) ou la quantification relative, méthode utilisée lors de cette étude. Elle 
consiste à rapporter les variations de l’expression des gènes d’intérêt détectée lors des cycles de 
qPCR à l’expression d’un gène de référence (stable) et d’un échantillon calibrateur. A efficacité de 
PCR équivalente, le rapport d’expression entre deux conditions est calculé selon la méthode du 2-ΔΔCT 
qui repose sur la formule suivante (où « éch » = « échantillon ») décrite par Livak & Schmittgen, 
2001:  
ΔΔCT = [(Ct gène d’intérêt éch. 1 – Ct gène de référence éch. 1) – (CT gène d’intérêt éch. calibrateur – CT gène de référence éch. calibrateur)] 
Le choix du gène de référence, en l’occurrence Snx17, a été basé sur la connaissance de son 
expression dans la gonade à un niveau relativement faible permettant la comparaison avec les 
niveaux d’expression de nos gènes d’intérêt ainsi que pour sa stabilité d’expression (il ne doit pas 
être impacté par les conditions expérimentales). L’échantillon calibrateur est quant à lui constitué 
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Figure 43 : Dosage LH par ELISA 
La technique est exactement la même avec FSH (dépôt de 100 µl de plasma au lieu de 50 et 





C. Dosages hormonaux  
i. Dosages des gonadotropines : ELISA 
Le test ELISA (ou « Enzyme-Linked ImmunoSorbent Assay », immunoabsorption enzymatique, 
présenté en figure 43) repose, tout comme l’immunohistochimie sur tissus, sur le principe de 
détection antigénique couplée à une enzyme qui, au contact de son substrat, génère un produit 
coloré. Cependant, au lieu de marquer les protéines détectées au sein du tissu, l’ELISA se déroule en 
milieu aqueux. Ce test est quantitatif puisqu’il induit la production d’une coloration proportionnelle à 
la quantité de protéines détectée. Ceci permet la mesure de la densité optique de la solution et 
l’extrapolation de la quantité mesurée par report sur une gamme étalon composée de points de 
mesure d’absorbance de solutions contenant une concentration protéique connue. 
Le dosage de la FSH et de la LH circulantes chez les animaux traités et témoins à 21 jours ou à l’âge 
adulte a été réalisé selon cette méthode à l’aide de kits Abnova (KA-2330 et KA-2332). Le test se 
déroule en plaque 96 puits. L’intérieur des puits est tapissé d’un premier anticorps anti-LH (ou anti 
FSH). 50 µl de plasma (pour le dosage de la LH) ou 100 µl (pour le dosage de la FSH) sont ajoutés dans 
les puits avec 100 µl d’un second anticorps anti-LH (ou FSH) couplé à une peroxydase. Après une 
incubation à 37°C pendant 2 heures (dosage LH) ou 3 heures (dosage FSH), des rinçages avec un 
tampon de lavage dilué au 20ème dans de l’eau distillée permettent d’éliminer toutes les molécules 
non liées, soit tout ce qui n’appartient pas au complexe d’intérêt « 1er anticorps anti-LH / LH / 2ème 
anticorps anti-LH / peroxydase ». L’ajout d’un substrat de la péroxydase, le tétraméthylbenzidine 
(TMB), suivi d’une incubation de 20 minutes à l’obscurité permet la formation d‘un précipité jaune. 
Afin de neutraliser cette réaction, 50 µl de HCL 2N sont ajoutés. La quantité de composé jaune 
formée, et donc l’intensité de la coloration, est directement proportionnelle à la quantité de 
complexe d’intérêt assemblés, reflétant la quantité de LH (ou FSH) présente dans le plasma. Pour 
estimer cette quantité, l’absorbance est mesurée dans chaque puits par un spectrophotomètre à une 
longueur d’onde de 450 nm. Pour savoir à quelle quantité de LH (ou FSH) correspond une unité 
d’absorbance, certains puits sur la plaque contiennent, à la place du plasma, une quantité connue de 
LH (ou FSH) afin de réaliser une gamme-étalon dont l’équation de droite permet l’extrapolation de la 
quantité de LH (ou FSH) dans chacun des échantillons testés.  
ii. Dosage des stéroïdes : GC/MS-MS 
Les dosages de stéroïdes (E1, E2, E3, E1-S et E2-S) ont été réalisés par Frank Giton, ingénieur de 
recherche au sein de l’équipe 7 de l’U955 – IMRB – Créteil grâce à la chromatographie en phase 




Figure 44 : Contrôle de la qualité des ARN – Bioanalyseur 
La puce Agilent est composée de 16 puits communiquant entre eux par un microréseau. Le 
bioanalyseur « lit » la puce et fournit un électrophérogramme, un profil d’intensité de fluorescence 
en fonction du temps de rétention dans le microréseau et un RIN par échantillon. Des ARN de bonne 
qualité ne présentent que 2 bandes très visibles sur l’électrophérogramme alors qu’un échantillon 
dégradé présente une multitude de bandes. Les 2 pics visibles dans les échantillons de bonne qualité 










RIN > 9 RIN = 5.3
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D. Puces / microarrays  
 
Une puce, ou microarray, est un outil permettant de mesurer simultanément le niveau d’expression 
de plusieurs milliers de gènes. La puce est composée d’une multitude de molécules d’ADN -les 
sondes- fixées sur un support solide de petite taille (moins de 2 cm²). Ces sondes sont de courtes 
séquences (environ 20 nucléotides) spécifiques de leur gène cible. La technique est basée sur le 
principe de ré-appariement spontané de séquences nucléotidiques complémentaires par création de 
liaisons hydrogène. Les puces utilisées au cours de cette étude sont des GeneChip Rat Gene 1.0 ST 
array (#901173 – Affymetrix). Elles peuvent interroger dans un échantillon la présence de 24 000 
gènes (sur environ 26 000 gènes totaux chez le rat) avec en moyenne 22 sondes par gènes, 
permettant une étude prospective du transcriptome selon les conditions de traitement des 
échantillons. En effet, pour refléter l’expression des gènes à un moment défini, les ADNc issus de la 
rétrostranscription des ARN seront hybridés sur les sondes portées par la puce. Nous avons utilisés 
comme échantillons des « pools » d’ovaires extraits d’animaux âgés de 1 jour et traités 4 heures 
après leur naissance soit avec de l’huile de maïs, soit avec de l’E2 [10 µg], soit E2 [0.1 µg] et disséqués 
à 24 heures. Chaque pool contient entre 8 et 12 ovaires issus de 5 à 12 animaux. Deux puces ont été 
réalisées pour chaque dose, utilisant les ARN de deux pools différents. Les ovaires récupérés sur les 
animaux à 1 jpn sont congelés par pools à -80°C en attendant d’être utilisés. Les ARN totaux sont 
extraits selon le protocole décrit précédemment.  
i. Contrôle qualité des ARN 
Seuls des ARN purs et intègres peuvent être utilisés. Ces deux paramètres sont donc vérifiés au 
moyen de « puces Agilent » (RNA 600 Nano) sur un bioanalyseur (Agilent 2100). La puce Agilent 
(figure 44) est un outil miniaturisé composé de 16 puits, dont 12 destinés aux échantillons et 1 au 
marqueur de poids moléculaire. Les puits sont interconnectés par des microréseaux. On dépose 
d’abord dans l’un des puits un gel d’électrophorèse filtré qui grâce aux microréseaux se répartit sur 
toute la puce (« électrophorèse capillaire »). Ce gel est enrichi en agent intercalant capable de 
marquer les molécules d’ARN. Un tampon est ensuite ajouté dans chaque puits afin de garantir aux 
ARN un milieu favorable (notamment en termes de pH, afin de ne pas les endommager). Un 
marqueur de poids moléculaire est ajouté dans le puits dédié. Les échantillons sont déposés dans les 
12 puits prévus à cet effet. Cette technique permet une analyse fine de la qualité et de la 
concentration d’ARN sur une très petite quantité d’échantillon (environ 300 ng). Une fois prête, la 
puce est vortexée puis installée dans le bioanalyseur. L’analyse totale dure environ 30 minutes au 
cours desquelles les puits sont analysés un par un en commençant par celui contenant le marqueur 
de poids moléculaire. Une électrode entre en contact avec chaque puits et l’application d’un champ 
électrique (comme lors d’une électrophorèse classique) permet la séparation des brins d’ARN selon 
leur taille et leur migration plus ou moins rapide à travers le microréseau. En circulant dans le gel, les 
ARN se lient avec l’intercalant. À la fin du circuit, les molécules sont détectées par fluorescence grâce 
à l’intercalant. L’appareil mesure l’intensité de fluorescence émise en fonction du temps de rétention  
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Figure 45 : Puces à ADN - Microarray 
Les ARN sont soumis à 2 cycles de rétrotranscription / transcriptions in vitro. Puis les ADNs obtenus 
sont fragmentés, marqués à la biotine et hybridés sur la puce composée de sondes greffées sur un 
support inclus dans une « chambre » munie de 2 ouvertures, les septa d’injection et d’aération. Une 
fois l’hybridation réalisée, les puces sont lavées et marquées à l’aide de streptavidine (Strepta) ayant 
une forte affinité pour la biotine. Cette streptavidine est couplée à la phycoérythrine (PE) aux 
propriétés fluorescentes permettant la lecture à une longueur d’ondes de 570 nm et générant une 




de l’échantillon dans le microréseau (les fragments longs sont retenus plus longtemps que les courts 
et plus il y a d’ARN, plus la fluorescence émise est importante). Le temps de rétention et l’intensité 
de fluorescence sont comparés aux valeurs générées par le marqueur de poids moléculaire. Le 
bioanalyseur attribue un « RNA Integrity Number » (RIN) à chaque échantillon, ce RIN tient compte 
de l’intégralité de l’électrophérogramme ainsi que du rapport 28S/18S et reflète la qualité d’un ARN 
(Schroeder et al., 2006). Sa valeur est comprise entre 1 et 10, 10 étant la qualité maximale. Seuls des 
ARN dont le RIN est supérieur à 8.5 sont retenus pour réaliser les puces « Affymetrix ». 
ii. Puces « Affymetrix » 
Jour 1 - Amplification, transcription inverse et transcription in vitro 
La préparation et la lecture de ces puces se déroulent sur 4 jours strictement selon les instructions du 
fournisseur et sont présentées en figure 45. Le premier jour, suivant les instructions du kit Ambion 
WT expression kit (4411973 10 rxn), 250 ng d’ARN sont prélevés et mélangés avec de l’ARN poly-A 
destiné à améliorer l’efficacité des réactions successives mises en œuvre avant d’hybrider les 
échantillons sur les puces « Affymetrix ». Un ARN contrôle (Affymetrix GeneChip Poly-A control kit 
#900433) est soumis aux mêmes réactions successives d’amplification et de purification. Il sert de 
contrôle interne à l’expérience. Les tubes « ARN totaux » et « ARN contrôle » sont traités de la même 
façon. Ils sont d’abord utilisés pour synthétiser le premier brin d’ADNc dans un thermocycleur 
pendant 2 heures. Puis le second brin est synthétisé (2 heures). Ces 2 brins sont ensuite 
rétrotranscrits in vitro en ARNc à 40°C pendant 16 heures.  
Jour 2 - Purification, transcription inverse 
Le deuxième jour cet ARNc subit une première étape de purification sur billes magnétiques : ces 
billes captent les acides nucléiques et les immobilisent. Un aimant est ensuite utilisé pour les 
maintenir contre la paroi du tube où se déroule la réaction, le milieu est retiré à l’aide d’une pipette, 
remplacé deux fois par une solution de rinçage puis par une solution d’élution dans laquelle se 
libèrent les ARNc. Les billes sont alors retirées à l’aide de l’aimant. 10 µg de ces ARNc sont soumis à 
un second cycle de synthèse d’ADNc (environ 2 heures) puis les échantillons sont traités à l’aide 
d’une RNAse afin d’éliminer les matrices et congelés durant une nuit à -20°C.  
Jour 3 - Purification, fragmentation, marquage biotine, hybridation 
Le troisième jour, les ADNc sont purifiés sur billes magnétiques (voir « jour 2 »). À l’aide du kit 
Affymetrix GeneChip WT Terminal Labeling Kit (PN 900671), 5.5 µg d’ADNc sont ensuite soumis 
pendant une heure à l’action d’une enzyme chargée de les fragmenter pour former des séquences 
courtes destinées à être hybridées sur les puces. Ces séquences sont ensuite couplées à de la biotine 
(1 heure). Un mélange d’hybridation est préparé à partir des ADNc marqués, d’ARN eucaryote 
servant de contrôle interne à l’expérience et de tampons et 80 µl sont déposés sur la puce 
(Affymetrix 901173). Le mélange est injecté sur la puce à travers un septum d’injection dans une 
chambre dont l’une des parois est couverte par les sondes. Le perçage préalable du septum 
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d’aération permet d’évacuer l’air de la chambre à mesure qu’elle se remplit avec le mélange 
d’hybridation. Toutefois, une bulle d’air est maintenue dans la chambre. Elle sert à homogénéiser la 
solution d’hybridation et à assurer que cette solution circule sur toute la surface de la puce couverte 
par les sondes. L’hybridation se déroule pendant 17 heures sous agitation à 45°C.  
Jour 4 - Rinçages, marquage fluorescent, lecture 
Le quatrième jour, les puces sont rincées, marquées à l’aide d’un complexe streptavidine (forte 
affinité pour la biotine) – phycoérythrine (permettant l’émission de fluorescence) et à nouveau 
rincées dans les stations dédiées Affymetrix (GeneChip Fluidics Station 450) à l’aide du kit Affymetrix 
900720. La fluorescence est mesurée à 570 nm par un scanner qui génère une cartographie 
d’intensité en nuances de gris. Un traitement informatique permet ensuite de faire le lien entre cette 
cartographie d’intensité et la liste des sondes présentes sur la puce et interrogées au sein de chaque 
échantillon, quantifiant ainsi les niveaux d’expression pour chaque gène. 
 
Analyse bioinformatique - AMEN 
L’analyse des données brutes générées par la lecture des puces requiert la maitrise d’outils 
bioinformatiques. Elle a donc été réalisée en collaboration avec Frédéric Chalmel, chargé de 
recherche au sein de l’équipe. Il a en effet développé un logiciel de traitement de données nommé 
« Annotation, Mapping, Expression and Network » (AMEN) (Chalmel & Primig, 2008). Ce logiciel 
permet de traiter et normaliser les données brutes générées (fichiers .cel) à la lecture des puces par 
le scanner Affymetrix, puis de réaliser les différentes filtrations statistiques qui conduisent à 
l’identification des gènes dont l’expression est significativement modifiée entre les échantillons de 
référence et les autres et de grouper les gènes selon leurs profils d’expression. Le logiciel intègre 
également les annotations des gènes disponibles dans les banques de données publiques telles que 
Gene Ontology (GO, processus biologiques) ou encore Comparative Toxicogenomics Database (CTD, 
impact des produits chimiques). Ceci permet de réaliser des analyses fonctionnelles permettant de 
dégager des tendances significatives, à savoir des enrichissements sur la base de ces annotations, au 
sein des lots de gènes obtenus. Concrètement, un enrichissement de la fonction « apoptose » signifie 
que, parmi tous les gènes dont l’expression est modifiée, la proportion des gènes impliqués dans ce 








6. HISTOLOGIE  
La fixation permet d’éviter la lyse cellulaire après prélèvement, tout en préservant la structure de 
l’organe et les macromolécules. Elle conserve les antigènes nécessaires pour un traitement 
immunohistochimique et peut aussi augmenter la rigidité du tissu pour faciliter sa coupe.  
A. Fixation paraformaldéhyde 4 %, inclusion, coupes 
Ce fixateur est préparé avec 2 grammes de poudre de paraformaldéhyde (Sigma) dissout à chaud 
dans 50 ml de PBS1X (tablettes, Sigma) préalablement traité au DiEthylPyroCarbonate (DEPC, Sigma). 
Le DEPC a pour fonction d’inhiber les RNases. Une solution d’eau DEPC 1‰ est préparée. Après une 
nuit, la solution est passée à l’autoclave pour inactiver le DEPC. Le PBS DEPC est préparé en ajoutant 
2 tablettes de PBS Sigma. Le paraformaldéhyde chauffé peut dégager des vapeurs de formaldéhyde, 
classé cancérigène de catégorie 1, et doit donc être manipulé sous hotte. Le pH de la solution est 
ajusté à 9 pour une conservation optimale des ARN du tissu en vue de l’hybridation in situ. L’ovaire 
est plongé pendant 2 heures dans cette solution de fixation sur glace. Dans le cas du cerveau, il passe 
24 heures dans le fixateur. Celui-ci, aqueux, est alors retiré et remplacé par une solution de sucrose 
20% (Sigma), plus dense et moins aqueuse jusqu’à ce que l’organe « coule » au fond du tube, quand 
sa densité devient égale à celle de la solution. Il est ensuite inclus dans du Tissue Tek (Sakura, 
Labonord). Les cerveaux sont conservés en vue d’une étude ultérieure. Les ovaires sont coupés au 
cryostat (épaisseur 8 µm) et les coupes sériées sont montées sur des lames à puits préalablement 
traitées au TriEthoxySilylPropylAmine (TESPA, Sigma). Les lames ainsi préparées sont conservées à -
20°C. Le TESPA est un adhésif, sa fonction est de favoriser l’adhérence des coupes de tissus sur la 
lame en verre qui leur sert de support. Les lames de verre brutes sont baignées dans une solution 
d’acétone TESPA 4 %, puis dans 2 bains successifs d’acétone et 3 bains d’eau distillée (1 minute 




Tableau 14: Programmes disponibles sur le Citadel (automate de déshydratation / enrobage). 
Durée des bains
Toluène (1) 10 min
Toluène (2) 10 min
Toluène (3) 10 min
Ethanol 100 % (1) 5 min
Ethanol 100 % (2) 5 min
Ethanol 95 % (1) 2 min
Ethanol 95 % (2) 2 min
Ethanol 90 % 2 min
Ethanol 80 % 2 min
Ethanol 70 % 2 min
Ethanol 60 % 2 min
Ethanol 50 % 2 min
H2O 2 min
Tampon Composition






TBS 10X 24.2g Tris 
80g NaCl 
13ml HCl 37% 
H2O qsp 1L
pH 7.6














Organes issus d’animaux de 
– de 6 jours
Organes issus d’animaux de 
+ de 7 jours
Ethanol 70 % (1) 30 min 6 h
Ethanol 70 % (2) 30 min 6 h
Ethanol 90 % 30 min 5 h
Ethanol 100 % (1) 1 h 1 h
Ethanol 100 % (2) 1 h 1 h
Butanol (1) 15 min 2 h
Butanol (2) 1 h 5 h
Butanol (3) 15 min 4 h
Paraffine (1) 2 h 2 h
Paraffine (2) > 2 h > 2 h
Tableau 15 : Programme disponible sur le 
Varistain (automate utilisé pour le 
déparaffinage et la réhydratation). 
Tableau 16 : Préparation des tampons et 
solutions utilisés en immunohistochimie. 
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B. Fixation Bouin, inclusion, coupes 
 
Ce fixateur est composé de 75% de solution aqueuse saturée d’acide picrique, 20% de formaldéhyde 
à 37% et 5% d’acide acétique. L’organe prélevé est déposé dans un tube 1.5 ml contenant 500 µl de 
liquide de Bouin (24 heures, +4°C). Ensuite, le fixateur est retiré et les organes sont déposés dans des 
cassettes d’inclusion avant d’être installés dans un automate de déshydratation et d’enrobage : le 
Citadel (dont les programmes sont présentés dans le tableau 14). Les organes sont plongés dans une 
succession de bains d’éthanol de concentration croissante qui éliminent les résidus de fixateur et 
déshydratent progressivement les tissus. Les bains de butanol achèvent la déshydratation et 
préparent à l’enrobage par immersion des organes dans des bains de paraffine liquide chauffée à 
56°C. La durée des bains dépend de la taille des organes, plus il y a de tissus et plus les étapes sont 
longues. Les organes sont ensuite inclus dans des cubes de paraffine. Ils sont orientés sous loupe 
binoculaire de façon à obtenir à chaque fois la même incidence de coupe au microtome. Dans le cas 
d’organes très petits (tels que les ovaires néonataux), ils peuvent subir après les bains d’éthanol 70% 
une légère coloration dans de l’éthanol 90 % - éosine. Cet aspect rosé permet ensuite de repérer 
l’organe au sein du bloc de paraffine qui s’opacifie en refroidissant. Les blocs ainsi obtenus sont 
coupés au microtome. Les coupes ont une épaisseur de 5 µm et sont montées (une coupe sur cinq, 
cinq fois) dans de l’eau albuminée sur des lames de verre traitées au TESPA et conservées à 4°C. Les 




Il s’agit d’un marquage protéique reposant sur le principe de détection antigénique. Il est 
effectué ici sur les lames portant des coupes d’organes fixés dans le liquide de Bouin et inclus en 
paraffine. 
Réhydratation des coupes, démasquage et saturation 
Les coupes sont déparaffinées et réhydratées dans un automate (Varistain, dont le programme est 
présenté par le tableau 15) par des bains successifs de toluène et éthanol de titre décroissant. 
Ensuite les coupes subissent un démasquage d’épitopes (pour revue, D'Amico et al., 2009) (un pré-
traitement permettant de rendre les épitopes accessibles en améliorant leur conformation spatiale 
par rupture des liaisons moléculaires créées par le fixateur qui les modifie, réduisant l’accessibilité  
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Anticorps primaire Anticorps secondaire
Montage




























































































Tableau 17 : Anticorps utilisés.  
Dil. = dilution. Les anticorps primaires sont dilués dans un diluant industriel (Dako S0809), les 
anticorps secondaires sont dilués dans du PBS 1X. 
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des anticorps). Ce démasquage (45 minutes à 80°C dans un bain de tampon citrate 10 mM, pH6) 
facilite donc le marquage par l’anticorps. La solution est ensuite ramenée à température ambiante 
avant de plonger les lames dans du PBS 1X (tableau 16). Le blocage des sites aspécifiques est réalisé 
avec une solution de PBS-BSA (Sigma) 10%, une heure à température ambiante. Cette étape vise à 
saturer les sites aspécifiques peu réactifs mais capables malgré tout de créer des liaisons de faible 
affinité avec de nombreux produits utilisés au cours du marquage. 
Anticorps et amplification 
Les lames sont à nouveau rincées dans du PBS 1X avant de recevoir l’anticorps primaire spécifique de 
la protéine d’intérêt dilué dans du Dako RealTM antibody dilutent (Dako S2022) comprenant un agent 
bloquant (incubation à 4°C durant une nuit). Les différents anticorps utilisés dans le cadre de cette 
thèse sont présentés dans le tableau 17. Après rinçages dans du PBS 1X, un anticorps secondaire 
synthétisé chez l’espèce utilisée pour la production de l’anticorps primaire est déposé sur les lames. Il 
est dilué dans du PBS 1X. Il va reconnaitre spécifiquement la partie constante de l’anticorps primaire 
et permettre la révélation par coloration parce qu’il est couplé à une peroxydase (figure 46 A, page 
suivante) ou à de la biotine (figure 46 B). Une amplification du signal par le complexe ABC Avidin-
Biotin Complex, (Vectastain elite ABC Kit, Vector Labs, PK-6100) est alors nécessaire. Ce kit contient 
de l’avidine, à forte affinité pour la biotine, couplée à des péroxydases qui peuvent alors réagir avec 
la diaminobenzidine (DAB) et produire un précipité coloré stable.  
Révélation, contre-coloration, déshydratation et montage 
La DAB (3-3’ diaminobenzidine tétrahydrochloride, Sigma, D7304) oxydée par les peroxydases 
portées par les anticorps secondaires, se colore en brun. L’hémoglobine ayant une activité 
peroxydase endogène, les hématies peuvent également être légèrement marquées à la DAB. Les 
lames révélées sont rincées au PBS 1X et contre-colorées (1 min dans l’Hémalun de Masson (solution 
à l’hématoxyline préparée au laboratoire, préparation tableau 16 voir page 152), rinçage dans l’eau, 
1 min dans une solution de carbonate de lithium (Sigma) à saturation qui neutralise les charges en 
présence, faisant changer l’hématoxyline de couleur). Enfin, les coupes sont déshydratées par bains 
successifs dans l’éthanol 95 %, l’éthanol 100 % et 2 bains de toluène (une min chacun) et montées 
sous lamelle dans un milieu hydrophobe permanent : la résine Eukitt® (Kindler).  
D. Hybridation in situ  
L’hybridation in situ est un marquage d’ARNm. À l’origine l’hybridation est développée pour marquer 
des ADN fixés sur une membrane à l’aide d’une sonde ARN (Gillespie & Spiegelman, 1965). Puis la 
technique est utilisée sur des coupes de tissus (Orth et al., 1971). Les sondes sont alors couplées à un 
élément radioactif pour permettre une révélation par autoradiographie. Cette technique de 
marquage « chaud » est contraignante d’abord parce qu’il faut manipuler de la radioactivité et 
ensuite parce que l’étape de révélation est très longue. Le marquage « froid » est développé au  
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Figure 46 : Immunohistochimie 
A : Marquage sans amplification. L’anticorps primaire reconnait l’antigène d’intérêt puis est lui-
même reconnu par un anticorps secondaire couplé à une enzyme qui, en présence de son substrat 
(Diaminobenzidine , DAB), forme un précipité brun. B : Marquage avec amplification. L’anticorps 
primaire reconnait l’antigène d’intérêt puis est lui-même reconnu par un anticorps secondaire couplé 
à de la biotine. Il faut ensuite ajouter de l’avidine (à forte affinité pour la biotine) couplée à une 
enzyme qui, en présence de son substrat, DAB forme un précipité brun. 
Gène
 







F : TGCAGGCTAGGCAGTCTGAA 
1040-1483 de NM_37482 
 
443 
 R : TCCATTTGCTCTGGGACCTG 
Amh
 




 R : CACCACGTGGTTCCCGTAGC 
Cyp19a1
 
F : TGGATGGGGATTGGAAGTGCCTG 
797-1487 de NM_33936 
 
 691





549-1285 de NM_ 022850 
 
736




F : CTGTGGGGATCACAGTGTTG 
551-1211 de NM_ 017333 
 
661
 R : CAGCAGCACAAACACGACTT 
Gdf9 
 




 R : CTCCTTTACCACAAGGTCACAC 
H3f3b 
 
F : TACCCTTCCAGAGGTTGGTG 
194-973 de NM_053985 
 
779
 R : CAAGACTCCCCACCACTTGT 
Inha 
 




 R : CAAGGACACAGGCACAGCCAT 
Isyna1 
 
F : ATTGGCTCTGGCCTCAAGAC 
1060-1667 de NM_001013880 
 
608
 R : GCCTTCACCTCTTCTGGCTT 
Nobox 
 
F : ATGTTCCTGGCAGTGACAGCA 
908-1255 de NM_ 001192013 
 
348
 R : TTGGCTGCAGCAAGATCTGAC 
Psmb9 
 
F : CATCATGGCTGTGGAATTTG 
66-583 de NM_012708 
 
518
 R : GGTAGATGACACCCCCACTG 
Rrm2 
 
F : GCACTGGGAAGCTCTGAAAC 
396-886 de NM_001025740 
 
510
 R : GGCTTGTGTACCAGGTGCTT 
Sgk1 
 
F : GCGCAATGTTCTGTTGAAGA  
141-721 de NM_001193568 
 
580
 R : CCTCTTGGTCCGGTCCTT  
Tableau 18 : Couples d’amorces utilisés pour la synthèse de ribosondes d’HIS. La taille des amplicons 
est indiquée en bases. 
Anticorps primaire
Anticorps secondaire couplé à la 
peroxydase
DAB réduite 












couplé à la biotine




milieu des années 70 et utilise des sondes couplées à la biotine (Manning et al., 1975) mais la 
révélation utilise le même système enzymatique qu’en immunohistochimie et l’activité peroxydase 
endogène des tissus génère un important bruit de fond. La biotine est alors remplacée par de la 
digoxygénine permettant une révélation à l’aide d’une phosphatase alcaline (Herrington et al., 1989). 
La plupart des sondes utilisées ont été synthétisées pour cette étude (liste en tableau 18). D’autres 
sondes étaient déjà présentes au laboratoire : Msy2 (marqueur ovocytaire, non présenté dans la 
liste, les séquences de ses amorces figurent dans l’article « Systemic compensatory response to 
neonatal estradiol exposure does not prevent depletion of the oocyte pool in the rat ») et Inha 
(marqueur des cellules de la granulosa Guigon et al., 2003a). 
i. Synthèse de ribosondes  
Des amorces de PCR correspondant à un gène d’intérêt (marqueur des cellules germinales, 
marqueurs de croissance…) sont dessinées grâce au logiciel libre (Primer3) en fonction de la 
séquence du gène présente dans les bases de données (NCBI gene). Après un alignement de 
séquences multi-espèces, les amorces sont choisies dans des zones conservées par l’évolution. La 
taille de l’amplicon doit être grande (généralement entre 500 et 900 bases) car plus l’amplicon 
généré est long, plus la sonde qui en découlera portera de molécules de digoxygénine nécessaires au 
marquage et ceci facilitera sa détection en amplifiant la réaction de révélation. Les séquences des 
amorces «forward» et «reverse» doivent avoir une quantité de bases AT et GC similaire afin que 
leurs températures optimales d'hybridation soient compatibles. Les amorces sont testées en PCR 
(figure 47, page suivante) sur des ADNc issus d’animaux chez lesquels le gène correspondant est 
exprimé. Le produit de PCR est ensuite séquencé (MWG Operon). Puis il est purifié (à l’aide de Kits 
QIAGEN selon les instructions du fournisseur) et intégré à l’aide d’une ligase dans un plasmide pGEM-
T easy (Promega). Le plasmide porte un gène de résistance à l’ampicilline, un site multiple de clonage 
(site reconnu par de nombreuses enzymes de restriction) et est ouvert sur le site de son gène Lac Z, 
avec des extrémités Thymine disponibles permettant l’insertion du produit de PCR d’intérêt qui porte 
à son extrémité une base Adénine. Ce plasmide est ensuite introduit par transformation dans des 
bactéries compétentes XL 1blue (Invitrogen) grâce à un choc thermique. Puis les bactéries sont mises 
en culture dans du milieu SOC (Invitrogen) à 37°C dans un incubateur-agitateur (1 heure, 180 rpm 
(New Brunswick)). La pré-pousse obtenue est mise en culture sur gélose (25g/L LB -Luria Broth, 
Sigma- ; eau ; 15 g/L agar -Eurobio) contenant 40 µl de X-Gal [20 mg/ml] et 40 µl d’IPTG [20 mg/ml] 
(Promega), à 37°C pendant une nuit. 
Les clones d’intérêt obtenus sont reconnaissables à leur couleur blanche parce que l’insert 
interrompt le gène Lac Z responsable de la métabolisation du X-gal produisant la couleur bleue. Ils 
sont prélevés et remis en culture dans du milieu LB contenant de l’ampicilline [100 µg/ml] pour 
s’assurer que les bactéries ne perdent pas leur plasmide en cours de culture, une nuit à 37°C avec 
agitation. Une petite quantité de la pousse est soumise à une MINIprep (kit QIAGEN, selon les 
instructions du fournisseur) : le kit sert à extraire le plasmide, qui est ensuite digéré par des enzymes 
de restriction possédant un site de coupure dans le site multiple de clonage du plasmide (ou à une 
extrémité de l’insert) afin d’en vérifier la taille par électrophorèse. La totalité de la pousse  
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Pré-pousse
Étalement sur gélose X-gal / IPTG
Transformation en bactéries 
compétentes (XL1 blue)
Amplification spécifique
Ajout d’une base A
Ligation dans le plasmide 
(p-GEMt-easy)
Sélection de clones blancs
Amplification en bactéries 
en milieu sélectif 
(Ampicilline)







Extraction & précipitation ADN
(phénol/chloroforme)
Synthèse des sondes par 
complémentarité à l’aide de 











Site multiple de clonage
Linéarisation du plasmide :
Digestion par Sac II : insert sous dépendance du promoteur Sp6
Digestion par Nde I : insert sous dépendance du promoteur T7
 
Figure 47 : Synthèse ribosondes pour HIS 
Grâce à la complémentarité A/T, les produits de PCR peuvent s’intégrer dans un plasmide à bout T 
sortant, lui-même introduit dans une bactérie compétente. Si ces étapes fonctionnent, les bactéries 
hôtes deviennent incapables de métaboliser le X-gal mais sont résistantes à l’ampicilline. Les 
plasmides sont ensuite extraits et linéarisés puis purifiés avant de servir de matrice pour la synthèse 





bactérienne est alors soumise à une MIDIprep (kit QIAGEN, selon les instructions du fournisseur) 
pour extraire et purifier le plasmide en grande quantité (et éliminer notamment l’ADN 
chromosomique bactérien). La quantité d’ADN est dosée par spectrophotométrie à 260 nm 
(Nanodrop). Le plasmide purifié subit une nouvelle électrophorèse de contrôle avant d’être linéarisé : 
il est digéré par une enzyme de restriction possédant un site unique de coupure dans le site multiple 
de clonage (pas dans l’insert). L’ADN est ensuite purifié et précipité : un volume de 
phénol/chloroforme/alcool isoamylique est ajouté au produit de MIDIprep digéré. Après avoir été 
vortexé et centrifugé à vitesse maximale, la phase aqueuse supérieure est récupérée, additionnée de 
100 µl de chloroforme/alcool isoamylique pour retirer les traces de phénol, vortexée, centrifugée. La 
phase aqueuse supérieure est à nouveau récupérée, additionnée d’acétate de sodium (3M pH5.2) et 
de trois volumes d’éthanol 100% pour précipiter l’ADN. Après une nuit à -20°C, le mélange est 
centrifugé -toujours à vitesse maximale- 30 min à 4°C. Le culot obtenu est lavé à l’éthanol 70%, repris 
dans de l’eau [500 ng/µl] et conservé à -20°C. 
Les sondes ARN sens (témoin négatif) et antisens (sonde test) sont synthétisées par transcription in 
vitro à partir du plasmide linéarisé en présence d’ARN polymérases SP6 ou T7 et de nucléotides 
marqués à la digoxygénine pendant 2h à 37°C (Roche). L’ADN matrice est digéré par la DNAse I 
(Roche) 30 min, à 37°C. Les sondes ARN sont précipitées à l’aide de chlorure de lithium et deux 
volumes d’éthanol 100%. Après une nuit à -20°C, le mélange est centrifugé à vitesse maximale 30 
min à 4°C. Le culot obtenu est lavé à l’éthanol 70%, repris dans de l’eau et conservé à -20°C. 
ii. Hybridation in situ  
La verrerie utilisée en hybridation ne doit pas être contaminée par des RNAses. Pour s’en assurer, 
elle est chauffée au préalable 1h30 à 180°C au four. Les tampons et solutions sont préparés avec de 
l’eau DEPC. La composition des différents tampons et solutions est détaillée dans le tableau 19, page 
suivante. 
Les lames portant les coupes de tissu à hybrider sont décongelées à 42°C sur une platine chauffante, 
puis plongées dans un bain de chloroforme (30 secondes, pour éliminer les lipides des tissus), trois 
bains de PBS 1X pH 7.3 (3 x 5 min, pour les réhydrater), deux bains de TEA (Triéthanolamine 18.5 g/L, 
2 x 5 min). Dans chaque bain de TEA, on ajoute goutte à goutte 250 µl d’anhydride acétique sous 
agitation. Celui-ci bloque les groupements amines réactifs du tissu afin d’empêcher les hybridations 
aspécifiques. Ensuite les lames sont plongées dans deux bains successifs de 2X SSC (2 x 5 min). Les 
coupes sont couvertes d’une goutte de tampon de pré-hybridation, pendant 2 heures à 55°C, dans 
une cuve noire à saturation de vapeurs de formamide afin d’abaisser la température d’hybridation 
optimale pour qu’elle soit compatible avec la conservation des tissus.  
Les sondes d’hybridation sont ensuite diluées dans le tampon d’hybridation, dont la constitution est 
semblable à celle du tampon de pré-hybridation, à l’exception de l’EDTA et de l’ADN de sperme de 
saumon (tableau 19). Le facteur de dilution des sondes dépend de leur qualité, de l’abondance de 
leur cible dans le tissu et de leur conformation afin d’assurer lors de la révélation un signal optimal. Il  
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Solution Composition
TEA 3.7g triéthanolamine poudre
200ml H2O DEPC
pH 8
20X SSC 87.66g NaCl
44.11g Na3 citrate 2H2O (trisodium dihydraté) 
H2O DEPC qsp 500ml
pH 7
Tampon de pré-hybridation 1 ml Formamide désionisé (Sigma) 
200µl 20X SSC 
100µl Denhardt’s solution stock 100X 
5µl Yeast tRNA (solution Sigma, 20mg/ml)
40µl EDTA 200mM pH 8
100µl Dextran stock 50% (saturation des sites aspécifiques, Sigma)
360µl H2O pure (Eurobio) 
200µl d’ADN de sperme de saumon à 2.5mg/ml
Tampon de saturation 25% 20X SSC 
25% H2O 
50% formamide








0.1X SSC-30% formamide 69.5 ml H2O 
30 ml formamide 
500µl 20X SSC
T1 100 ml Tris 1M 
30ml NaCl 5M 
H2O qsp 1L
pH 7.5
T2 57 ml T1 
3 ml agent bloquant 10% (Boehringer1096176)
T3 100 ml Tris 1M 
20 ml NaCl 5M
pH 9.5
Solution de révélation 3.6ml T3 complet 
24µl levamisole (Sigma)
14µl BCIP (BromoChloroIndolyl, Roche)
17.2 NBT (NitroBlue Tetrazolium, Roche)
 
Tableau 19 : Préparation des tampons et solutions utilisés en hybridation in situ. 
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est déterminé de façon empirique dans des expériences pilotes. Il est en général de 100, sauf dans le 
cas de Msy2 (400). Les sondes diluées sont placées 3 minutes à 65°C afin de les dénaturer, puis 
immédiatement sur glace afin d’éviter les ré-appariements et enfin déposées sur les coupes et 
laissées une nuit à 55°C dans une cuve à saturation de vapeurs de formamide. 
Le lendemain, les lames sont rincées (2 x 5 min) dans du 2X SSC puis traitées à la RNAse A qui 
dégrade les ARN simple brin (3 ml de tampon NTE +12µl de RNASes à 20µg/ml, 30 min, 37°C). Les 
lames sont rincées dans du 2X SSC (3 x 5min) puis dans du 0.1X SSC-30% formamide préchauffé au 
bain marie à 60°C (en conditions stringentes, 1 heure), puis dans un bain de 5 minutes de tampon T1 
avant un bain de 2 heures à température ambiante dans du tampon T2 (contenant un agent 
bloquant). Ensuite les coupes sont recouvertes d’une solution d’anticorps anti-digoxygénine couplés 
à une phosphatase alcaline (anticorps anti-DIG Roche dilué au 1/500 dans T2, 2 heures à 37°C). Cette 
incubation est suivie de trois bains successifs de 5 min dans du tampon T1 (0.15 M NaCl, 0.1 M Tris, 
pH 7) et deux bains de 10 min dans du tampon T3 complet (T3 MgCl2 50mM extemporanément). Le 
tampon T3 est plus alcalin que le T1 pour permettre l’action de la phosphatase alcaline. Enfin, la 
solution de révélation est déposée sur les coupes. Le levamisole qu’elle contient inhibe les 
phosphatases alcalines endogènes, tandis que le BCIP et le NBT sont des substrats de la phosphatase 
alcaline. La solution de révélation reste sur les coupes une nuit à température ambiante à l’obscurité. 
Les lames sont ensuite rincées dans du PBS 1X et peuvent être montées dans un milieu Glycérol 
Gélatine. Si une immunofluorescence ou un TUNEL est envisagé, les lames sont séchées et 
conservées à 4°C (maximum une semaine) si elles ne sont pas traitées immédiatement. 
E. Couplage HIS / IHC (IF) 
En immunofluorescence, les lames sont rincées et réhydratées dans du PBS 1X (ou utilisées pour des 
doubles-marquages après une HIS) puis mises en contact une nuit à +4°C avec un anticorps primaire 
(comme en immunohistochimie classique). Les lames sont rincées dans du PBS 1X puis mises en 
contact durant 2 heures avec un anticorps secondaire couplé à un fluorochrome. Après de nouveaux 
rinçages au PBS 1X, les lames sont montées sous lamelle dans un milieu de montage évitant 
l’affadissement de la fluorescence et contenant un intercalant fluorescent des acides nucléiques 
(DAPI, pour marquer les noyaux, Vectashield, Vector Labs). Elles sont conservées à +4°C. 
F. Marquage des cellules en apoptose 
Trois techniques de détection de l’apoptose par mise en évidence de la fragmentation de l’ADN 
survenant en fin de processus ont été utilisées selon l’objectif de l’expérience. Le comparatif de ces 
trois techniques est présenté dans le tableau 20, page suivante. 
i. Terminal deoxynucleotidyl transférase (TdT) dUTP Nick End Labeling (TUNEL)  
Cette méthode (In Situ Cell Death Detection kit, POD. Roche) permet la détection de l’apoptose par 
marquage des extrémités des fragments d’ADN générés au cours de la mort cellulaire. La transférase 
(TdT) catalyse l’ajout de nucléotides couplés à des peroxydases à ces extrémités d’ADN 3’ dégagées 






Tableau 20 : Comparatif des techniques de détection apoptose 
Le choix de la technique de détection de l’apoptose est guidé par l’objectif de l’expérience :  
Le TUNEL en paraffine fournit un marquage fort mais avec beaucoup de bruit de fond atténué par un 
second marquage (apoptose + marqueur de la membrane basale) 
Le TUNEL sur cryocoupe est visible en fluorescence, idéale pour les études de colocalisation 
(apoptose + marqueur de cellule germinale) 
L’Apoptag sur paraffine produit un marquage faible mais sans bruit de fond autorisant les comptages 
cellulaires en microscopie à lumière blanche 
ON : overnight, une nuit 
DAB : Diaminobenzidine 
AEC : Amino-Ethyl-Carbazol 





TUNEL paraffine TUNEL cryocoupe Apoptag paraffine
Intensité de marquage  +++
Bruit de fond +++
Intensité de marquage  ++
Bruit de fond -
Intensité de marquage  +






















Marquage à la DIG (1h30)
Anticorps anti-DIG (1h)
 intermédiaire
Révélation :  DAB / AEC Révélation : fluorescence Révélation : DAB / AEC
Marquage stable Marquage instable Marquage stable
Permet double marquages
propres 




• Sur coupes en paraffine  
Après déparaffinage et réhydratation, les lames sont immergées dans un bain de méthanol H2O2 1% 
(3 x 20 min à température ambiante) afin d’inhiber les peroxydases endogènes qui génèrent du bruit 
de fond lors de la révélation. Ensuite, elles sont plongées dans un bain de tampon citrate 10 mM pH 
6 à 80°C pendant 45 min, puis après retour à température ambiante elles sont rincées au PBS 1X et 
mises en contact avec la solution de marquage (dNTP couplés à de la fluorescéine isothiocyanate) et 
l’enzyme (terminal deoxynucleotidyl transferase). Après incubation (1 heure, 37°C), les coupes sont 
rincées au TBS 1X (pour rappel, tableau 15 page 152) et recouvertes d’un mélange de POD converter 
(un anticorps anti-fluorescéine couplé à une peroxydase) et de PBS 1X-BSA 4%-SVF 4% afin de 
bloquer les sites aspécifiques. Les coupes restent immergées une nuit, à 4°C, puis elles sont rincées 
au TBS et révélées à la DAB, contre-colorées, déshydratées et montées sous lamelle dans de la résine 
Eukitt® (Kindler). 
• Sur coupes congelées 
Les lames d’HIS sont postfixées dans du paraformaldéhyde 4 % durant 30 min à 4°C. Puis elles sont 
mises en contact avec le mélange réactionnel du TUNEL pendant une heure à 37°C, rincées et 
montées en milieu Vectashield avec DAPI pour une lecture en fluorescence. Cette technique ne 
nécessite pas d’anticorps secondaire car la fluorescéine contenue dans le mélange réactionnel a des 
propriétés fluorescentes. 
ii. Apoptag  
Après déparaffinage et réhydratation, les lames subissent un démasquage d’épitopes (voir section 
« immunohistochimie » page 153) puis après retour à température ambiante, elles sont immergées 
dans un bain de PBS 1X - H2O2 3% (15 min à température ambiante) afin d’inhiber les peroxydases 
endogènes. Les coupes subissent ensuite le marquage des cellules en apoptose selon les instructions 
du fournisseur (kit S1700, Millipore). Ce marquage repose sur la même technique que le TUNEL : les 
lames sont couvertes d’un mélange réactionnel contenant un quart de solution d’enzyme TdT et des 
dNTP couplés cette fois à la digoxygénine durant 1h30 à 37°C, puis elles sont rincées avec un tampon 
de lavage dilué dans l’eau et du PBS 1X. Un anticorps anti-digoxygénine est appliqué pendant 1 heure 
à température ambiante. Les lames sont ensuite révélées, contre-colorées, déshydratées et montées 
comme dans le cas d’une immunohistochimie classique.  
 
G. Acquisition d’images et comptages cellulaires 
Les lames d’HIS et HIS couplée à de l’immunofluorescence ou TUNEL sont observées puis 
photographiées sur un microscope à fluorescence (AxioImagerM1 Zeiss) à l’aide du logiciel Axiovision 
Rel 4.7.1.  
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Figure 48 : Test des comètes 
Après récupération, les cellules de l’ovaire subissent une dissociation mécanique avant d’être mélangées 
à du LMPA (Low Melting Point Agarose) puis déposées sur des lames de verre portant déjà 2 couches de 
gel d’agarose. Les cellules sont ensuite lysées à pH alcalin pour exposer leur ADN. Les lames sont traitées 
ou non avec une enzyme de réparation de l’ADN spécifique de certains sites endommagés par les ERO. 
Puis l’ADN subit une étape de déroulement afin de rendre accessibles tous les fragments générés qui 
peuvent alors migrer. Après neutralisation et déshydratation, les lames sont « lues » grâce à l’ajout d’un 
intercalant de l’ADN avec un microscope à fluorescence couplé à un logiciel d’acquisition des données. 
2 organes, 750 µl PBS
Filtration
Centrifugation 6 minutes, 1000 rpm
Élimination surnageant
Ajout 300 µl LMPA
Dépôt 75 µl par lame
A B C D
Dissociation
Lyse pH > 13; ON; +4°C
Rinçage (tampon enzyme pH8)




20 min; tampon d’électrophorèse
20 min; 25mV, 2mA
Neutralisation 2 X 5 min; trizma base pH 7.5
Déshydratation 5 min; éthanol pur
Séchage
Lecture (microscopie en fluorescence)




Trizma base 1.07 g
NaOH 10.68 g





NaOH 10N 30 ml












Le comptage des ovocytes totaux néonataux est réalisé après leur marquage par TRA98, un 
marqueur nucléaire des cellules germinales (Tanaka et al., 1997). Compte tenu de la grande densité 
des cellules germinales accolées les unes aux autres aux âges considérés (0, 1, 2 et 3 jpn), un 
marqueur cytoplasmique (par exemple Ybx2, approprié sur les coupes issues d’ovaires adultes) ne 
permettait pas de les différencier individuellement et risquait de biaiser le comptage. Bien que 
TRA98 s’atténue avec le développement folliculaire (il disparait presque dans les ovocytes des 
follicules primaires), ce marqueur nucléaire était donc le plus adapté à notre étude pendant la 
période d’histogenèse folliculaire. Le comptage des ovocytes non marqués par TRA98 est basé sur la 
reconnaissance de la structure des follicules dans lesquels ils sont inclus. La combinaison de ces deux 
critères (expression d’un marqueur nucléaire des cellules germinales et / ou critère morphologique 
d’appartenance à une structure folliculaire) permet un comptage de tous les ovocytes présents sur 
une coupe histologique. Afin d’obtenir une estimation du nombre total d’ovocytes par ovaire 
néonatal, les organes ont été coupés (5 µm d’épaisseur) et une coupe sur 5 a été comptée. Ainsi 
aucun ovocyte n’est compté deux fois et l’estimation est basée sur la totalité de l’organe. Le 
comptage des lames d’IHC se fait sur un microscope couplé à un logiciel de stéréologie : CastTM 
(Olympus France, microscope Olympus BX51, Prior Proscan, Microcator Heidenhein). Ce système 
fournit une aide au comptage de cellules mais aussi la possibilité de mesurer la surface des coupes et 
ainsi de faire une estimation du volume de l’organe par mesure de la superficie de chaque coupe 
multipliée par son épaisseur (soit 5 µm) et le nombre de coupes séparant 2 coupes mesurées (soit 5). 
Chez l’adulte en revanche les follicules ont été comptés sur une coupe sur 10. La taille des follicules 
en développement à l’âge adulte rend difficile le comptage parce qu’ils apparaissent sur plusieurs 
coupes et il faut donc s’assurer que chacun n’est compté qu’une fois. Étant donné la faible densité 
des cellules marquées à l’aide des autres marqueurs utilisés au cours de cette étude (TUNEL, Ccasp3, 
Foxo3), les comptages sont réalisés manuellement sur un microscope classique sans l’assistance de la 
stéréologie. 
H. Test des comètes ou Single Cell Gel Electrophoresis (SCGE) 
Ce test (figure 48) a été réalisé au sein du laboratoire de Toxicologie Génétique de l’Institut Pasteur 
de Lille, qui m’a accueillie dans le cadre d’une collaboration, avec l’aide de Smaïl Tallahari et 
Gonzague Dourdan (techniciens) et Fabrice Nesslany (directeur du laboratoire). 
En 1976, Cook et al. décrivent un test permettant d’étudier les cassures de l’ADN en lysant les 
cellules dans une solution à pH 10 contenant des détergents et une forte concentration en sels (Cook 
et al., 1976). Reprenant ce principe, Ostling & Johanson ajoutent à la lyse une étape de migration 
électrophorétique et observent les premières « comètes » (Ostling & Johanson, 1984). Puis en 1988, 
Singh et al. mettent au point le test en conditions alcalines tel qu’il a été utilisé ici (Singh et al., 1988). 
L'ADN fragmenté migre sur un gel d'agarose de façon inversement proportionnelle à sa taille, 
formant la « queue de la comète » qui donne son nom au test. La sensibilité de ce test permet la 
détection de faibles taux d'ADN endommagé. Peu de cellules sont nécessaires à chaque échantillon 
d'analyse mais ces cellules doivent être parfaitement individualisées afin de ne pas rendre la lecture 
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et l’interprétation des résultats impossibles. En effet, le test repose sur une migration 
électrophorétique et des cellules non dissociées produiraient des « comètes » qui se chevauchent. Le 
protocole appliqué ici ainsi que la composition des différents tampons sont présentés en figure 48, 
page 164. 
Les rattes nouveau-nées sont différenciées des mâles grâce à leur distance ano-génitale plus courte. 
Elles reçoivent 4 heures après leur naissance une injection sous-cutanée unique, soit d’une solution 
témoin négatif (huile), soit d’œstradiol (0.1 ; 1 ; 10 µg), soit d’une solution utilisée classiquement 
comme témoin positif Methylmethane sulfonate (MMS Sigma, #129925-5G, M4016, 75 mg/kg). [Voir 
figure 38 : stratégie expérimentale, page 132.] La voie d’exposition généralement utilisée dans le 
cadre de ce test in vivo est la voie intrapéritonéale mais dans un souci de cohérence expérimentale, 
nous avons préféré utiliser la voie sous-cutanée, comme dans le reste de l’étude. Par ailleurs, la 
biodisponibilté de l’œstradiol par voie sous-cutanée est la même que par voie intrapéritonéale (Liu et 
al., 2007) confortant notre choix. Les ovaires de rattes sont récupérés 2 ou 24 heures après injection. 
Ils subissent un broyage mécanique décrit en 2009 pour la préparation de cellules testiculaires de rat 
(Rodriguez-Casuriaga et al., 2009). Cette dissociation mécanique requiert un mediconTM, un dispositif 
composé de 2 cuves superposées. La cuve supérieure reçoit les deux ovaires de chaque animal dans 
250 µl de PBS. Le fond de cette cuve est percé de petits trous bordés de lames qui désagrègent les 
tissus poussés à travers ce fond percé par une lame métallique mue par un rotor. Le rotor est 
entrainé lorsque le médicon est inséré dans un appareil (la médimachine), pendant 5 secondes. Les 
lames sont alors rincées avec 500 µl de PBS puis la suspension de cellules obtenue est récupérée 
dans la seconde cuve et filtrée à l’aide d’un filconTM (30 µm). Après centrifugation, le culot contenant 
les cellules est mélangé avec 300 µl de LMPA (Low Melting Point Agarose) 0.5 %, puis 75 µl de cette 
solution sont déposés sur les lames portant déjà une couche de Normal Agarose 1.5 % et une couche 
de Normal Agarose 0.8 %. Le tout est recouvert d'une lamelle. Chaque animal fourni deux lames 
destinées au test des comètes sans hOGG1 et deux lames destinées au test des comètes avec 
hOGG1. La human 8-hydroxyguanine DNA-glycosylase (hOGG) est une enzyme de réparation de 
l’ADN. Elle agit de façon spécifique en excisant les sites 8-oxoguanine, des bases modifiées par les 
espèces réactives de l’oxygène (ERO). L’ajout de cette enzyme lors du test des comètes va permettre 
de détecter les lésions dues au stress oxydatif en fragmentant l’ADN spécifiquement sur ces points 
(Smith et al., 2006). 
Toutes les lames sont ensuite soumises à une lyse cellulaire dans un tampon très alcalin (pH > 13) et 
riche en sels pendant une nuit. Cette lyse vise à éliminer les membranes, le cytoplasme, le 
nucléoplasme et les histones des cellules afin de rendre l’ADN accessible pour analyser les types de 
dommages qu’il porte. Des conditions de pH différentes permettent la mise en évidence de 
différents types de cassures de l'ADN: un pH alcalin détruit les liaisons hydrogène inter-chaines dans 
l’ADN, permettant ainsi la migration indépendante de chacun des deux brins et donc la révélation de 
cassures ne concernant qu’un seul brin. Le pH alcalin permet également de prendre en compte la 
cassure des sites alkali-labiles, zones de fragilité de l’ADN induites par la perte de base (site 
apurinique ou apyrimidique).  
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pH de la solution de lyse Type de cassure détecté 
7 < pH < 12.1 Cassures double brin 
12.1 < pH < 12.6 Cassures simple brin + double brin 
pH >12.6 Cassures simple brin + double brin + alcali-labiles 
Les lames destinées au test avec hOGG sont ensuite rincées dans du tampon à pH 8 spécifique de 
l’enzyme. Elles reçoivent 75 µl d'enzyme (6 U/lame) et sont ensuite placées à 37°C pendant 10 
minutes, puis rincées au PBS froid et disposées dans les cuves d'électrophorèse, avec les lames sans 
hOGG, sur glace pendant 20 minutes dans du tampon d'électrophorèse (pH > 13) sans être soumises 
aux champs électriques. C’est l’étape de déroulement, qui permet de libérer les fragments d’ADN 
générés. La migration de l’ADN (chargé négativement) est ensuite effectuée dans le même tampon, 
pendant 20 minutes à 25mV / 2mA. Puis les lames sont immergées 5 minutes successivement 2 fois 
dans du Trizma base (neutralisation) puis dans de l'éthanol pur (déshydratation). Enfin, elles sont 
séchées à l’air libre avant d’être observées au microscope. Le révélateur utilisé afin de visualiser 
l'ADN est l'iodure de propidium (30 µl à 20 µg/ml), un intercalant de l'ADN. Les lames sont lues sur 
un microscope à fluorescence couplé à un système de mesure et d'acquisition: le logiciel « Comet 
Assay IV » (Perceptive Instrument, UK). Ce logiciel fournit des informations sur la taille de la tête et la 
queue des comètes observées ainsi que le taux d'ADN qu'elles contiennent. La fluorescence émise 
est proportionnelle au taux d’ADN.  
7. STATISTIQUES  
Statistiques descriptives : 
Dans chaque groupe de données (nombre d’ovocytes par ovaire, volume des organes, valeurs de 
qPCR…), les moyennes sont utilisées comme paramètre de position pour la représentation graphique 
des données. Le paramètre de dispersion qui l’accompagne est généralement le SEM (« Standard 
Error of the Mean »), calculé selon la formule [s / (√(n-1))] où s est l’écart-type de la série et n 
l’effectif. 
Inférence statistique : 
Toutes les analyses statistiques utilisées au cours de cette thèse ont été réalisées grâce au logiciel 
Sigmastat® (Systat Software). Le logiciel permet de tester d’abord la normalité de la distribution des 
valeurs dans un échantillon (à l’aide du test de Shapiro-Wilk), ainsi que l’homogénéité des variances 
des différents échantillons en présence (à l’aide du test F de Fisher-Snedecor).  
Si les valeurs des échantillons valident ces deux conditions (normalité des distributions et égalité des 
variances), l’utilisation de tests statistiques dits paramétriques est possible. Les tests paramétriques 
sont conduits sur les valeurs mêmes des échantillons.  
• ANOVA : Analysis of Variance 
La variabilité intra-échantillon est estimée par la variance. L’ANOVA a pour but de la comparer à la 
variabilité inter-échantillons. Si la variabilité inter-échantillons est supérieure à la variabilité intra-
échantillon, cela signifie qu’au moins 1 des moyennes est différente des autres.  
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• Test post-hoc 
Son rôle est d’identifier laquelle des moyennes est différente des autres. Il s’agit généralement d’un 
test LSD de Fisher (Least Significant Difference) ou d’un test de Tukey. 
• Test t de Student 
Il sert à comparer les moyennes d’échantillons 2 à 2.  
 
Dans le cas où l’une des conditions (normalité des distributions ou égalité des variances) n’est pas 
respectée, l’utilisation de tests paramétriques est impossible. Il faut alors utiliser leurs équivalents 
non paramétriques, moins stringents.  
• Test de Kruskal-Wallis 
C’est l’équivalent non-paramétrique de l’ANOVA. Il s’agit d’un test de rang. Au lieu d’effectuer un 
test sur les valeurs brutes des échantillons, le logiciel attribue un rang à chaque valeur, 
indépendamment de son appartenance à un groupe et compare les sommes de ces rangs par groupe.  
• Test post-hoc 
Le test de Dunn est l’équivalent non paramétrique du test de Tukey. 
• Test de Mann-Whitney 
Équivalent non paramétrique du test t, il compare les moyennes 2 à 2. 
 
Il est également possible d’étudier l’influence conjointe de deux variables indépendantes (telles que 
la dose et le temps) sur des séries de données. Une analyse de variance à deux facteurs est alors 

















I. Exposition néonatale aux œstrogènes et conséquences à court 
terme sur leur métabolisme et l’histogenèse des follicules ovariens 
Systemic compensatory response to neonatal estradiol exposure does not prevent depletion of the 
oocyte pool in the rat. 
1. RÉSUMÉ  
Lors de la naissance, l’animal se libère de l’imprégnation hormonale maternelle. Parallèlement, chez 
les rongeurs femelles, a lieu dans l’ovaire la formation des follicules, étape essentielle au bon 
déroulement de la vie reproductive de la future adulte. En effet, les cellules germinales groupées en 
amas bordés de cellules somatiques se réorganisent pour former les follicules, structures composées 
d’une cellule germinale unique entourée d’une assise de cellules somatiques, elle-même bordée par 
une membrane basale. Ce phénomène résulte de la mise en place de trois processus simultanés : 
l’avancement méiotique et l’apoptose d’une partie des cellules germinales ainsi que le remodelage 
de la membrane basale. L’exposition des animaux à des composés à activité œstrogénique au cours 
de cette période cruciale du développement altère de façon irréversible le déroulement de la 
formation des follicules, de façon différente selon l’espèce considérée. Cette étude a pour but de 
mieux comprendre les effets du 17b-œstradiol (E2) sur leur propre métabolisme et sur la formation 
des follicules ovariens chez la ratte.  
Nous avons donc répartis des nouveau-nées Sprague-Dawley en 5 groupes. Le premier groupe a reçu 
des injections sous cutanées d’huile de maïs (témoin négatif), les 4 autres groupes ont reçu des 
injections d’E2 à raison de 0.01 ; 0.1 ; 1 ou 10 µg E2/jr. La première injection a été réalisée 4 heures 
après la naissance, la deuxième 24 heures plus tard et la dernière encore 24 heures après. Le sang de 
certains animaux a été récupéré chaque jour pour évaluer la dose d’E2 réellement circulante ainsi 
que la formation de ses métabolites. Par ailleurs, les ovaires des animaux ont été étudiés par 
immunohistochimie et hybridation in situ afin d’évaluer leur évolution histologique, le nombre 
d’ovocytes qu’ils contenaient, la vague d’apoptose liée à la formation des follicules et la répartition 
des récepteurs des œstrogènes. Des investigations en PCR quantitative ont également été menées 
pour suivre partiellement la mise en place des capacités métaboliques tant dans le foie (3 animaux 
par dose, travail en duplicats) que dans l’ovaire lui-même (au moins 3 pools de 6 à 12 ovaires, travail 
en duplicats) ainsi que l’expression de gènes impliqués dans la progression méiotique et la formation 
folliculaire. 
La mesure des taux hormonaux circulants a montré que l’animal développait très rapidement ses 
capacités d’élimination de l’excédent d’E2 mais les analyses quantitatives d’expression de gènes ont 
révélé que cet excédent entravait la maturation normale des gènes de détoxication, tant dans le foie 
que dans l’ovaire. Dans ce dernier, l’E2 diminue de façon dose-dépendante le nombre d’ovocytes 
présents à 3 jpn (soit à la fin de la période de formation des follicules). À la dose de 10 µg/jr, outre la 
diminution de plus de 30 % du nombre d’ovocytes totaux, des ovocytes en apoptose ont été 
observés au sein de follicules déjà formés, soit en dehors des zones normales de fragmentation des 
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cordons ovariens, démontrant une perturbation du processus de formation folliculaire. Ceci entraine 
la formation de follicules vides, dépourvus de leur cellule germinale éliminée après la constitution du 
follicule. En revanche, contrairement à ce qui a été rapporté chez la souris, le traitement n’induit pas 





Systemic Compensatory Response to Neonatal Estradiol
Exposure Does Not Prevent Depletion of the Oocyte Pool
in the Rat
Cle´mentine Chalmey1, Franck Giton2,3, Fre´de´ric Chalmel1, Jean Fiet3, Bernard Je´gou1,4,
Se´verine Mazaud-Guittot1*
1 Institut National de la Sante´ et de la Recherche Me´dicale, Unite´ 1085 Institut de Recherche en Sante´ Environnement et Travail, Institut Fe´de´ratif de Recherche 140,
Universite´ de Rennes 1, Rennes, France, 2AP-HP, Hoˆpital H. Mondor - A. Chenevier, service de Biochimie et de Ge´ne´tique, Cre´teil, France, 3 Institut National de la Sante´ et
de la Recherche Me´dicale, U955 E´quipe 07, Cre´teil, France, 4 Ecole des Hautes E´tudes en Sante´ Publique, Rennes, France
Abstract
The formation of ovarian follicles is a finely tuned process that takes place within a narrow time-window in rodents. Multiple
factors and pathways have been proposed to contribute to the mechanisms triggering this process but the role of
endocrine factors, especially estrogens, remains elusive. It is currently hypothesized that removal from the maternal
hormonal environment permits follicle formation at birth. However, experimentally-induced maintenance of high 17b-
estradiol (E2) levels leads to subtle, distinct, immediate effects on follicle formation and oocyte survival depending on the
species and dose. In this study, we examined the immediate effects of neonatal E2 exposure from post-natal day (PND) 0 to
PND2 on the whole organism and on ovarian follicle formation in rats. Measurements of plasma E2, estrone and their sulfate
conjugates after E2 exposure showed that neonatal female rats rapidly acquire the capability to metabolize and clear
excessive E2 levels. Concomitant modifications to the mRNA content of genes encoding selected E2 metabolism enzymes in
the liver and the ovary in response to E2 exposure indicate that E2 may modify the neonatal maturation of these organs. In
the liver, E2 treatment was associated with lower acquisition of the capability to metabolize E2. In the ovary, E2 depleted the
oocyte pool in a dose dependent manner by PND3. In 10 mg/day E2-treated ovaries, apoptotic oocytes were observed in
newly formed follicles in addition to areas of ovarian cord remodeling. At PND6, follicles without any visible oocyte were
present and multi-oocyte follicles were not observed. Our study reveals a major species-difference. Indeed, neonatal
exposure to E2 depletes the oocyte pool in the rat ovary, whereas in the mouse it is well known to increase oocyte survival.
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Introduction
Mammalian birth is characterized by dramatic endocrine
changes and, in female rodents, this occurs concomitantly with
crucial morphogenetic processes in the ovaries. The formation of
ovarian follicles that occurs in the days following birth, will
determine the whole reproductive life of the female. Although a
fetus is likely to be exposed to high levels of steroids (in particular
progesterone and estradiol [1,2]), the maternal liver and excretory
organs manage their biotransformation and elimination. The fetus
is also protected by the placental barrier and by binding proteins.
Circulating steroids undergo a rapid decrease in the days following
birth and reach nadir at the end of the first week until the newborn
synthesizes its own steroids at the beginning of the infantile period
[1–6]. This sudden release from maternal hormonal impregnation
is associated with a rapid increase in the expression and activity of
enzymes involved in hormone metabolism and detoxification
machinery in the newborn liver [7,8]. As a consequence, the
newborn acquires the capability to metabolize a variety of
hormones and xenobiotics during the first week of life.
In the ovary, the formation of functional units (the follicles) from
the immature fetal ovarian cords also takes place within the three
days following birth [9,10]. Ovarian cords are composed of
clusters of germ cells progressing through the first prophase of
meiosis, surrounded by pregranulosa cells, and delineated by a
continuous basal membrane. They fragment thanks to the
deposition of a new basement membrane [11]. This fragmentation
is associated with the separation of oocytes, which remained
interconnected as nests or cysts during synchronous mitosis [9,10],
and with a massive wave of degeneration specifically targeting
oocytes resulting from both apoptotic and autophagic mechanisms
[12–15]. A number of factors, mechanisms and pathways have
been suggested to be involved in follicle formation. These include
the endogenous meiosis clock, central signals and neurotrophic
factor signaling, growth factor signaling (especially those of the
transforming growth factor family) and transcription factors (for
review, [10]). In addition, several studies have highlighted
endocrine factors such as progesterone and 17b-estradiol (E2) as
candidate actors of follicle histogenesis in several specie from mice,
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rats to cattle and primates [4,16–18]. It is currently hypothesized
that the decrease in maternal E2 impregnation that follows birth
permits oocyte cyst breakdown, and consequently, follicle forma-
tion. Therefore, maintenance of high E2 levels or exposure to E2-
mimicking molecules may result in inhibition of oocyte cyst
breakdown. However, experimentally-induced high neonatal E2
levels have subtly-diverging immediate effects depending on the
species (and even strains) in terms of oocyte survival and ovarian
cord fragmentation, i.e. follicle formation. High post-natal E2
levels increase oocyte survival but inhibit follicle formation in mice
[4,18]. However, they promote both follicle formation and oocyte
survival in the hamster [19,20]. In the baboon, maintenance of
maternal E2 levels are required for follicle formation since a
treatment with an aromatase inhibitor leads to a sharp inhibition
of the process [21]. In the rat, E2 moderately inhibits follicle
assembly but increases primordial-to-primary follicle transition
in vitro and leads to hypoplastic ovaries from post-natal day (PND)
4 onward [16,22]. A typical feature of neonatal exposure to E2 or
xeno-estrogens such as diethylstilbestrol (DES), bisphenol A (BPA)
and genistein (GEN) is a high incidence of multi-oocyte follicles
(MOFs) in peripubertal mice and rats [18,23–28]. Although these
MOFs are thought to arise from reduced oocyte cysts breakdown,
oocyte apoptosis and/or basement membrane neosynthesis and
deposition, the fine etiology of this morphogenetic abnormality
and the role of estrogenic compounds are still obscure.
Increasing concerns of xeno-estrogens impact on health have
led to experimental studies using compounds displaying various
estrogenic activities (DES, BPA, GEN …). The use of E2 or
estradiol-like molecules with distinct kinetic properties (including
ethinyl estradiol, estradiol-benzoate, estradiol–valerate and estra-
diol-cypionate) as reference molecules has increased the complex-
ity of this issue. Although E2 is widely used as a reference molecule
in comparisons with xeno-estrogens, its own mechanism of action
is not completely understood. In addition, due to the availability of
transgenic mice, many studies addressing the effects of a neonatal
exposure to E2 and xeno-estrogens on follicle formation have been
carried out using mice. Although the rat has often been the model
of choice to study molecules affecting the sexual differentiation of
the central nervous system [29,30], the direct effects of neonatal
E2 exposure to the ovary remains unclear in this species.
As a consequence, the aim of this study was to better clarify the
immediate adverse effects of E2 on the ovary in the rat. To that
purpose, we injected newborn pups with E2 during the short time
window corresponding to follicle formation. As a prerequisite for
an acute evaluation of E2 exposure and in an attempt to define
effective doses, we examined dose-effects using doses between
10 mg/day/animal and 0.01 mg/day/animal and compared the
dynamics of the resulting plasma E2 in the pups. To gain insights
into the fate of E2, we also evaluated dynamics of circulating
metabolites and the effects of E2 treatment on the expression of
the enzymes of the detoxification machinery in the newborn liver.
In the ovary, we searched for detoxification capabilities and
evaluated the impact of E2 exposure on: i) these possible local




The animal facility is licensed by the French Ministry of
Agriculture (agreement # C 35-238-19). All the experimental
procedures followed ethical principles according to the NIH Guide
for Care and Use of the Laboratory Animals and were approved
by the Rennes Animal Experimentation Ethics Committee (#R-
2012-CCh-01).
Animal Handling and Treatments
Adult Sprague-Dawley rats were conventionally housed at
adequate temperature (2265uC) and humidity (around 55%) with
12:12 h light/dark cycles and free access to food and tap water.
Their food contained soy (Special Diets Services, Witham,
England). Females were mated overnight with males. The
following day was considered to be embryonic day 0 (e0).
Pregnant females were isolated three days before birth, which
generally occurs at e22.5. Newborn females received a subcuta-
neous injection of 17b-estradiol or corn oil (vehicle–negative
control) (Sigma Aldrich) within a few hours after birth (PND0) and
on two subsequent days (PND1 and 2). Animals were divided in
five groups: one group received the negative control and four
experimental groups received 0.01, 0.1, 1 or 10 mg/day of 17b-
estradiol.
Organs and Plasma Collection
Animals were killed by decapitation in the morning of PND0, 1,
2, 3 or 6. Trunk blood was collected into heparinized tubes and
centrifuged, and plasma was kept frozen (220uC) until steroid
hormone assay. Ovaries were collected at each age, separated
from the ovarian capsule and fixed overnight in Bouin’s solution
for immunohistochemistry or in 2% paraformaldehyde-PBS
(pH 7.2) for 1 h at 4uC for in situ hybridization. Livers and
ovaries were removed and snap frozen for RNA extraction.
Hormone Measurements
Serum samples from two or three animals were pooled and
randomized before assaying. Estrone (E1), estradiol (E2), estrone-
sulfate (E1-S) and estradiol-sulfate (E2-S) were assayed in two steps
using mass spectrometry coupled with gas chromatography
[31,32]. Sera were overloaded with deuterated steroid internal
standards (CDN isotopes Inc., Canada) and extracted with 1-
chlorobutane. The organic extracts were purified on conditioned
LC-Si SPE columns (Varian, Les Ulis, France). E1 and E2 were
derivatized with pentafluorobenzoyl chloride (103772-1G, Al-
drich, Steinheim, Germany). The final extracts were reconstituted
in isooctane and transferred into conical vials for injection into the
GC system (6890N, Agilent Technologies, Massy, France) using
50% phenylmethylpolysiloxane VF-17MS capillary columns
(20 m60.15 mm, internal diameter, 0.15 mm film thickness)
(Varian, Les Ulis, France). An HP5973 (Agilent Technologies,
Massy, France) quadrupole mass spectrometer equipped with a
chemical ionization source and operating in single ion monitoring
(SIM) mode was used for detection. E1-S and E2-S retained in the
aqueous phase of the extraction were measured after acid
solvolysis as E1 and E2, respectively [33]. Accuracy, target ions,
corresponding deuterated internal control, range of detection, low
limit of quantification (LLOQ), and intra & inter assay CVs of the
quality control serums are reported in table S1.
In situ Hybridization and Coupled Immunofluorescence
Fixed ovaries were cryoprotected in 20% (wt/vol) sucrose in
PBS for 1 h, embedded in Tissue-Tek OCT compound (Miles,
Inc., Elkhart, IN), cut into 8 mm-thick sections, mounted onto 3-
aminopropyltriethoxysilane-treated glass slides (Sigma-Aldrich
Corp., St. Louis, MO) and stored at 220uC. The cDNAs used
for synthesis of the different riboprobes were obtained by RT-PCR
and subcloned into pGEMTeasy (Promega). The nucleotide
sequences were verified by sequencing. Primers and product
Neonatal Estradiol Exposure Effects in the Rat
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lengths are given in Table 1. Riboprobes were generated by
transcription with digoxigenin-labeled deoxy-UTP and the
appropriate SP6 or T7 RNA polymerase (Roche). In situ
hybridization on frozen sections was carried out as previously
described [5]. Detection of apoptotic cells was performed on
sections previously treated for Ybx2 in situ hybridization using the
in situ cell death detection kit, Fluorescein (terminal deoxynucleo-
tidyltransferase-mediated deoxy-uridine 59-triphosphate-fluoresce-
in nick end labeling (TUNEL), Roche). After PBS washing,
sections were incubated with the TUNEL reaction mixture
containing terminal transferase for 1 h at 37uC. For double
labeling of sections (if appropriate after detection of Ybx2 or Gper
mRNA by in situ hybridization), sections were rinsed in PBS and
incubated overnight at 4uC with Esr2 (Biogenex, AR385-5R,
RTU), fibronectin (Sigma Aldrich, F3648, 1:100) or Ybx2 (Santa
Cruz Biotechnologies, Inc. Santa Cruz, CA, sc-21316, 1:200)
antibodies. An antigen retrieval procedure was necessary before
Esr2 antibody incubation (10 mM citrate buffer, pH 6, at 80uC for
45 min). After washing, sections were incubated with secondary
488- or 594-Alexa anti-rabbit (Esr2, fibronectin) or anti-goat
(Ybx2) antibodies (IgG Alexa antibodies, Invitrogen, 1:500). The
second primary antibody was incubated overnight with the
sections at 4uC, and the second antigen/antibody complex was
then reacted with the appropriate secondary antibody. For
TUNEL associated with fibronectin detection, the TUNEL
reaction was performed as described and followed by fibronectin
labeling. Fluorochrome-labeled sections were mounted in Vecta-
shieldH containing the DNA stain DAPI (Vector Laboratories),
and analyzed with a Zeiss Axio Imager M1 fluorescence
microscope connected to a digital camera (Carl Zeiss New York,
NY).
Stereological Counts
For oocyte counts, PND0, 1, 2 and 3 ovaries were fixed with
Bouin’s solution, dehydrated and paraffin embedded according to
standard procedures. One out of every five 5 mm sections were
mounted with albumin on TESPA-treated glass slides. After
dewaxing and rehydration, an antigen retrieval procedure was
performed with citrate buffer 10 mM pH 6 at 80uC for 45 min.
Unspecific sites were saturated with 10% Bovine Serum Albumin
(BSA)-PBS and the sections were incubated overnight at 4uC with
the primary antibody (Gena, clone TRA98, Clinisciences, 1:100
diluted in Dako antibody diluent). After washes in PBS, sections
were reacted with a biotinylated secondary antibody (Sigma
Aldrich; 1:500 in PBS) and incubated for 4h at room temperature.
An avidin-biotin complex linked to a peroxidase (Vectastain Elite
ABC kit, Vector Labs) was used to bind to diaminobenzidine, a
peroxidase substrate (Sigma Aldrich). Sections were counter-
stained with Masson’s Hemalun, dehydrated and mounted in
Eukitt (Kindler GmbH). For total oocyte counts, Gena/TRA98-
positive cells were counted by using the Computer-Assisted
Stereology Toolbox (CAST) Grid System (Olympus, Copenhagen,
Denmark) on a light microscope (Olympus BX S1). At first, we
delineated the ovarian borders at low magnification. The ovarian
volume was deducted by multiplying the sum of the surfaces of
each section by the thickness of the sections (5 mm) and another
time by 5 because measurement was done every fifth sections.
Then, we counted the immunopositive cells using the oocyte
nucleus as a marker at 100X using a high-numerical-aperture
objective lens on each section. All oocytes were added together to
reflect an estimation of the total oocyte number per ovary. For
dying oocyte counts, apoptotic cells were detected by the TUNEL
technique using the Apoptag cell kit (Millipore, S1700) according
to manufacturer’s instructions. TUNEL-positive oocytes were
counted in every fifth section and added together to give the total
apoptotic oocytes per ovary. Stained sections were examined
under a light microscope (Olympus BX51).
RNA Extraction and Polymerase Chain Reaction (PCR)
RNA extractions from ovaries and livers were carried out with a
Nucleospin XS kit (Macherey Nagel; 740902) according to
manufacturer’s instructions. Total RNAs (250 ng) were reverse
transcribed with random primers and Moloney Murine Leukemia
Virus Reverse Transcriptase (Invitrogen). Conventional PCR was
performed using Taq polymerase (Qiagen) in a Peltier thermo-
cycler (MJ Research, Bio-Rad DNA engine) using the primers
listed in Table 1. PCR consisted of an initial denaturation at 94uC
for 3 min, 35 (or 42 in the case of Sult1e1) cycles of 94uC for 30 s,
1 min of annealing, 72uC for 30 s and a 10 min 72uC final
extension. Quantitative PCR was performed using the GoTaq
Master mix (Promega) according to manufacturer’s instructions
with 0.5 ml cDNA template in an Applied Biosystems 7500 Real-
Time PCR system. The following amplification program was used:
a 2 min holding stage at 50uC, initial denaturation of 10 min at
95uC, 40 cycles of 1 sec amplification at 95uC and 1 min at 60uC
for annealing and extension. Dissociation curves were produced
using a thermal melting profile performed after the last PCR cycle.
To avoid amplification of contaminating genomic DNA, primer
pairs were selected on either side of an intron. Snx17 mRNA was
used as an internal control for normalization. Results were
expressed by DDCT method as n-fold differences in target gene
expression, relative to the reference gene and calibrator sample
which is constituted of an equal mixture of all the samples tested
specifically in each tested organ.
Data Analysis
Microarray data analysis was carried out on datasets from
Kezele et al, [34], GSE 9300 (GSM237013-237016) using the
Annotation, Mapping, Expression and Network (AMEN) analysis
software [35]. GeneChip data were normalized using the Robust
Multi-Array Average (RMA) method and the resulting expression
values for ovary replicates at PND0 and PND4 were averaged.
Probe sets yielding a signal higher than the detection threshold
(median of the normalized dataset, cutoff 7.47), and a fold-change
$1.5 between PND0 and PND4 averaged ovary samples, were
selected. A Linear Model for Microarray Data (LIMMA) statistical
test (F-value adjusted with the False Discovery Rate method:
p#0.05) was used to identify probe sets with significantly different
expression. For further classification, we divided the selected probe
sets into groups being significantly decreased or increased in
PND4 ovary samples as compared to PND0. We restricted our
subsequent analysis to probe sets corresponding to genes
associated with the ‘‘steroid metabolic process’’ Gene Ontology
annotation term (GO:0008202).
Statistical Analysis
Quantitative PCR data and cell counts are presented as mean6
SEM. Blood and ovaries for quantitative PCR from different
animals were pooled to form one sample and several pools from
different litters were used for a given treatment and time point.
The sizes of the pools are given in each figure legend. For oocyte
counts, 4–13 ovaries were used, as specified for each parameter in
the corresponding figure legend. An analysis of the variance (one-
way or two-ways ANOVA) followed by the appropriate post-hoc
test was used to compare differences between groups, as specified
in each figure legend. Significance was accepted at a confidence
level of p#0.05. Statistical analyses were performed using the
Neonatal Estradiol Exposure Effects in the Rat
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SigmaStat 2.0 software package (Systat Software Inc, San Jose,
CA).
Results
Response of the Whole Organism to E2 Exposure
Besides its biological activity involving by binding to receptors
and subsequent transcriptomic activity, E2 is transformed into
several possible metabolites before excretion (Fig. 1A). To monitor
the dynamics of plasma E2 levels after E2 treatment in comparison
to physiological levels, we measured E2 levels in rat neonates at
PND0 (before injections) and 16 h after each injection on days
PND1 to PND3 and PND6 (Fig. 1B). The mean E2 levels
significantly decreased after birth in control females and drastically
dropped at PND6. All treated groups followed the same trend,
except the 0.01 mg group which did not differ from controls. E2
plasma levels increased at PND1 following the first injection of E2
(statistically significant in only the 10 mg/d-treated group), but
significantly decreased until PND3 in spite of repeated injections.
Plasma E2 levels of the 10 mg/d-treated group did not return to
baseline at PND3 but were the same as control levels from PND6
onwards.
To explore the fate of E2 in the females, we quantified the
presence of several major E2 metabolites (estradiol-sulfate (E2-S),
estrone (E1), and estrone-sulfate (E1-S)), at the same time points
(Fig. 1B–E). Estriol (E3), another natural E2 metabolite, was also
assayed but all the samples displayed concentrations below the
detection limit (10 pg/ml). In contrast to E2, E2-S remained
constant in all samples, irrespective of the huge raise in E2 levels in
the 10 mg/d group (Fig. 1C). Time, but not treatment, had a
significant effect on E2-S level (P,0.001). E1 profiles were highly
similar to those of E2 in accordance with the injected dose
(Fig. 1D). The higher E1 levels at PND1 were statistically
significant in the 10 mg/d and 1 mg/d groups. Similar to E2, E1
levels dramatically dropped at PND6 with time and treatment
having independent effects. E1-S peaked at PND3, and this
increase was significant in the 10 mg/d and 1 mg/d groups. In all
groups, plasma E1-S levels decreased between PND3 to PND6
(Fig. 1E). The two-way analysis of variance revealed that the
variation of all metabolite levels was statistically correlated with
time, independently of treatment. The dose of injected E2
significantly affected the mean values of all metabolites except
E2-S. The multiple comparison procedure identified the E2
10 mg/d group as different.
The increase in E1 levels after E2 injections suggested a
metabolic conversion between those two forms. We therefore
investigated variation in the expression of Hsd17b2, and of several
phase-I and phase-II enzymes involved in hepatic detoxification of
estrogens (Ugt1a1, Cyp1b1, Cyp2b1/2 and Gsta2), in response to
10 mg/d E2 by quantitative PCR in the liver (Fig. 1F–J). mRNA
levels of Hsd17b2 and Cyp2b1/2 increased from PND0 to PND1 in
the control group but there was no variation in the E2-treated
Table 1. Primers used for qPCR and in situ hybridization (*).
Gene Upstream primer Downstream primer Product length (bp) Annealing TuC
Bax CTAGCAAACTGGTGCTCAAGG GGAGGAAGTCCAGTGTCCAG 84 60
Bcl2 AACATCGCTCTGTGGATGACT ACAGCCAGGAGAAATCAAACA 133 60
Cyp1b1 GCAGCCGCCTTCCTGGTAGC CCACGCGCCCTGTCCCTACT 116 60
Cyp2b1/2 ATGTTTGGTGGAGGAACTGC CTGGCGGTCTGTGTAGTCAA 130 63
Eif4e AGCAATATGGACGACTGAATGTGA TGTCTGCGTGGGACTGATAACC 119 60
Esr1 GATCAAGTTCACCTTCTGGA AGCAAGTTAGGAGCAAACAG 107 60
Esr1 * CTACAGGTCCAATTCTGACA TGGAGACATGTAGTCATTATG 220 58
Esr2 GAAGCTGAACCACCCAATGT CAGTCCCACCATTAGCACCT 210 60
Esr2 * ACGGTGGGCATGCACCCC GCCAATCATGTGCACCAG 201 58
Figla ATGGACACGTCGTCGCCTGC TGGCCACCATACGCCCAAGG 524 60
Foxa3 ATGCTGGGCTCAGTGAAGAT GGGAGAGCTAAGAGGGTTCAA 147 60
Gper TCTACCTAGGTCCCGTGTGG AAGCTCATCCAGGTGAGGAA 418 60
Gper * TCTACCTAGGTCCCGTGTGG AAGCTCATCCAGGTGAGGAA 418 58
Gsta2 GGCAAAAGACAGGACCAAAA GGCTGCAGGAACTTCTTCAC 231 62
Gstm5 GGTTTGCAGGAGAAAAGCTG TGATTGGCATCTTGAAGCAG 186 62
Gstp1 GGGCATCTGAAACCTTTTGA GAGCCACATAGGCAGAGAGC 175 63
Hnrnpk TGCTGATGAAACTTGGGACTCTG CGAATTTGTTTAATCCGCTGACC 222 60
Hsd17b2 GACAAAGGACTGTGGGCTGT AACACCTTGGTGACCTCGAC 137 60
Nobox GAAGACATGGGACCTCAGGA GCCGAAAGGAAATGAAAACA 192 60
Nr1i2 GACGGCAGCATCTGGAACTAC TGATGACGCCCTTGAACATG 112 60
Rbp4 GGACGAGTCCGTCTTCTGAG AAAGGAGGCTACACCCCAGT 114 60
Scp1 AGCTTTTGGGAGAGGTTGAGAA TCAGCTATTTTATGTTGGCATCGT 97 62
Snx17 CCTCTACCCAAGAGGAGATTTATACAA CCAAGAGGGAACAGAACAAGT 100 60
Sult1e1 GTGGAAAAATGCAAGGAGGA GCTTAGCTGGCAGGTGAGTT 139 58
Ugt1a1 ACACCGGAACTAGACCATCG TTGGAACCCCATTGCATATT 153 62
Ybx2 * CACCTCCCTTCTTCTATCGA GGTGATGCCTCTGAACAATA 637 58
doi:10.1371/journal.pone.0082175.t001
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Figure 1. Plasma and hepatic reaction to acute estrogen exposure. A. Representative scheme of E2 biological activity and detoxification
pathways. E2 can go through oxidative metabolism and be converted in E1 by 17bHsd2 or in hydroxyl-metabolites by enzymes of the Cyp family.
Then it can be methylated by COMT, reduced by P450 reductase (resulting in DNA damage) or excreted after conjugative metabolism by GST. E2 can
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group (Fig. 1F, I). Ugt1a1 levels did not vary significantly with age
or treatment (Fig. 1G). The levels of Cyp1b1 mRNA (Fig. 1H) were
lower at PND1 than at PND0 and treatment had no effect. In
contrast, the levels of Gsta2 mRNA were higher at PND1 than at
PND0 in 10 mg/d-treated and control animals (Fig. 1J).
Ovarian Estrogen Receptivity in Response to E2 Exposure
Regulation of expression of the well known-nuclear estrogen
receptors, i.e. Esr1, Esr2, of the membranous estrogen receptor Gper
and of the nuclear receptor Nr1i2, which can bind estrogens and
whose expression is regulated at birth in mouse ovary [36,37] was
assessed around the time of treatment by quantitative PCR
(Fig. 2A–D). The expression of Esr1 mRNA significantly decreased
between e18.5 and PND12 (Fig. 2A), while expression of Esr2
mRNA was low at e18.5 and significantly increased from birth to
PND12 (Fig. 2B). Gper and Nr1i2 mRNA had similar age-
associated expression profiles (Fig. 2C–D).
We investigated which ovarian cell types expressed estrogen
receptors around the time of treatment and in later development
in ovarian sections using in situ hybridization (Fig. 2 E–P, M) and
immunofluorescence (Fig. 2 M–O). From PND1 on, we observed a
strong Esr1 mRNA signal in the epithelium of the differentiating
oviduct (Ovd in Fig. 2E) and a close-to background signal in the
ovary (Fig. 2E, H and Figure S1). Esr2 mRNA was expressed in
the epithelium of the differentiating oviduct as well as in the ovary
(Fig. 2F) and its expression increased in granulosa cells with follicle
growth at PND6 (Fig. 2 F, I and K). Gper mRNA expression
pattern was very similar to that of Esr2 (Fig. 2 G, J and L). The
comparison of Gper mRNA and Esr2 protein labeling with the
oocyte marker Ybx2 showed that oocytes expressed both receptors
(Fig. 2 L–O). These data suggest that some Esr1, and to a greater
extent Esr2 and Gper, were expressed in the oocytes and (pre-
)granulosa cells at the time of estrogen injections.
Since estrogen receptors themselves have been described as
direct target of estrogens, we measured the profile of expression of
their transcripts in response to a 10 mg–E2 exposure (Fig. 2 N–Q).
Quantitative PCR at PND0, between 2 and 4 h after injection,
and at PND1 was carried out to investigate the early transcrip-
tomic response of the ovary. Esr1 had a stable expression between
PND0 and PND1 and treatment did not affect its expression
(Fig. 2N). Similarly, Esr2 had a stable expression in the control
group between PND0 and PND1 and, although E2 treatment
tended to increase the expression between PND0 and PND1, this
did not reach statistical significance (Fig. 2O). Expression levels of
Gper significantly increased between PND0 and PND1 in the
control group but remained unchanged in the E2-treated group
(Fig. 2P). A similar post-natal increase in Nr1i2 mRNA expression
was found in control ovaries but not observed in E2-treated
ovaries (Fig. 2Q).
Modifications of Ovarian Metabolic Capabilities in
Response to E2
To get insights into the expression of enzymes of the E2
metabolic pathway in the post-natal ovary, we explored already
published transcriptomic profiles of PND0 compared to PND4 rat
ovaries [34]. We restricted our analysis to the 227 probe sets
(transcripts) associated with the GO term annotation ‘‘steroid
metabolic process’’ (GO:0008202). Out of the 133 probe sets with
detectable intensity signals in either PND0 or PND4, 114
transcripts did not display differential expression. However, we
found 12 to be associated with a significantly increased expression
pattern from PND0 to PND 4, and four to be associated with a
significantly reduced expression pattern (Fig. 3A). Enzymes
involved in E2 biosynthesis increased after birth (statistically
significant differences in mRNA expression for Star and Hsd3b1,
but not significant for Cyp17a1 and Hsd17b1). This may well
correlate with the very first steps of theca-interstitial tissue
differentiation. In contrast, mRNAs encoding enzymes involved
in E2 transformation such as Sult1a1 and, to a lesser extent,
Hsd17b2, and Cyp1b1 decreased in prevalence between PND0 and
PND4 (Fig. 3A). Because the microarrays used in this study
covered approximately half of the known protein-coding genes,
data were partial. We thus selected enzymes of each branch of E2
detoxification pathway to compare by quantitative PCR their
expression in PND0 and PND1 neonatal and adult ovaries as well
as in PND0 livers (Fig. 3B). The mRNA levels of Hsd17b2, Cyp1b1,
Cyp2b1/2, Gsta2 and Gstp1 were globally constant over time. By
contrast, Sult1e1, Ugt1a1 and Gstm5 were preferentially expressed
in the neonatal ovary and merely absent in the adult organ. Of
note, Ugt1a1 and Gstm5 were preferentially expressed in the ovary
while Cyp2b1/2 was preferentially expressed in the liver, thus
highlighting different pathways of detoxification in each organ.
Altogether, these results suggest that the ovary possesses the
machinery to locally metabolize E2.
We used quantitative PCR to investigate variation in the
expression of selected estrogen metabolism enzymes in response to
E2 exposure (Fig. 3 C–F). The expression of Hsd17b2 was similar
in the control and treated groups at PND0. Whereas it remained
constant at PND1 in the control group, E2 treatment induced a
significant increase in expression in the treated group (Fig. 3C).
Cyp1b1 mRNA levels did not vary 2 h after the E2 injection
(Fig. 3D). However, whereas Cyp1b1 mRNA levels increased
significantly between PND0 and PND1 in the control group, they
remained unchanged in the treated group (Fig. 3D). The
expression of Cyp2b1/2, which was slightly greater in the control
group than in the treated group at PND0, dramatically increased
between PND0 and PND1 in control group but did not
significantly change in the E2-treated group (Fig. 3E). Expression
of Gsta2 did not vary in the control group, but significantly
increased in the treated group between PND0 and PND1 (Fig. 3F).
Ugt1a1 mRNA profile was not modified with either time or
treatment (Fig. 3G). Rbp4, which has previously been shown to be
also be directly sulfo-conjugated by SULT or gluco-conjugated by UGT, and excreted. B–E. Plasma estradiol (B) and derivatives E2-sulfate (E2-S; C),
estrone (D) and estrone-sulfate (E1-S; E) were measured by GC/MS from the day of birth (P0) to PND6 (P6). Each point represents the mean 6 SEM of
at least four pools of two animals each. A two-way ANOVA indicated that there was a significantly different profile for the 10 mg/d E2 treatment than
for all other treated or control groups (p,0.001), E1 (p,0.001), E1-S (p = 0.002). Hormonal levels varied according to time, independent of treatment,
for each metabolite tested: E1 (p,0.001), E2 (p,0.001), E1-S (p,0.001) and E2-S (p,0.001) (n = 4–5 pools of 3 to 4 animals at PND0, 4–5 pools of 2–4
animals at PND1, 4 pools of 2–3 animals at PND2, 4 pools of 2 animals at PND3 and 8 animals at PND6). F–J. Quantitative RT-PCR for Hsd17b2 (F),
Ugt1a1 (G), Cyp1b1 (H), Cyp2b1/2 (I) and Gsta2 (J) using liver samples of controls (white bars) and animals treated with 10 mg E2 at PND0 and PND1
(black bars) shows E2 impairment on post-natal Hsd17b2, Cyp2b1/2 and Gsta2 expression dynamics. Each bar represents mean 6 SEM of the fold-
change in target gene expression relative to a reference gene Snx17 and calibrator sample. Each point represents mRNA from 3 pools of ovaries from
3 animals. *p,0.05 (two-way ANOVA, followed by Tukey test). a shows an increase from PND0, b shows a decrease from PND1, c shows a decrease
from PND3 and * shows a difference from the age-matched control group.
doi:10.1371/journal.pone.0082175.g001
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Figure 2. Perinatal ovarian receptivity to estrogens. A–D: Quantitative RT-PCR for Esr1 (A), Esr2 (B), Gper (C) and Nr1i2 (D) performed on
control ovaries at e18.5, day of birth (PND0) and PND12. Each point is constituted by three pools of at least four animals. Data points represent the
mean 6 SEM of the fold-change in target gene expression relative to a Snx17 reference gene and calibrator sample. Each point represents mRNA
from 3 pools of ovaries from 3 animals. *p,0.05 (ANOVA, followed by PLSD test). x shows a statistically significant difference from e18.5 and y shows
a statistically significant difference from PND0. E–P. In situ hybridizations for Esr1 (E, H), Esr2 (F, I, K), and Gper (G, J, L) in PND1 (E–G), PND6 (H-K) and
PND2 (L-P) control ovaries show lower Esr1 expression in the ovary than in the oviduct epithelium (Ovd), higher expression of Esr2 in granulosa cells
with follicle growth, and expression of Gper in the oocytes and granulosa cells. Inset in F shows a higher magnification of a group of follicles boxed in
F. K shows a higher magnification of a primary (Iary and a secondary (IIary) follicles boxed in I. Inset in G shows another section of the ovary
containing the oviduct. A comparison of Gper mRNA profile by in situ hybridization (L) with Esr2 (N, red) and Ybx2 (M, cytoplasmic, green) (and
merged pictures O) by immunofluorescence revealed co-expression of both receptors in oocytes at the time of treatment. P shows hybridization with
Gper sense probe. Scale bar: 100 mm except in insert in F and K (50 mm). Q-T. Quantitative RT-PCR for Esr1 (Q), Esr2 (R), Gper (S) and Nr1i2 (T) using
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a target of E2 in the fetal and juvenile rat ovaries [38], followed the
same trend as Cyp1b1 and Cyp2b1/2, albeit not significantly
(Fig. 3H).
Estrogen Dose-dependent Depletion of Oocyte Pool
Repeated 10 mg E2 treatment is known to effect the volume of
infantile [22] and pre-pubertal ovaries [39]. Since sections of
PND3 ovaries of the 10 mg/d group were smallest compared to
control ones at the histological level (Fig. 4A–C), we performed
stereological measurements of ovarian volumes for each dose
group (10, 1, 0.1 and 0.01 mg/d) after the end of the treatment at
PND3 (Fig. 4D). Ovarian volume followed a dose-dependent
decrease after E2 treatment but this was only statistically
significant for the 10 mg/d dose (Fig. 4D). Because this modifica-
tion was rapid, we chose to evaluate the total number of oocytes
instead of categorizing naked/primordial/primary follicles by
morphological criteria using oocyte nucleus labeling with GENA
[40] (Fig. 4E). Oocyte population decreased as a function of the
dose of injected E2: at doses of 1 mg/d and above, the population
size was significantly different to that of control individuals. These
data suggested that neonatal E2 supplementation depletes the
oocyte pool in female rats. We used the 10 mg dose for further
investigations as this dose had effective effects on both ovarian
volume and oocyte number.
We analyzed the time-course of oocyte depletion after a 10 mg/
d E2 treatment (Fig. 5A). Oocyte numbers decreased with a similar
slope between PND0 and PND2 in control and treated groups and
oocyte depletion extended for one more day in E2-treated females
(Fig. 5A). Since oocyte apoptosis is a physiological process that
characterizes follicle formation [12,14], we quantified apoptotic
oocytes after TUNEL assays between PND0 and PND2 in control
and E2-treated females (Fig. 5B). Both groups of females displayed
a similar post-natal decline in apoptotic oocyte number from
PND0 to PND2 and we could not detect any difference between
control and treated ovaries (Fig. 5B). In agreement, the mRNA
levels of the pro-apoptotic Bax gene (measured by quantitative
PCR) were stable in both control and treated ovaries between
PND0 and PND2 (Fig. 5C). By contrast, the mRNA levels of the
anti-apoptotic Bcl2 gene were steady stable in control ovaries while
lower to control ones 4 h after the first injection and then
increasing in E2-treated ovaries (Fig. 5D).
We investigated the expression of genes proposed to be involved
in follicle formation (Figla, Hnrnpk, Foxo3a and Nobox) and meiosis
progression (Eif4e, Scp1) [41–47]. To detect early changes triggered
by the E2 treatment, quantitative PCR were performed before a
decrease in oocyte number was detected (at PND0, PND1 and
PND2). E2 treatment only affected the profile of Nobox expression
at PND2 (Fig. 5E–J): Nobox mRNA expression increased between
PND1 and PND2 in control ovaries but not in E2-treated ones.
This suggested that, apart from Nobox, genes classically involved in
follicle formation may not have a role in E2-induced oocyte
depletion.
Abnormalities of Follicle Formation in Response to E2
Exposure
The wave of physiological oocyte programmed cell death
progresses from core areas to the periphery of the ovary in rodents
[48]. Degenerating oocytes are located in areas of new basement
membrane deposition which delineate the emerging follicular units
[11]. We investigated the topographical pattern of oocyte
degeneration by comparing TUNEL-positive cells and fibronec-
tin-labeled extra-cellular matrix at PND1 (Fig. 6A–D). Whereas
typical apoptotic oocytes were found close to basal membrane
remodeling in both control and E2-treated ovaries, numerous
degenerating oocytes, already enclosed in follicles, were observed
in the core of the E2-treated ovaries (Fig. 6D).
Because MOFs are a hallmark of neonatal estrogenization, we
investigated cord fragmentation by analyzing fibronectin-labeled
basal membrane deposition around newly formed follicular units
(Fig. 6 E–H). Ovarian cord fragmentation was nearly complete in
control animals at PND3 (Fig. 6E) but follicle formation
anomalies, such as epithelial structures devoid of oocyte and
incomplete cord fragmentation, were observed in 10 mg-treated
animals (Fig. 6F). At PND6, an age at which follicle formation is
known to be completed (Fig. 6G), many abnormalities (such as
follicular units devoid of oocytes) remained in E2-treated ovaries
(Fig. 6H).
Discussion
Our results provide direct evidence that the newborn female rat
rapidly acquires the capability to partially protect itself against
repeated E2 injections by decreasing E2 in the plasma. This is
associated with a change in the expression profiles of several
hepatic detoxification enzymes involved in its own metabolism.
Interestingly, the ovary itself expresses enzymes for E2 metabolism
and modifies their expression in response to E2. We show that
neonatal E2 exposure can directly affect oocyte survival in a dose-
dependent manner in the rat. Oocyte depletion is time-dependent
for the highest dose tested and affects already formed follicles in
addition to areas of ovarian cord remodeling. The data highlights
a dramatic species difference as experimentally-increased E2 levels
promote oocyte survival in the mouse.
Whole Organism Response to E2
In our control female pups, E2 levels decreased from 90+/
23 pg/mL at PND0 to 24+/211 pg/mL at PND3 and fell to 2+/
22 pg/mL at PND6. The 0.01, 0.1, 1 and 10 mg/d doses raised
the levels up to 80+/217, 233+/2199, 618+/234 and 3685+/
2968 pg/mL at PND1, respectively. By comparison, mean E2
levels in ovarian venous blood during pregnancy have been
described to plateau at levels between 120+/219 to 199+/
255 pg/mL between e3 and e17, which are close to estrus levels
(161+/228 pg/mL), then raise up to 445+/2115 pg/mL at e21,
348+/274 at e22, and peak at 628+/2210 pg/mL at parturition
[49]. Studies on xeno-estrogen effects on the ovary and
hypothalamus classically use a 10 mg/d E2 dose as a positive
control [22,27,50–54]. By comparing the dynamics of E2 plasma
levels in controls and animals treated with different doses of E2, we
showed that doses from 0.1 m/d tend to increase circulating E2
levels above control levels at PND1. This became statistically
significant for the 10 mg/d dose, which raised circulating levels by
up to 15 times that of the physiological levels at PND1. Thereafter,
it was not possible to maintain PND0 E2 levels by E2 injection
with a given dose because plasma E2 levels decreased from PND1
to PND3 despite repeated injections in the different treatment
ovarian samples of controls (white bars) and animals treated with 10 mg E2 at PND0 (2 h after injection) and PND1 (black bars) shows E2 impairment
of post-natal Gper up-regulation. Each bar represents mean 6 SEM of the fold-change in target gene expression relative to a Snx17 reference gene
and calibrator sample. Each point represents mRNAs from 3 to 6 pools of 6–16 and 10–26 ovaries, respectively. *p,0.05 (ANOVA, followed by PLSD
test).
doi:10.1371/journal.pone.0082175.g002
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Figure 3. Ovarian reaction to acute estrogen exposure. A. A false-color heatmap shows cases of increasing, decreasing, detectable (but
without differential expression) and undetectable transcript signal intensities across the replicates for different total ovary samples at the time points
given (top). Each line corresponds to a probe set and each column to a sample replicate. A color scale is shown for signal intensity percentiles
(bottom). Gene symbols and numbers of transcripts are shown at the right. B. Conventional RT-PCR screening of the expression of various enzymes
involved in E2 metabolism in PND0, control (C) and E2-treated (E) PND1 and adult female ovaries, and PND0 livers reveals changes in expression of
Ugt1a1, Gsta2, Gstm5 between newborn and adult ovaries, stable expression of Hsd17b2, Cyp1b1, Gstp1, and the faint expression of Sult1e1 and
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groups. This indicated that newborns progressively acquire the
capability to clear E2 form the organism. A return to levels similar
to that of controls was reached at PND6 for all dose groups but not
at PND3, ie only a few days after termination of the treatment.
The only dose where circulating levels were found to be higher
than control levels during the whole course of the treatment was
10 mg/d. Consequently, the effective dose at the systemic level is
10 mg/d. In addition, although studies on neonatal estrogen
exposure use either E2 or esters of E2 that display different half
lives in the organism [55], the effective dose is typically 1–10 mg/d
at the hypothalamus level [22,27,50–54]. By addressing dose
effects, we show here that a 10 mg/d is also the effective dose in the
ovary.
Altogether, our results on hormone profiling and mRNA
quantification after E2 injections suggest that the newborn rat
acquires the complex capability to metabolize E2 according to fine
dynamics in the days following birth. Estradiol metabolism is
carried out by enzymes that convert E2 to a biologically less active
estrogen (E1) and by phase-I and II enzymes that catalyze
oxidation and conjugations to permit their rapid excretion by the
kidney (Fig. 1A). The decrease of circulating E2 in controls
suggests that mother-derived E2 is cleared by the newborn, insofar
as the newborn itself does not synthesize E2. At birth, the rat ovary
is not able to produce E2 [56] until the granulosa cells of the first
wave of follicular growth typically express Cyp19a1. This typical
expression is associated with the peak levels of E2 during the
infantile period [5,6]. By PND2, even after repeated injections of
the highest dose, circulating E2 levels decreased concomitantly
with a sharp increase of E1. This suggests that newborn females
can convert excessive E2 into E1, which is supported by Hsd17b2
activity. Subsequent conversion of E2 and E1 into hydroxyl-
metabolites is handled by typical phase I enzymes of the Cyp
family, ie Cyp1a2, 2b1/2, 2c6, 2c11 and the 3a family [57–59].
Phase II estrogen metabolism includes sulfatation, glucuronida-
tion, O-methylation and glutathione-conjugation, which are
catalyzed by sulfo- (Sult), UDP-glucuronosyl- (Ugt), catechol-O-
methyl- (COMT) and Glutathion-S-Transferases (Gst), respective-
ly. Sulfates and glucuronides are the most abundant circulating
estrogen conjugates [60]. While glucuronides are primarily
excretion forms, sulfate derivatives have also been described as
storage forms [60,61]. The absence of statistical changes in
circulating levels of sulfated estrogens, excepted for E1S at PND3,
could reflect either the absence of increased sulfatation process
(and possibly the absence of regulation of expression and/or
activity of enzymes in charge of this process), or an increase of the
excretion of sulfate-conjugated estrogens, or both.
We were not able to measure the hydroxyl- and glucuronide-
conjugated metabolites of E2 and E1 because of their instability
and the low quantity of plasma that can be recovered in each
newborn. We therefore investigated hepatic regulation of the
mRNA expression of selected relevant enzymes of the E2
metabolic pathway. In agreement with the well-known post-natal
Cyp2b1/2 by contrast to control Snx17 RNAs. C–H. Quantitative RT-PCR for Hsd17b2 (C), Cyp1b1 (D), Cyp2b1/2 (E), Gsta2 (F), Ugt1a1 (G) and the Rbp4 E2
target gene (H) in ovaries of controls (white bars) and animals treated with 10 mg E2 (black bars) at PND0 (2 h after injection) and PND1 shows E2
impairment of post-natal Gper up-regulation. Each bar represents mean 6 SEM of the fold-change in target gene expression relative to a Snx17
reference gene and calibrator sample. Each point represents mRNAs from 3 to 6 pools of 6–16 and 10–26 ovaries, respectively. *p,0.05 (two-way
ANOVA, followed by Tukey test).
doi:10.1371/journal.pone.0082175.g003
Figure 4. Estrogen dose-dependent depletion of oocytes. A–C. Immunolabeling of TRA98 in oocytes of control animals at PND3 (A) and
females treated daily with 10 mg/d E2 between PND0 and PND2 (B). Higher magnification of TRA98 labeling shows oocyte-specific expression (C).
Scale bar = 100 mm. D–E. Stereological estimation of ovarian volume (D) and oocyte numbers per ovary (E) at PND3 in controls, and as a function of E2
dose, show a dose-dependent decrease of both parameters. Each bar represents means 6 SEM. Number of ovaries are indicated in brackets on the
abscissa. *p,0.01; **p,0.001 (ANOVA followed by Fisher test).
doi:10.1371/journal.pone.0082175.g004
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Figure 5. Characterization of oocyte depletion. A. Time-course showing the decline in oocyte number per ovary in control (white points and
dotted lines) and 10 mg E2-treated ovaries (black points and continuous lines) from PND0 to PND3. Data are expressed as mean 6 SEM of 5–14
ovaries. *p,0.01 vs. age-matched controls (ANOVA followed by PLSD test). B. Time-course of apoptotic oocyte number per ovary in control (white
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maturation of the hepatic endowment of enzymes of lipid
metabolism [7,62,63], we found up-regulation of Hsd17b2,
Cyp2b1/2 and Gsta2 and down-regulation of Cyp1b1 mRNA levels
between PND0 and 1. In contrast, transcripts encoding Ugt1a1
(which contribute to glucuronide conjugation together with
Ugt1a3, 1a8, 1a9, 1a10 and 2b7 [64,65,66]), were not modified
between PND0 and PND1. Despite its major protecting role
against E2 effects in male tissues, and the clear reproductive
phenotype in females lacking its expression [67,68], it was not
possible to investigate Sult1e1 regulation of expression as it was
expressed at levels below the qPCR threshold.
Our mRNA quantifications in the liver suggest that E2 itself, at
least at the highest dose, inhibited the physiological up-regulation
of hepatic Hsd17b2 and Cyp2b1/2 mRNA, which encode two key
enzymes of the E2 detoxification pathway. This could indicate that
the level of enzymes in the newborn liver is sufficient for E2
conversion. Alternatively, E2 treatment could counter the
physiological acquisition of the newborn liver to convert E2 into
less active metabolites. By contrast, E2 treatment had no effect on
physiological neonatal Cyp1b1 down-regulation and Gsta2 up-
regulation of expression in the liver. Cyp1b1 response to E2
exposure seems to be organ-specific since its expression is either
inducible by E2 and deoxymiroestrol (a strong phyto-estrogen in
mouse hepatocyte primary culture [69]) or down-regulated by
estrogenic compounds in peripheral organs such as rat and mouse
testis and the reproductive tract of developing female rats
[38,70,71]. This may also be the case for Gst enzymes as genistein
increases Gsta2 mRNA levels and decreases Gstp1 mRNA levels
without affecting general GST activity in adult males, and
deoxymiroestrol increases Gsta2 expression in adult mice hepato-
cyte primary culture [69,72]. Finally, hepatic Ugt1a1 mRNA levels
were not modified by E2. This would suggest that E2 treatment
has no influence on the expression of this enzyme at this age,
unlike in adult mouse livers where its expression is inducible [73].
Nevertheless, the absence of effect of E2 on Ugt1a1 and Gsta2
mRNA neonatal profiles does not preclude a modification of
expression of other Gst and Ugt, or a modification of enzyme
activity. By targeting selected enzymes of the metabolizing
pathway, E2 treatment may well favor one or more metabolic
branches over others. Collectively, our data led us to hypothesize
that by reproducing the maternal E2 environment, high levels of
E2 levels would force the liver to remain in a relative immature
state. Therefore, as suggested in the ovary, lifting the maternal E2
environment at birth could enable maturation of the newborn liver
and development of its own detoxification machinery.
Arguments in Favor of the Existence of an Ovarian Local
Metabolic Response to E2 Exposure
Neonatal estrogen exposure classically induce immediate
transcriptomic effects and long-lasting physio-pathological effects
in reproductive tissues such as the testis, ovary, uterus, oviduct and
hypothalamus, but also in other tissues including bone, kidney and
liver [74]. The search of E2 target genes is the main outcome that
is commonly investigated at the transcriptomic level. Amongst
target genes, E2 induces modifications of the detoxification
machinery in the rat adult female liver, which is the major drug-
metabolizing organ of the body [75,76], but also in reproductive
organs such as uterus, testis and fetal and juvenile ovaries
[38,77,78]. In agreement, our results suggest that local mecha-
nisms may exist in the neonatal ovary as well. Indeed, the ovary
responds to E2 exposure by modifying the expression of several E2
metabolism pathway enzymes. Although Hsd17b2 mRNA was not
thought to be expressed in the immature and mature rat ovary
[79], we found an up-regulation above basal levels in response to a
10 mg E2 injection that may increase the capability of the ovary to
transform E2 into its less active E1 metabolite [80]. On the
opposite, the PND0 to PND1 up-regulation of Cyp1b1 and
Cyp2b1/2 mRNA levels was not observed in response to a 10 mg
E2 injection, suggesting a possible decreased capability to locally
transform circulating E2 and E1 into excretable hydroxyl- and
methoxy-estrogen metabolites. We propose that, as in the liver, E2
treatment could also counter local ovarian acquisition of the
machinery involved in its own metabolism, as illustrated by a
similar inhibition of post-natal Cyp2b1/2 mRNA up-regulation.
The local ovarian mRNA up-regulation of Hsd17b2 may locally
rescue, at least in part, the absence of up-regulation in the liver.
An auto-sensory mechanism adjusting the expression of
detoxification enzymes would involve local signaling via estrogen
receptors. In agreement with previous reports in the rat [81,82],
we confirm lower expression of Esr1 in the neonatal rat ovary than
in the oviduct, expression of Esr2 in (pre-)granulosa cells which
increases with follicular growth, and low expression of Esr2 in the
cytoplasm of oocytes at birth. We also extend the knowledge of
Gper expression pattern in the rat to the neonatal period in
granulosa cells, oocytes, and surface epithelial cells of the ovary
and the oviduct, consistent with the pattern reported in the
hamster [19,83]. Altogether, the neonatal rat ovary has the
machinery to respond to E2. In contrast to other organs or
developmental periods, we were not able to show any modification
of either Esr1 or Esr2 expression associated with the 10 mg/d E2
treatment. GpermRNA, which has not been described as a classical
E2 target gene to our knowledge, did not display a physiological
increase between PND0 and PND1 in response to E2. In the
hamster, Gper was proposed to mediate E2 action on follicle
formation, as in vitro ablation with small interfering RNAs
markedly suppressed estrogen-stimulated primordial follicle for-
mation [19]. E2-disruption of post-natal Gper increase may
suggest a similar role of Gper in follicle formation in the rat. The
same trend of response to E2, albeit not statistically significant, was
found for Nr1i2 expression in agreement with mouse ovarian data).
Interestingly, the sharp increase in Nr1i2 expression in the prenatal
mouse ovary followed by a post-natal decrease at PND3, that we
also found in the rat ovary, was proposed to reflect a role for this
receptor in protecting the feto-maternal system from the toxic
effect of endogenous steroids and foreign substrates [36].
Unfortunately, Nr1i2 mRNA levels were below our in situ
hybridization detection levels so we were unable to identify the
cells that express Nr1i2. The low expression level of Nr1i2,
together with the absence of modification to its expression by E2,
reduces the likelihood of its involvement in the response to E2 high
levels.
points and dotted lines) and 10 mg E2-treated ovaries (black points and continuous lines) from PND0 to PND2. Data are expressed as mean 6 SEM of
4–8 ovaries. C–D. Quantitative RT-PCR for Bax (C), Bcl2 (D), Nobox (E), Figla (F), Scp1 (G), Hnrnpk (H), Foxo3a (I) and Eif4e (J) in ovarian samples of
controls (white bars) and animals treated with 10 mg E2 (black bars) at PND0 (2 h after injection) and PND1 shows transient down-regulation of Bcl2
mRNA at PND0 and the absence of Nobox mRNA up-regulation between PND1 and PND2 in E2-treated ovaries. Each bar represents mean 6 SEM of
the fold-change in target gene expression relative to a Snx17 reference gene and calibrator sample). Data from 3–6 pools of 6–14 ovaries. *p,0.05 vs.
age-matched control (two-way ANOVA, followed by t-test).
doi:10.1371/journal.pone.0082175.g005
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Figure 6. Abnormalities of follicle formation. A–D. Comparison of apoptosis using TUNEL (green), fibronectin (red) and nuclei (DAPI, blue) in
control (A, C) or 10 mg-E2 treated (B, D) ovaries at PND1 highlights physiological oocyte apoptosis in the areas of ovarian cords remodeling in control
ovaries, and additional oocyte apoptosis in already formed follicles in E2-treated ovaries (arrows). Insets in A–B show in situ hybridization against Ybx2
performed on the same section. C–D are higher magnifications of A–B. Scale bar: 100 mm. E–H. Comparison of oocytes labeled with Ybx2 (green) and
basement membrane labeled with fibronectin (red) and nuclei (DAPI, blue) in PND3 (E–F) and PND6 (G–H) control (E, G) and 10 mg E2-treated ovaries
(F, H) show incomplete basement membrane remodeling at PND3 in E2-treated ovaries (open arrows) and empty follicles at PND3 and PND6 (arrows).
Pictures are representative from 4–6 ovaries. Scale bar: 100 mm.
doi:10.1371/journal.pone.0082175.g006
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Estradiol and Oocyte Survival
Although the 10 mg/d E2 treatment induced a local modifica-
tion in the expression of genes encoding metabolism enzymes, we
showed that E2 exposure at the time of follicle formation induced
a dose-dependent ovotoxicity. The effect of E2 on the neonatal
ovary is often evaluated at the follicle level and previous studies
have shown that neonatal E2 exposure induces a moderate
reduction in the rate of primordial follicle assembly, a lower level
of initial primordial-to-primary follicle transition [16] and fewer
layered follicles at PND6 [84]. Similarly, neonatal exposure to
BPA reduces the pool of primordial follicles in the rat ovary [28].
Nevertheless, there may be multiple effects of E2 on follicle
assembly and/or primordial follicle activation. By focusing on the
total oocyte number, we showed a rapid effect of E2 on oocyte
survival, irrespective of the structure in which it is included.
Further studies are necessary to identify the fine mechanisms by
which E2 affects oocyte survival. However, our results contrast
with those reported in mice in which a similar range of EB doses
(0.1 to 1 mg/mouse) decrease the number of apoptotic germ cells
at PND5 [85–87]. In other in vivo studies in mice, 10 or 20 mg/
day of ethinyl estradiol did not modify whereas 100 mg/day
increased the number of oocyte per section [18,88,89], highlight-
ing the importance of the dose. In agreement, studies in hamsters
revealed that doses of E2 within the physiological range reduced
apoptosis and stimulated the formation of follicles, and that doses
above a threshold level had no effect on primordial follicle
formation but significantly up-regulated oocyte apoptosis [20]. We
show a dose-effect of E2 on oocyte depletion in the rat but no
biphasic response.
There may be several reasons for species-differences in ovarian
E2 sensitivity. Distinct estrogen receptivity at the time of follicle
assembly are unlikely because of the highly conserved expression
profiles of the different estrogen receptors, especially between these
rodent species [82,83,90]. Subtle species differences between rat
and mice have been reported in the fine mechanisms governing
the programmed cell death of oocytes at birth. Neonatal oocyte
attrition in mice involves apoptosis and autophagy mechanisms in
different cells [91], but in rats, dying oocytes can share several
features of both processes [14]. Alternatively, the xeno-estrogen
Bisphenol A was shown to hamper meiotic progression, resulting
in oocyte apoptosis in mice and humans [92,93]. This indicates
that E2 could interfere with the timing of meiosis arrest during
follicle histogenesis and ultimately induce oocyte death. Our
search for meiosis or oocyte-specific marker profiles in response to
E2 treatment showed that only Nobox expression was modified in
ovaries of E2-treated females. Indeed, Nobox mRNA did not
display the up-regulation observed between PND0-1 and PND2 in
control ovaries. This increase in controls may reflect the
expression of Nobox in oocytes of primordial and growing follicles
and thus the maturation of the organ. In E2-treated ovaries, the
absence of increased Nobox expression between PND1 and PND2
could indicate a default in the primordial-to-primary follicle
transition or a poor growth of the first wave of follicles. However,
this is countered by the absence of modification of expression in
several other oocyte-specific genes. Since mice lacking Nobox
display accelerated post-natal oocyte loss associated with a
decrease in the expression of numerous oocyte-specific genes
[44,94], the absence of increase of Nobox could involve this
pathway in the mechanism by which oocytes disappear after E2
exposure. This alternative mechanism would correlate well with
the delayed decrease in oocyte numbers between PND2 and
PND3. Nevertheless, although we were not able to detect any
changes of the number of TUNEL-positive apoptotic oocytes, or
global expression of apoptosis-related genes, we showed difference
in areas and structures where apoptotic oocytes were included.
This would suggest that E2 induces abnormal apoptosis in already
formed follicles rather than increasing physiological process.
Abnormal apoptosis of oocytes in already formed follicles
correlates well with the observation of numerous empty follicles
at PND3 and PND6. At the organ level, the number of oocytes
involved in cell death is very low; this would explain the absence of
variation of several selected oocyte markers. Further work is
needed to define the fine mechanisms of oocyte disappearance
after E2 exposure.
Estradiol and Abnormalities of Follicle Formation?
MOFs are a hallmark of several mammalian species but their
etiology is unknown [95]. Studies using E2 and E2-mimetics in
mice suggest that a decrease in oocyte apoptosis and cyst
breakdown ultimately results in MOFs [18,86]. By contrast in
the rat, massive oocyte depletion following fetal irradiation is
associated with an increased incidence of MOFs [96]. Conse-
quently, the etiology of MOFs in rat and mouse may well differ.
We show here that E2 exposure is associated with neonatal oocyte
depletion but we did not observe MOFs in older ovaries (at PND6,
PND21 and in adults, data not shown). This is in agreement with
studies in rats exposed to DES and BPA where MOFs were not
reported, or disappeared before puberty [27,28,51,84]. The timing
of oocyte depletion, between PND2 and PND3 and the presence
of apoptotic oocytes in already formed follicles at PND1 suggest
that the absence of MOFs may be explained by a depletion of
oocytes after follicle formation.
It is well established that the moment of germ cell depletion will
determine the subsequent ovarian phenotype. Irradiation-induced
fetal depletion of germ cells in the rat results in streak gonads,
whereas PND5-oocyte depletion leads to empty-primary follicles
evolving into cord-like structures where granulosa cells trans-
differentiate into Sertoli-like cells [97–99]. Neonatal exposure to
E2 in the ovaries leads to a phenotype that is more closely related
with neonatal irradiation, with a decreased oocyte pool. We here
show that neonatal E2 exposure induced oocyte depletion in
already formed follicles. Although further investigations on the fate
of pathological empty follicles are needed, we cannot exclude the
possibility that neonatal E2 exposure may also target the first wave
of follicle growth and follicle dynamics at the end of the first week.
Indeed, studies focusing on follicle dynamics in infantile rat ovaries
after neonatal E2 exposure have produced contradictory results:
some indicate that E2 increases primordial-to-primary follicle
transition in vitro and in vivo at PND8 while others report a
decrease in the number of layered follicles at PND6 [16,28,84].
However, by focusing on total oocyte numbers, our study shows
that E2 affected oocyte survival independently of the structure in
which oocytes are enclosed, in addition to its possible impact on
follicle dynamics.
Our study shows that a neonatal exposure to high E2 levels
interferes with the maturation of expression of key detoxification
tools in the liver and ovaries. In the rat ovary, E2 is ovotoxic in a
dose-dependent manner. A special care must be taken when
assigning the E2 reference dose in future studies to enable accurate
comparisons with environmental contaminants displaying estro-
genic activities.
Supporting Information
Figure S1 Expression of Esr1 in the neonatal rat ovary.
A–F. In situ hybridizations for Esr1 (A, C, E), and Esr1 sense probe
(B, D, F) in PND2 ovaries show a high level of expression of Esr1
in the epithelium of the differentiating oviduct (compare C to D),
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and in some cells of the mesenchyme of the oviduct (open arrow in
C) and a close-to-background expression in oocytes (arrows in E,
compare to F) and an expression in the ovarian surface epithelium
(E, compare with F). G Double staining of E with Ybx2 by
immunofluorescence to labeled oocytes (arrows, red). Nuclei are
counterstained with DAPI (blue). H Merged pictures of immuno-
fluorescence for Esr1 (red), Ybx2 (green) and cell nuclei (blue) in a
PND1 ovary shows a high expression of Esr1 in cells of the oviduct
mesenchyme (open arrow), an expression in epithelial cells of the
ovarian surface and follicles (arrowheads) and in oocytes (arrow).
Scale bars: 100 mm.
(TIF)
Table S1 GC-MS serum analytical control validation.
LLOQ: low limit of quantification; QC: quality control.
(DOC)
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 Figure S1. Expression of Esr1 in the neonatal rat ovary. A–F. In situ hybridizations for Esr1 (A, C, 
E), and Esr1 sense probe (B, D, F) in PND2 ovaries show a high level of expression of Esr1 in the 
epithelium of the differentiating oviduct (compare C to D), and in some cells of the mesenchyme of 
the oviduct (open arrow in C) and a close-to-background expression in oocytes (arrows in E, compare 
to F) and an expression in the ovarian surface epithelium (E, compare with F). G Double staining of E 
with Ybx2 by immunofluorescence to labeled oocytes (arrows, red). Nuclei are counterstained with 
DAPI (blue). H Merged pictures of immunofluorescence for Esr1 (red), Ybx2 (green) and cell nuclei 
(blue) in a PND1 ovary shows a high expression of Esr1 in cells of the oviduct mesenchyme (open 
arrow), an expression in epithelial cells of the ovarian surface and follicles (arrowheads) and in 
oocytes (arrow). Scale bars: 100 µm. 
Table S1.  








Mean (43 runs) 
Intra- & Inter assay CVs (%) 
LLOQ Low QC Middle QC High QC 
Accuracy for 






-3.9 % - +3.5 % 
(n = 6) 
E1 464 / 468 8 - 810 7.9 14.4 77.9 198.9 
7.4 - 9.5 4.3 - 4.7 3.1 - 3.3 2.6 - 3.0 
E2 660 / 664 2 - 405 2.1 9.8 48.0 198.3 
8.9 - 10.5 3.5 - 4.1 2.6 - 3.0 1.5 - 1.7 
E1-S 464 / 468 
(after 
solvolysis) 
50 - 6000 49.8 500.4 1454 2992 
8.7 - 11.0 4.0 - 4.4 3.1 - 3.4 2.8 - 2.9 
E2-S 660 / 664 
(after 
solvolysis) 
10 - 1350 10.1 101.3 299.5 599.0 
3.9 - 5.4 3.0 - 4.2 3.0 - 4.1 2.8 - 3.2 
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Figure 49 : Stratégie de traitement mise en place afin de caractériser la fenêtre critique de sensibilité 





































Figure 50 : Impact à 3 jpn d’un traitement à l’E2 10 µg/jr sur le nombre d’ovocytes par ovaire. 
Après 3 injections (dont les séquences notées de « a » à « f » ont été présentées dans la figure 
précédente), les animaux n’ayant pas reçu d’E2 le jour de leur naissance (colonnes de gauche) ont un 
nombre d’ovocytes par ovaire similaire au témoin (+/- 5 %). Les animaux ayant reçu  de l’E2 lors de la 
première injection (colonnes de droite) présentent une tendance à la baisse du nombre d’ovocytes 
par ovaire.  




3. RÉSULTATS ANNEXES  
 
Comme les traitements le premier jour de la vie induisent des phénotypes plus sévères que les 
traitements débutés plus tard, tant le développement de la glande mammaire (Bern et al., 1983) que 
sur la puberté et la folliculogenèse à l’âge adulte (Cruz et al., 2012), nous avons souhaité affiner 
davantage la fenêtre critique de sensibilité dans l’ovaire. Pour cela, nous avons élaboré des 
séquences d’injections présentées en figure 49. Les résultats obtenus sont présentés sur la figure 50. 
Compte tenu du faible effectif dans chaque groupe, seules des tendances sont représentées. Il 
semble toutefois que les animaux ayant été exposés dès la naissance à l’œstradiol aient moins 
d’ovocytes dans les ovaires à 3 jpn que ceux ayant reçu l’injection témoin à 0 jpn. Ceci est cohérent 
avec les observations faites sur la puberté et le développement de la glande mammaire et confirme 



















Dans l’ovaire, la fragmentation des cordons ovariens conduit à la formation des follicules 
primordiaux. La mise en place de ce stock de follicules primordiaux revêt une importance particulière 
puisque ce stock, formé dans les premiers jours de vie chez le rongeur, est non renouvelable 
(Zuckerman, 1951). La multiplication de cellules germinales dans l’ovaire adulte serait possible 
(Johnson et al., 2004) toutefois le bon déroulement de la formation folliculaire néonatale reste 
capital pour la fertilité de l’adulte. Chez la souris, l’exposition néonatale aux PEO favorise la survie 
ovocytaire (Jefferson et al., 2006; Pepling et al., 2010; Kato et al., 2003) alors que chez la ratte elle 
réduit le nombre d’ovocytes (Sotomayor-Zarate et al., 2008 ; Sotomayor-Zarate et al., 2011 ; Chalmey 
et al., 2013). Les PEO inhibent la fragmentation des cordons ovariens, favorisant la formation de MOF 
(Chen et al., 2007b; Kipp et al., 2007; Losa et al., 2011 ; Rodriguez et al., 2010). Les PEO peuvent aussi 
affecter le passage des follicules au stade primaire, c'est-à-dire l’entrée en croissance des follicules, 
soit en la ralentissant (souris : Kim et al., 2009, Karavan & Pepling, 2012, Zhang et al., 2012b; ratte : 
Kezele & Skinner, 2003; Ahn et al., 2012) soit en l’accélérant (souris : Chao et al., 2012; ratte : 
Yamamoto et al., 2003, Rodriguez et al., 2010). Les PEO ont également fait la preuve de leur action 
sur l’hypothalamus et l’hypophyse, centres régulateurs de la fonction ovarienne, notamment en 
réduisant le nombre de neurones à kiss (Bateman & Patisaul, 2008, Patisaul et al., 2009) et en 
altérant la sécrétion des gonadotropines (Pinilla et al., 1993). L’utérus est lui aussi une cible des PEO 
qui y induisent une dérégulation du métabolisme énergétique (Yin et al., 2012).  
La dose d’exposition est un facteur déterminant quant aux effets provoqués par les PEO. Ainsi l’EB 
occasionne une réduction dose-dépendante du nombre de neurones kiss dans l’hypothalamus à 
l’approche de la puberté (Navarro et al., 2009). Dans l’ovaire, la dose de BPA est positivement 
corrélée à la réduction du poids de l’organe à 80 jpn (Kato et al., 2003) et le nombre d’ovocytes est 
réduit à 3 jpn par des doses croissantes d’E2 (Chalmey et al., 2013). Chez le hamster, une faible dose 
d’EC favorise la survie ovocytaire alors qu’une forte dose augmente l’apoptose (Wang & Roy, 2007).  
Les effets d’une œstrogénisation néonatale sont souvent persistants bien après l’arrêt de 
l’exposition, tant sur les étages supérieurs de l’axe HHG (Bateman & Patisaul, 2008; Patisaul et al., 
2009) que sur l’ovaire (Sotomayor-Zarate et al., 2011; Cruz et al., 2012). Ce type de traitement induit 
généralement l’avancement de la puberté, constatée chez les rongeurs grâce à l’ouverture vaginale 
(Lewis et al., 2003; Kato et al., 2003; Nikaido et al., 2005; Losa et al., 2011) et une baisse de la fertilité 
chez de nombreuses espèces (Brebis : Bennetts et al., 1946; Rongeurs : McLachlan et al., 1982; 
Newbold et al., 1998; Sotomayor-Zarate et al., 2008; Varayoud et al., 2011; Femme : Palmer et al., 
2001).  
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L’infertilité survenant plus ou moins rapidement selon les études est en partie liée au phénotype 
ovarien résultant de l’exposition à des PEO. En effet, de nombreuses anomalies sont observées. 
Parmi elles, l’augmentation de la proportion des follicules en croissance atrétiques (Yamamoto et al., 
2003; Yoshida et al., 2011; Cruz et al., 2012; Peretz et al., 2012), la présence de kystes (Kato et al., 
2003; Sotomayor-Zarate et al., 2008) et surtout la réduction du nombre (voire l’absence) de corps 
jaunes (Williams et al., 1989; Kouki et al., 2003; Nikaido et al., 2004; Adewale et al., 2009) sont 
fréquemment constatées.  
La baisse de la fertilité est aussi un phénomène physiologique lié à l’âge et dû au déclin des fonctions 
ovariennes combiné au déclin des autres organes impliqués dans la fonction de reproduction (pour 
revue, Finn, 1962; Wise, 1999). Dans l’ovaire, un premier groupe de follicules (« la première vague ») 
entrent en croissance très rapidement après leur formation. Ils sont supposés participer à 
l’établissement de la communication entre l’ovaire et ses centres régulateurs sans atteindre 
l’ovulation (Guigon et al., 2003a). Ces premières vagues, stériles, présentent notamment une forte 
expression d’actβa et de Cyp19a1 (Guigon et al., 2003a ; Hickey et al., 1988 ; Mazaud et al., 2002) 
supposées être liées au pic d’inha, actβa et E2 du milieu de la période infantile (12 – 15 jpn, Meijs-
Roelofs et al., 1973 ; Rivier & Vale, 1987 ; Wilson & Handa, 1998). Après la puberté, des vagues de 
follicules continuent à être recrutées de façon cyclique pour fournir les gamètes femelles nécessaires 
à la fécondation. La réserve de follicules s’amenuise donc progressivement avec le temps (Jones & 
Krohn, 1961; Nishijima et al., 2013) réduisant le nombre de follicules recrutés à chaque cycle. Vers 11 
mois chez la ratte, cette réduction du nombre de follicules en croissance entraine le déclin progressif 
de la synthèse des hormones ovariennes (Nelson et al., 1981). Le déclin de la réserve folliculaire est 
donc au cœur du phénomène de sénescence reproductive. Or cette réserve folliculaire est la cible 
des PEO administrés en période périnatale.  
Nous avons choisi de poursuivre notre étude sur le stock ovocytaire suite à une œstrogénisation 
néonatale et de comparer les effets sur l’ovaire et la fonction de reproduction de deux 
doses d’œstradiol: la dose de référence utilisée dans de nombreuses études (10 µg) (Ikeda et al., 
2001; Patisaul et al., 2009; Bertolasio et al., 2011) induisant une déplétion de plus de 30 % du stock 
ovocytaire à 3 jpn et une dose 100 fois plus faible sans effet sur le stock d’ovocytes à 3 jpn (Chalmey 
et al., 2013). Cette étude a pour but 1) de déterminer si cette faible dose d’œstradiol sans effet 
immédiat sur la survie ovocytaire juste après la naissance peut avoir des effets à long terme sur la vie 
reproductive des femelles adultes et 2) de caractériser ces effets s’ils existent.   
 
2. MATÉRIEL ET MÉTHODES 
Les différentes techniques utilisées ont été détaillées dans la section « Matériel et Méthodes » de ce 
manuscrit.  
Les animaux sont issus de l’élevage du laboratoire ou de l’élevage industriel Janvier (Le Genest St Isle, 
53). À la naissance, les rattes nouveau-nées sont réparties en 3 groupes recevant un traitement de 3 
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jours (0, 1 et 2 jpn) au rythme d’une injection sous-cutanée de 17β-œstradiol quotidienne, la 
première étant administrée 4 heures après la naissance. Le premier groupe reçoit 3 injections d’huile  
de maïs (témoin), le second reçoit 3 injections de 0.1 µg/jr de 17β-œstradiol et le dernier 3 injections 
de 10 µg/jr de 17β-œstradiol. Des animaux sont sacrifiés régulièrement (à 3, 6, 21 jpn ou à 8 mois) 
afin de récupérer le sang en vue de dosages hormonaux et différents organes du tractus 
reproducteur (ovaire mais aussi oviducte et chez l’adulte utérus et hypophyse). La croissance 
folliculaire est estimée à 3 et 6 jpn en double immunofluorescence (contre Pcna, marqueur de 
prolifération cellulaire et Fn (fibronectine) composant des membranes basales). Des marqueurs 
folliculaires de la première vague de croissance sont mis en évidence par HIS (Gdf9 : ovocytaire ; 
Inha, Amh, Actba et Cyp19a1 : somatiques) à 3 et 6 jpn. À 21 jpn et chez l’adulte, les ovocytes sont 
marqués à l’aide de Ybx2 (Msy2). La survenue de la puberté est surveillée par observation de 
l’ouverture vaginale. Dès que celle-ci est constatée, des frottis vaginaux sont réalisés afin d’établir le 
délai entre l’ouverture vaginale et le premier œstrus ainsi que la cyclicité des femelles jusqu’à 2 mois. 
Les capacités reproductives des femelles sont évaluées par mise en contact avec un mâle à la fertilité 
avérée (non traité, issu de l’élevage du laboratoire) durant 5 jours et 5 nuits consécutifs afin de 
couvrir un cycle estrien complet, et ce à l’âge de 2, 3 et 4 mois. Le dosage plasmatique des 
gonadotropines (LH et FSH) est réalisé par ELISA chez les animaux de 21 jpn et adultes. Le dosage des 
hormones ovariennes (E2, testostérone T et progestérone P4) chez les animaux de 21 jpn et adultes 
est réalisé par GC/MS-MS en collaboration avec Frank Giton (U955 – IMRB – Créteil).  
3. RÉSULTATS  
 
Influence du traitement sur l’animal immature.  
Juste après la naissance a lieu chez le rat la formation folliculaire, processus permettant de passer du 
stade de cordons ovariens (amas de cellules germinales interconnectées bordé de quelques cellules 
somatiques et une membrane basale) aux follicules individualisés (composés d’une cellule germinale 
unique entourée de cellules de la pré-granulosa squameuses) entourés par la membrane basale 
(Hirshfield, 1992). Dès la fin de l’histogenèse folliculaire, alors que la majorité des follicules reste 
quiescente jusqu’à la puberté, certains follicules entrent en croissance (Hirshfield, 1992). Les cellules 
de la granulosa se multiplient, permettant l’expansion folliculaire. Nous avons choisi d’évaluer deux 
critères de la croissance folliculaire : la prolifération cellulaire et la différenciation. Les follicules 
primordiaux entrant en croissance ont une assise de cellules de la granulosa marquée par PCNA, 
marqueur de prolifération. Les cellules de la granulosa changent de forme, les cellules deviennent 
cubiques (stade primaire). À 3 jpn les ovaires témoins (fig.51 A, page 187) et traités (fig.51 B) 
contiennent des follicules primordiaux (ovocyte marqué par PCNA et membrane basale continue 
mise en évidence par la fibronectine) et primaires (cellules de la granulosa marquées par PCNA et 
entourée par la membrane basale). À 6 jpn les follicules en croissance sont en transition vers le stade 
secondaire, caractérisé par 2 assises de cellules de la granulosa (fig.51 C et D). Msy2, marqueur 
ovocytaire (fig.52 A et E) illustre l’abondance relative d’ovocytes.  
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Outre la prolifération, les cellules du follicule en croissance subissent également une différenciation 
mise en évidence par divers marqueurs connus pour intervenir dans la maturation folliculaire soit 
Gdf9, facteur de croissance ovocytaire agissant sur les cellules somatiques (Albertini et al., 2001), 
Inha et Actba (Mather et al., 1997), Amh (Durlinger et al., 2002) et Cyp19a1 (aromatase, enzyme 
intervenant dans la synthèse des œstrogènes, Hickey et al., 1988, Mazaud et al., 2002). Les ovocytes 
des follicules croissants expriment Gdf9 à partir de 3 jpn (fig.52 B, F et I, M) quel que soit le 
traitement. Les cellules somatiques expriment Inha dès 3 jpn (fig. 52 C et G) et à 6 jpn (fig. 52 J et N), 
Amh dès 3 jpn (fig. 52 D et H), Actba dès 6 jpn (fig. 52 K et O) et Cyp19a1 (fig. 52 L). Ces données 
démontrent que les ovaires traités conservent leur capacité à initier la vague de croissance 
folliculaire précoce. L’état endocrine et ovarien de l’animal est évalué au début de la période juvénile 
(soit 21 jpn). Le poids de l’ovaire rapporté au poids corporel (fig. 53 A) est réduit chez les animaux 
traités et ce significativement dans le groupe d’animaux traités à forte dose. Les coupes histologiques 
d’ovaires révèlent des follicules (dont l’ovocyte est marqué par Msy2) quiescents (primordiaux) et 
des follicules en croissance jusqu’au stade antral chez le témoin (fig. 53 B) comme chez les animaux 
traités à la forte dose (fig. 53 C). Les hormones ovariennes œstradiol (fig. 53 D) et testostérone (fig. 
53 E) ne sont pas statistiquement modifiées bien que l’œstradiol montre une tendance à la baisse à 
la dose forte et la testostérone semble réduite à la dose faible. Le poids de l’hypophyse (fig.53 F) 
n’est pas modifié, ni les hormones hypophysaires LH (fig. 53 G) et FSH (fig.53 H) à la dose forte. 
L’ovaire traité a donc poursuivi sa maturation et l’hypophyse ne présente pas de variation de poids 
liée au traitement. 
La puberté  
La puberté se manifeste chez les rongeurs femelles par l’ouverture vaginale qui survient 
normalement au lendemain de la première ovulation. L’œstrogénisation néonatale avance 
l’ouverture vaginale chez les animaux traités (significativement seulement à la dose faible) d’environ 
2 jours (fig. 54 A). Le premier œstrus (fig. 55 B) survient en revanche à un âge similaire quel que soit 
le traitement, significativement plus tôt que chez les animaux témoins, soit à environ 38 jpn contre 
41. Le délai entre ouverture vaginale et premier œstrus est donc réduit de façon dose-dépendante 
(fig. 54 C). Si le poids lors de l’ouverture vaginale est similaire entre les groupes « témoin » et « dose 
faible » (fig. 54 D), les femelles traitées à la dose forte sont significativement plus petites. 
Modification des capacités reproductives par l’œstrogénisation néonatale 
Nous avons suivi l’établissement des cycles œstriens dès l’ouverture vaginale afin d’évaluer les effets 
des traitements sur ce cycle (fig. 55 A). Alors que chez les animaux témoins et traités à faible dose, 
des cycles réguliers de 4 jours s’établissent rapidement, seul un tiers des femelles traitées à la dose 
forte est régulièrement cyclé. Les autres ont soit des cycles irréguliers soit un œstrus allongé ou 
permanent. Leurs capacités reproductives ont alors été évaluées à la période où elles sont maximales 
chez la ratte : entre 2 et 6 mois (Ishii et al., 2012). Si la fécondabilité (le pourcentage de gestations 
obtenues après que les différents groupes de femelles aient passé 5 jours consécutifs avec un mâle 
jeune et fertile) semble plus élevée à 2 mois (accouplement 1, fig. 55 B) chez les femelles traitées  
  
181 
avec la dose forte d’E2, elle est drastiquement réduite dès 3 mois (accouplement 2). Contrairement 
au groupe témoin où la fécondabilité reste la même entre 3 et 4 mois, elle décline à 4 mois dans le 
groupe traité à faible dose. La fécondité (le nombre de petits par femelle, fig. 55 C) suit la même 
évolution, elle est significativement altérée par la forte dose d’E2 dès 4 mois (accouplement 3).  
 
Dynamique folliculaire et contexte endocrine 
La physiologie ovarienne est évaluée à 8 mois soit environ 3 mois avant la sénescence reproductive 
et le déclin physiologique des hormones (Nelson et al., 1981). À cet âge, le poids ovarien rapporté au 
poids corporel (fig. 56 A) est significativement réduit chez les femelles traitées à la dose faible mais 
pas chez les femelles traitées à forte dose. Morphologiquement, les ovaires témoins (fig. 56 B) ont un 
aspect de « framboise », les nombreuses aspérités étant formées par les follicules en fin de 
croissance et les corps jaunes. Les ovaires issus de femelles traitées à faible dose (fig. 56 C) peuvent 
présenter une asymétrie entre ovaire droit et gauche et surtout des kystes liquidiens de grande taille 
à paroi fine. Les ovaires issus de femelles traitées à la dose forte (fig. 56 D) sont de plus petite taille 
que les ovaires témoins. Histologiquement, les ovaires des femelles témoins (fig. 56 E) contiennent 
des follicules à tous les stades de développement depuis le stade primordial. Un marquage des 
ovocytes par Ybx2 (Msy2) facilite le comptage des follicules primordiaux. La présence de corps jaunes 
indique des ovulations récentes. Les ovaires issus des femelles ayant reçu la faible dose (fig. 56 F) 
présentent également des follicules à tout stade de développement et des corps jaunes. Dans les 
ovaires issus des femelles traitées avec la dose forte (fig. 56 G), il y a des follicules à tout stade de 
développement mais pas de corps jaune, signe d’un défaut d’ovulation. La distribution des follicules, 
répartis selon leur stade de développement, est présentée en fig. 56 H-O. A 8 mois le stock de 
follicules primordiaux est équivalent chez les animaux témoins et traités à la dose forte mais diminué 
à la dose faible. La tendance est la même pour les follicules primaires, secondaires et pré-antraux. En 
revanche le nombre de follicules antraux sains est significativement réduit aux deux doses 
d’œstradiol. Le nombre de follicules antraux atrétiques et très variable au sein du groupe témoin 
mais la proportion de follicules atrétiques parmi les follicules antraux augmente en fonction de la 
dose d’œstradiol (significativement à la dose forte). La proportion de follicules en croissance sains 
parmi les follicules totaux reste inchangée. 
Parmi les hormones ovariennes, le taux plasmatique circulant d’E2 est augmenté après traitement 
par la faible dose (fig. 57 A) mais ne varie pas après traitement à la dose forte. La P4 en revanche ne 
varie pas significativement à faible dose mais est diminuée à forte dose (fig. 57 B). La testostérone ne 
varie pas à faible dose (fig. 57 C) mais présente une tendance non significative à la baisse à 10 µg E2 / 
jour. Le poids de l’hypophyse n’est pas modifié par l’œstrogénisation néonatale (fig. 57 D). Les 
variations de la FSH (fig. 57 E) par rapport au témoin ne sont pas significatives. En revanche, les 
femelles ayant la faible dose d’E2 ont en moyenne à 8 mois moins de FSH circulante que les femelles 




Figure 55 : Contexte endocrine de la femelle adulte traitée à l’E2 en période néonatale. Les hormones 
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Effets du traitement sur d’autres organes du tractus 
 
Le traitement à l’œstradiol peut influencer également le développement d’autres organes du tractus 
reproducteur. L’oviducte porte des récepteurs des œstrogènes dès la naissance (en particulier ERα, 
comme démontré en hybridation in situ, voir figure 2 article « Systemic compensatory response to 
neonatal estradiol exposure does not prevent depletion of the oocyte pool in the rat ») et l’utérus 
exprime également ERα à cette même période (Mowa & Iwanaga, 2000). À la naissance, l’oviducte 
est complètement lisse. À 3 jpn chez les témoins, il a commencé à s’enrouler (fig. 58 A), 
contrairement à celui des femelles traitées avec 10 µg/jr d’E2 (fig. 58 B). À 21 jpn le poids de 
l’oviducte rapporté au poids corporel présente une tendance à la baisse de façon dose-dépendante 
(fig. 58 C). À l’âge adulte, la différence morphologique entre témoin (fig. 58 D) et traité à 10 µg/jour 
(fig. 58 E) est invisible mais le poids est significativement réduit à la dose faible et augmenté à la dose 
forte (fig. 58 F). À 21 jpn le poids de l’utérus rapporté au poids corporel (fig. 59 A) diminue de façon 




Nos résultats montrent qu’en dépit du traitement néonatal avec des œstrogènes, l’ovaire poursuit sa 
maturation avec la mise en place des vagues de croissance folliculaire. À 21 jpn, bien que le poids de 
l’ovaire soit moindre chez les animaux traités à la dose forte, la maturation suit son cours avec la 
présence de toutes les catégories de follicules en développement. Le contexte endocrine ne semble 
pas modifié non plus. En revanche la puberté est avancée quelle que soit la dose d’œstradiol utilisée, 
comme le montre l’âge de survenue du premier œstrus. Les femelles traitées à forte dose présentent 
rapidement d’importantes altérations des capacités reproductives voire une infertilité secondaire à 4 
mois. Bien que ça ne soit pas significatif, il semblerait que les capacités reproductives diminuent 
également à faible dose. Le phénotype ovarien observé à l’âge adulte est dérégulé de deux façons 
bien distinctes selon la dose d’E2 utilisée à la naissance. En effet, les ovaires traités à faible dose ont 
un stock folliculaire réduit, des kystes et une production d’œstradiol très importante, alors que les 
ovaires traités à forte dose sont de petite taille mais sans déplétion massive du stock folliculaire, 
leurs follicules antraux sont souvent atrétiques, ils sont dépourvus de corps jaune et leur production 
de progestérone est altérée. Les hormones hypophysaires ne varient pas significativement mais on 
observe à faible dose une légère augmentation du rapport LH/FSH et à forte dose une augmentation 
légère de la FSH. 
 
Qualité de la première vague de croissance folliculaire 
 
La dynamique de recrutement folliculaire varie avec l’exposition néonatale aux PEO : le BPA (Karavan 
& Pepling, 2012 ; Zhang et al., 2012b), DES (Karavan & Pepling, 2012; Kim et al., 2009), EE (Karavan & 
Pepling, 2012) et E2 (Karavan & Pepling, 2012; Kezele & Skinner, 2003) ralentissent la transition du 
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stade primordial au stade primaire, voire du stade primaire au stade secondaire, affectant ainsi la 
dynamique de sortie de quiescence lors de l’initiation de la première vague de croissance. À 8 jpn, les 
ovaires de rattes traitées avec des parabènes contiennent plus de follicules primordiaux et moins de 
follicules primaires, indiquant là aussi une baisse de l’entrée en croissance (Ahn et al., 2012). 
Toutefois, d’autres études (Rodriguez et al., 2010, Chao et al., 2012) rapportent au contraire une 
transition du stade primordial au stade primaire accélérée. Dans notre modèle, cette question n’a 
pas encore été étudiée quantitativement. Cependant si l’on se base sur le nombre moyen d’ovocytes 
à 3 jpn (Chalmey et al., 2013) et le nombre moyen de follicules à 8 mois, on en tire le tableau 
suivant : 
 Nombre 
d’ovocytes à 3 jpn 
Nombre de follicules 
à 8 mois 
% de follicules 
« utilisés » 
Effet potentiel sur 
le recrutement 
Témoin 1 874,3 980,4 47,7 - 
E2 [0,1 µg/jour] 1 638,3 452,5 72,4 Accélération 
E2 [10 µg/jour] 1 068,6 931,5 12,8 Ralentissement 
Il se pourrait que la dynamique de recrutement dépende de la dose : une dose faible serait en faveur 
d’un recrutement accéléré tandis qu’une dose forte serait au contraire un facteur de quiescence et 
ce dès la première vague de croissance. Cette hypothèse est confortée par une étude rapportant que 
10 µg d’EB pendant 4 jours induisent dans l’ovaire de ratte une inhibition de l’entrée en croissance 
folliculaire parallèlement à augmentation de l’expression d’Amh (Ikeda et al., 2002), facteur de 
quiescence. Indépendamment de cette variation de dynamique de recrutement, la première vague 
de croissance semble qualitativement similaire dans tous les groupes : les cellules de la granulosa 
prolifèrent et se différencient, exprimant divers facteurs caractéristiques de la croissance folliculaire 
à cet âge, différente de celle de l’adulte. Compte tenu de cet aspect qualitatif et du fait qu’à l’âge 
adulte certaines femelles traitées soient cyclées et en mesure d’avoir des portées (au moins 
provisoirement), nous pouvons conclure que la première vague de croissance parvient à jouer son 
rôle dans la maturation des capacités endocrines de l’ovaire et par extension dans la maturation du 
dialogue entre l’ovaire et ses centres de contrôle (hypothalamus et hypophyse) (Guigon et al., 
2003b).  
 
Animal immature à 21 jpn  
À 21 jpn, les follicules poursuivent leur développement par vagues. L’état de la réserve folliculaire n’a 
pas encore été évalué quantitativement à cet âge au cours de cette étude. Toutefois des follicules à 
tout stade de croissance sont présents dans tous les ovaires, tant chez les animaux témoins que chez 
les traités, à l’exception des follicules pré-ovulatoires. En effet, tous les follicules qui se développent 
chez l’animal immature sont physiologiquement voués à l’atrésie pour cause d’environnement 
endocrine inadapté à leur survie (McGee et al., 1998). Les follicules en développement assurent la 
production endocrine ovarienne. Nos résultats indiquent que la production d’œstradiol n’est pas 
perturbée à cet âge par l’œstrogénisation, malgré une tendance à la baisse chez les animaux traités à 
forte dose. Si l’on considère que l’entrée en croissance des follicules est ralentie chez ces animaux, 
ceci pourrait résulter d’une éventuelle baisse du nombre de follicules en croissance en mesure de 
produire des œstrogènes. En revanche la testostérone n’est pas diminuée chez ces animaux. La 
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production des œstrogènes et de la testostérone, appartenant tous deux à la classe des stéroïdes, 
dépend d’une seule chaine de biosynthèse, les œstrogènes dérivant de la testostérone par 
aromatisation. Toutefois, si l’ovaire est le seul organe en mesure d’aromatiser la testostérone, il n’est 
pas le seul doté de la capacité d’en produire. En effet, les glandes surrénales possèdent également 
l’équipement enzymatique adapté (revue,Ojeda et al., 1980). À l’inverse, la réduction de la 
testostérone circulante chez les animaux traités à faible dose pourrait résulter d’une augmentation 
de son aromatisation par les cellules de la granulosa des follicules en croissance (ceci pourrait être 
testé par marquage de Cyp19a1, l’aromatase, sur des coupes d’ovaires). Les gonadotropines, 
d’origine hypophysaire, ne semblent pas modifiées par le traitement. 
 
Modifications de la puberté et des capacités reproductives 
De nombreux PEO ont fait la preuve de leur influence sur la puberté, tant chez les rongeurs (Nass et 
al., 1984; Pinilla et al., 2002; Lewis et al., 2003; Nikaido et al., 2004) que chez les primates (Golub et 
al., 2003) et même les humains (Roy et al., 2009; Bandera et al., 2011). Le critère de survenue de la 
puberté utilisé est l’ouverture vaginale. Cette ouverture vaginale est significativement avancée dans 
le cas des animaux traités à faible dose et de façon non significative à faible dose. Ces observations 
sont cohérentes avec les données antérieures, tant chez la ratte que chez la souris, après exposition 
à des PEO d’origine naturelle ou synthétique (Nass et al., 1984 ; Lewis et al., 2003 ; Nikaido et al., 
2005 ; Sotomayor-Zarate et al., 2008). Le premier œstrus survient plus tôt, quel que soit la dose d’E2 
administrée.  
Une irrégularité des cycles estriens signe une anomalie dans le fonctionnement de l’axe HHG. Or la 
dose forte d’œstradiol induit une irrégularité statistiquement significative. Ceci est cohérent avec des 
observations antérieures là encore après exposition néonatale à des PEO d’origine naturelle ou 
synthétique (Nass et al., 1984; Kubo et al., 2003; Kato et al., 2003 ; Bateman & Patisaul, 2008). Par 
ailleurs, si lors du premier accouplement la fécondabilité des femelles traitées à forte dose est 
équivalente à celle des femelles témoins, son rapide déclin suggère que la fonctionnalité de l’axe 
HHG se détériore très rapidement. Là encore, subfertilité et infertilité sont fréquemment rapportées 
après exposition néonatale à des PEO (McLachlan et al., 1982; Newbold et al., 1998; Sotomayor-
Zarate et al., 2008). À faible dose, bien qu’on n’observe pas de détérioration aussi brutale des 
capacités reproductives, la fécondabilité des femelles tend à baisser entre 3 et 4 mois, contrairement 
aux femelles témoins, suggérant tout de même une atteinte progressive -bien que plus tardive qu’à 
forte dose- de la fonction de reproduction. La fécondité suit une évolution similaire. 
 
Responsabilité ovarienne et centrale dans la divergence phénotypique observée selon la dose 
L’ovaire à l’âge adulte présente un phénotype différent pour chaque dose d’œstrogènes utilisée. Si 
l’ovaire témoin est fonctionnel, l’ovaire traité à faible dose présente des anomalies morphologiques 
(kystes et asymétrie fréquents) et des signes d’épuisement précoce du stock de follicules (proportion 
de follicules primordiaux réduite, ainsi que toutes les catégories de follicules en croissance). Il est 
cependant encore fonctionnel, comme l’atteste la présence de corps jaunes (synonymes d’ovulation 
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récente), la production d’hormones ovariennes et la sécrétion d’hormones hypophysaires similaires 
au témoin adéquates pour maintenir l’axe HHG fonctionnel. Ceci suggère les prémices d’une 
insuffisance ovarienne précoce. Toutefois le profil hormonal encore peu modifié (à l’exception de 
l’E2, anormalement élevé) est un argument en faveur d’une sénescence débutante. Cette 
augmentation de l’œstradiol a déjà été rapportée dans le cadre d’une étude sur l’influence d’un 
traitement anti-androgénique périnatale chez la truie (Grzesiak et al., 2012). Ce traitement induisait 
une élévation du taux d’E2 circulant chez l’adulte causée par une sur-expression des récepteurs à la 
FSH et de l’aromatase. Une élévation du taux d’E2 a également été rapportée dans une étude dont le 
but était de déterminer la fenêtre de sensibilité maximale de l’ovaire aux œstrogènes, induisant un 
syndrome polykystique (Cruz et al., 2012). Dans cette étude, des rattes exposées à de l’EV à 7 jpn ont 
une puberté avancée et des ovaires polykystiques à l’âge de 180 jpn. Cependant le stock folliculaire 
n’est pas affecté et l’origine de l’augmentation du taux circulant d’E2 n’a pas été élucidée et 
l’expression du récepteur de la FSH ou de l’aromatase n’a pas été testée. Les auteurs concluent 
toutefois à la validité du modèle d’œstrogénisation précoce pour l’étude de la survenue d’ovaires 
polykystiques. Dans notre modèle de rattes exposées à de l’E2 0.1 µg/jour à la naissance, bien que la 
présence de kystes soit évidente, l’épuisement folliculaire évoque plutôt une sénescence 
reproductive précoce trouvant son origine dans l’ovaire et sa dynamique de recrutement folliculaire 
accélérée. Cette accélération reste pour l’instant inexpliquée en l’absence d’effets évidents observés 
dans l’hypothalamus à cette dose (Navarro et al., 2009). Il serait intéressant d’étudier les facteurs 
impliqués dans les régulations de l’axe HHG et la sortie de quiescence folliculaire, tels que le taux 
d’Inhibine ou l’Amh, ainsi que la réceptivité ovarienne à la FSH et l’expression de l’aromatase.  
Le tableau clinique des rattes traitées avec de l’E2 10 µg/jour est très différent. Le stock folliculaire 
est similaire à celui des témoins à 8 mois alors qu’il était largement réduit à 3 jpn (article 1). Les 
follicules en développement deviennent en grande partie atrétiques et n’aboutissent pas à 
l’ovulation, comme le démontrent l’absence quasi-totale de corps jaunes et l’effondrement de la 
progestérone. L’absence d’ovulation alors même que des follicules se développent au sein de l’ovaire 
suggère une atteinte centrale de l’axe HHG. Bien que les taux circulants de gonadotropines ne soient 
pas modifiés de façon significative, il semble que la FSH augmente légèrement, comme dans le cadre 
de la sénescence reproductive qui s’établit normalement vers 11 mois (Nelson et al., 1981). Il est à 
noter que certaines femelles présentaient un œstrus permanent, soit un état annonciateur de l’état 
définitif d’anœstrus survenant en fin de vie reproductive, dès 3 mois. Ceci plaide également en 
faveur de l’entrée en « ménopause » de ces femelles traitées à forte dose. Toutefois la faiblesse des 
effectifs, la grande variabilité interindividuelle et l’absence de synchronisation des sacrifices des 
animaux au moment de l’œstrus ne permettent pas de statuer sur ce point avec certitude sur cette 
simple base. Il convient cependant de rappeler que l’atteinte de l’hypothalamus a déjà été rapportée 
suite à l’exposition néonatale de rattes à une dose similaire d’œstrogène (Losa et al., 2011 ; Navarro 
et al., 2009). Il est donc probable que la sénescence reproductive observée avec ce modèle dose 
forte trouve plutôt son origine dans le déclin de la fonction centrale de l’axe HHG et affecte déjà la 
totalité du tractus reproducteur.  
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L’E2 affecte d’autres organes du tractus 
Si l’hypothalamus et l’ovaire sont des cibles dont le développement et la fonction sont modifiés par 
une œstrogénisation néonatale, deux autres organes le sont également : l’oviducte et l’utérus. À 3 
jpn, la morphologie anormalement lisse de l’oviducte traité à 10 µg/jour suggère que l’E2 maintient 
cet organe dans un état d’immaturité. Cette immaturité persistante a déjà été observée sur l’ovaire 
(les œstrogènes inhibent la fragmentation des cordons ovariens ; Kipp et al., 2007, Losa et al., 2011, 
Rodriguez et al., 2010) et sur le foie (le traitement retarde la maturation de l’expression de certaines 
enzymes, article 1). Ces données suggèrent que le développement de l’oviducte est lui aussi lié à la 
levée de l’imprégnation hormonale (et particulièrement œstrogénique) maternelle au moment de la 
naissance et sont cohérentes avec des études antérieures sur l’E2 (Okada et al., 2004) et le DES 
(Newbold et al., 1983). Le DES induit d’ailleurs chez la souris un maintien de l’oviducte dans une 
position fœtale ou néonatale autour de l’ovaire, alors que chez l’adulte normal, l’oviducte s’enroule 
sur lui-même entre l’ovaire et l’utérus. Cet enroulement est similaire à celui de l’épididyme chez le 
mâle. Chez ce dernier, ce phénomène est sous la dépendance de l’inhibine (Tomaszewski et al., 
2007). Il est donc envisageable de vérifier d’éventuelles variations du taux d’inhibine dans notre 
modèle. Dans le cas présent, ces effets s’estompent transitoirement puisque l’oviducte à 21 jpn ne 
présente pas de variation de poids par rapport au témoin, ni d’altération morphologique évidente. 
Mais à l’âge adulte le poids de l’oviducte est réduit à faible dose et augmenté à forte dose. Cet 
organe subit donc lui aussi une « empreinte œstrogénique » persistante.  
L’utérus semble lui aussi affecté par l’œstrogénisation néonatale. Son poids chez l’animal de 21 jpn 
décroit avec la dose d’E2 administrée. Ceci avait déjà été rapporté, notamment après une exposition 
néonatale à du DES ou de l’EE (Branham et al., 1988). Dans cette étude l’épaisseur de l’épithélium 
luminal utérin est corrélée au poids de l’utérus et inversement corrélée à la dose d’œstrogène 
administrée. Une étude histologique de l’utérus (tissus déjà disponibles) permettrait de vérifier ce 













Figure 51 : Prolifération cellulaire dans l’ovaire à 3 et 6 jpn 
Des coupes d’ovaires de 3 jpn (A, B) et 6 jpn (C, D) non traités (A, C) ou traités avec 10 µg d’E2 par 
jour entre la naissance et 2 jpn (B, D) sont marquées par immunohistochimie contre la fibronectine 
(rouge, composant des membranes basales) et Pcna (proliferative cell nuclear antigen, vert). Les 
ovaires présentent tous des follicules primordiaux (pointe de flèche) et des follicules en croissance 
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Figure 52 : Vague de croissance à 3 et 6 jpn 
Hybridation in situ de coupes d’ovaires de 3 jpn (A-H) et 6 jpn (I-P) non traités (A-D; I-L) ou traités 
avec 10 µg d’E2 par jour entre la naissance et 2 jpn (M-O). Les sondes utilisées sont caractéristiques 
des ovocytes (Msy2-A, E), des ovocytes appartenant à des follicules en croissance (Gdf9-B,F, I, M) ou 
des cellules de la granulosa des follicules en croissance (Inha-C, G, J, N; Amh-D, H ; Actba-K,O ; 
Cyp19a1 (aromatase)-L,P). A 3 comme à 6 jpn, les ovaires traités et témoins expriment les différents 
marqueurs de croissance et différenciation. 
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Figure 53 : Morphologie ovarienne et contexte endocrine à 21 jpn. 
A : Le ratio poids de l’ovaire rapporté au poids corporel tend à diminuer en fonction de la dose d’E2 
injectée. Cette diminution n’est significative qu’à forte dose. Des coupes histologiques (B, C) des 
ovaires marquées à l’aide Msy2, marqueur ovocytaire, montrent des follicules à tous les stades de 
développement, du stade primordial (point de flèche) au stade antral (flèche) à la fois chez le témoin 
(B) et le traité à 10 µg/jour (C). Les stéroïdes circulants à cet âge (D: E2 et E: Testostérone) évalués 
par GC/MS-MS ne varient pas significativement avec la dose. Le poids de l’hypophyse (F) n’est pas 
modifié par le traitement, ni les taux circulants d’hormones hypophysaires dosées par ELISA (G: LH et 
H: FSH). 







Figure 54 : Survenue de la puberté après traitement néonatal à l’E2. 
A: le traitement à l’E2 réduit l’âge de l’ouverture vaginale (significativement à la dose faible). Le 
premier œstrus (constaté par frottis vaginaux quotidiens) survient plus tôt chez les femelles traitées 
(B). Le délai entre l’ouverture vaginale et le premier œstrus est plus court chez les femelles traitées à 
forte dose (C). Le poids corporel lors de l’ouverture vaginale (D), similaire entre le groupe témoin et 
le groupe traité à faible dose, est significativement plus bas dans le groupe traité à forte dose. 
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Témoin E2 [0.1 µg/jr] E2 [10 µg/jr]
Cycles réguliers 85.7 % 100 % 33.3 %
Cycles réguliers + œstrus allongé 0 % 0 % 22.2 %
Cycles irréguliers 14.3% 0 % 33.3 %
Œstrus permanent 0 % 0 % 11.2 %






Figure 55: Santé reproductive de la femelle adulte après traitement néonatal à l’E2 
La cyclicité des femelles adultes (A) est évaluée par frottis vaginaux quotidiens. Dans le groupe 
témoin, les femelles ont en majorité des cycles réguliers d’une durée de 4 jours, comme les animaux 
ayant reçu la faible dose. Dans le groupe traité à la forte dose, la proportion de femelles 
régulièrement cyclée est significativement réduite. Les animaux peuvent présenter des cycles 
irréguliers ou un œstrus allongé voire permanent. La fécondabilité (B) des femelles traitées n’est pas 
altérée lors du premier accouplement. Dès le 2ème,  la fécondabilité dans  le groupe  traité à forte 
dose diminue significativement. La fécondité (C) est également significativement réduit par la forte 
dose. 
Valeurs présentées = pourcentage ou moyennes ± SEM.  
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Figure 56 : Phénotypes ovariens observés à l’âge adulte après traitement néonatal à l’E2.  
A : Ratio du poids de l’ovaire rapporté au poids corporel. La dose faible induit une baisse significative. 
B-D : Morphologie ovarienne. Les ovaires témoins (B) portent de nombreux grands follicules et des 
corps jaunes. Les ovaires traités à faible dose (C) présentent parfois une asymétrie et des kystes 
liquidiens. Les ovaires traités à forte dose (D) ont un volume réduit. E-G : Coupes histologiques 
d’ovaires à l’âge adulte selon le traitement. Les ovocytes sont marqués à l’aide de Msy2 (Ybx). Tous 
présentent des follicules entre les stades « primordial » (flèche) et « antral » (Ant). Les témoins (E) et 
traités à faible dose comportent des corps jaunes (CJ). Les ovaires traités à la dose forte (G) n’en ont 
pas.  H-O : Comptage des follicules dans l’ovaire adulte selon le traitement. A la dose forte, aucune 
catégorie de follicules n’est modifiée entre le stade primordial et le stade pré-antral. A la dose faible 
toutes ces catégories sont réduites (catégorie « secondaires » significativement réduite J). Les 
antraux sains sont moins nombreux quelle que soit la dose (L) et la proportion d’atrétiques est plus 
élevée à la dose forte (N). La proportion de follicules en croissance sains parmi les follicules totaux 
est inchangée.  









Figure 57 : Contexte endocrine chez la femelle adulte traitée à l’E2 en période néonatale. Les 
hormones sont dosées dans le sang par GC/MS-MS (A-C) ou par ELISA (E,F). L’E2 (A) est 
significativement augmenté à faible dose et la P4 (B) réduite à forte dose. La testostérone (C)  ne 
varie pas significativement. Le poids de l’hypophyse (D) ne varie pas. La FSH (E) ne varie pas 
significativement par rapport au témoin mais le taux circulant à forte dose est supérieur au taux 
circulant à faible dose. La LH (F) ne varie pas significativement. Valeurs présentées = moyennes ± 
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Figure 58 : Oviductes issus d’animaux témoins ou traités pendant 3 jours avec de l’E2. 
À 3 jpn (A,B): chez les témoins (A), l’oviducte prend un aspect enroulé. Chez les animaux traités avec 
10 µg/jour (B), l’oviducte reste lisse. À 21 jpn (C) le poids de l’oviducte ne présente pas de variation 
significative en fonction du traitement. À l’âge adulte (D,E) la morphologie de l’oviducte chez les 
animaux témoins (D) et traités à 10 µg/jour (E). Le poids de l’oviducte (F) est significativement 
diminué à faible dose mais augmenté à forte dose.  





Figure 59 : Utérus issus d’animaux témoins ou traités pendant 3 jours avec de l’E2 10 µg/jr et 
prélevés à 21 jpn (A) et à l’âge adulte (B). Chez l’animal immature, l’utérus a un poids réduit. 
Valeurs présentées = moyennes ± SEM. Effectifs :(n). 
Test : Kruskal-Wallis    * : p<0.05 ; ** : p<0.01 ; *** : p<0.001 
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III.  Exposition néonatale aux œstrogènes et altérations génétiques et 
génomiques 
1. INTRODUCTION 
La période périnatale est extrêmement importante pour le développement de l’ovaire de rongeur. 
Les cellules germinales qu’il contient ont d’abord subit des mitoses synchronisées dont la cytocinèse 
était incomplète, laissant les cellules germinales interconnectées par des ponts cytoplasmiques 
(Pepling & Spradling, 1998). Ces amas de cellules germinales sont entourés par des cellules 
somatiques squameuses et bordés par une membrane basale, formant les cordons ovariens (Byskov 
& Lintern-Moore, 1973; Jeppesen, 1977 ; Merchant-Larios & Chimal-Monroy, 1989). Les cellules 
germinales entrent en méiose à 17.5 jpc (Beaumont & Mandl, 1962), processus au cours duquel la 
cellule subit deux cycles de division, passant de l’état diploïde à l’état haploïde. Le début de la 
méiose, la prophase, est extrêmement long et se subdivise en plusieurs stades caractérisés par les 
évènements génétiques qui s’y déroulent. Ainsi, lors du stade leptotène, les chromosomes s’alignent 
par paire et Spo11 induit physiologiquement des cassures double brins dans l’ADN (Keeney et al., 
1997). Au stade zygotène, les premières protéines de réparation des cassures sont recrutées, 
notamment H2AX (Rogakou et al., 1998), qui permet le recrutement de la cohésine essentielle à 
l’établissement des complexes synaptonémaux (Lowndes & Toh, 2005). Une cascade de recrutement 
protéique se met en place (pour revue, Roeder, 1997) dont le but est de réparer les cassures tout en 
procédant à des recombinaisons de chromatine. Au stade pachytène, indépendamment du 
déroulement de la méiose, survient la naissance de l’animal (Beaumont & Mandl, 1962). La 
réparation de l’ADN est alors presque terminée et la cellule vérifie l’intégrité de son matériel 
génétique (pour revue, Roeder, 1997). Les mécanismes de vérification impliquent des complexes 
protéiques « détecteurs » recrutant des complexes « médiateurs » qui induisent à leur tour l’action 
de différents « effecteurs » bloquant le cycle cellulaire et réparant les lésions. Ils sont mis en place 
suite aux dommages à l’ADN induits volontairement lors de la méiose mais aussi afin de réparer les 
atteintes de l’ADN d’origine externe (Lydall et al., 1996; Bartek & Lukas, 2007; Paull et al., 2000; 
Fernandez-Capetillo et al., 2004). Si les dommages sont trop importants, la cellule entre en apoptose 
(Bartek & Lukas, 2007; Ciccia & Elledge, 2010). Si l’état de l’ADN est satisfaisant, la méiose se 
poursuit, passant au stade diplotène.  
Rapidement après la naissance les cordons ovariens se fragmentent pour former les follicules 
ovariens, formés d’une cellule germinale entourée d’une assise de cellules de la granulosa et bordée 
d’une membrane basale (Merchant-Larios & Chimal-Monroy, 1989). La fragmentation de ces cordons 
fait intervenir une vague de mort ovocytaire physiologique (Pepling & Spradling, 2001), un 
remodelage de la membrane basale (Rajah et al., 1992; Mazaud et al., 2005). Elle est en partie 
conditionnée par le dialogue entre les cellules germinales et les cellules de la granulosa, notamment 
par la voie des Pi3K (Phosphatidyl-inositol 3 kinase, Wang & Roy, 2004). Elle est aussi liée à 
l’avancement méiotique des cellules germinales. Ainsi, chez les souris dont certains gènes de 
réparation de l’ADN ont été invalidés (Atm, Dmc1, Msh5), les ovocytes entrent en apoptose avant la 
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formation des follicules mais ces animaux ont une formation folliculaire normale si l’induction des 
cassures de l’ADN est inhibée (Barlow et al., 1998 ; Di Giacomo et al., 2005). L’invalidation de Scp1 
(impliqué dans la formation des complexes synaptonémaux) entraine un passage précipité au stade 
diplotène, autorisant alors la formation des follicules (Paredes et al., 2005). Par ailleurs, cette 
formation folliculaire dépend aussi de facteurs endocrines et notamment des œstrogènes. Au 
moment de la naissance, l’animal s’affranchit des hormones maternelles auxquelles il était soumis in 
utero et cette levée d’imprégnation est un facteur permissif pour la fragmentation des cordons 
ovariens et la formation des follicules (Kezele & Skinner, 2003 ; Chen et al., 2007b). L’absence de 
levée d’imprégnation maternelle induit des perturbations de la formation folliculaire, notamment en 
réduisant le nombre de cellules germinales chez la ratte (Kipp et al., 2007 ; Sotomayor-Zarate et al., 
2008 ; Sotomayor-Zarate et al., 2011). D’autre part, 3 jours d’exposition à une dose de 10 µg/jour 
d’E2 entre la naissance et 2 jpn induisent la réduction de 30 % des ovocytes à 3 jpn mais une dose 
100 fois plus faible n’a pas d’influence sur la survie de ces cellules (Chalmey et al., 2013). La qualité et 
la quantité de cellules germinales à cet âge précoce sont primordiales car le stock de follicules n’est 
pas renouvelable (Zuckerman, 1951). À la fin de la période de formation folliculaire, le stock définitif 
ainsi formé conditionnera les capacités reproductives de l’adulte. 
Nous avons choisi d’étudier les conséquences très précoces de deux doses de 17β-œstradiol : 10 
µg/jour, dose de référence induisant une déplétion de 30 % du nombre de cellules germinales à 3 jpn 
et une infertilité secondaire à 4 mois et 0.1 µg/jour, dose n’altérant pas la survie cellulaire à 3 jpn 
mais induisant une déplétion massive et précoce du stock folliculaire à 8 mois (voir parties 
précédentes). Cette étude a donc pour but de déterminer si un traitement précoce aux œstrogènes 
le premier jour de vie, soit pendant la méiose et la formation des follicules, induit des dérégulations 
du transcriptome ovarien. La seconde partie de l’étude tentera de déterminer si l’apoptose des 
cellules germinales à forte dose peut être liée à des dommages de l’ADN induits par les œstrogènes, 
substance aux propriétés génotoxiques connues (pour revue, Liehr, 2000).  
 
2. MATÉRIEL ET MÉTHODES 
Les différentes techniques utilisées ont été détaillées dans la section « Matériel et Méthodes » de ce 
manuscrit.  
Les animaux sont issus de l’élevage du laboratoire ou de l’élevage industriel Janvier (Le Genest St Isle, 
53). À la naissance, les rattes nouveau-nées sont réparties en 3 groupes recevant une injection sous-
cutanée unique à 4 heures post-natale. Le premier groupe reçoit 1 injection d’huile de maïs 
(témoin), le second reçoit 1 injection de 0.1 µg/jr de 17β-œstradiol (E2) et le dernier 1 injection de 10 
µg/jr de E2. Dans chaque groupe, une partie des animaux est sacrifiée à 24 heures post-natales, les 
ovaires sont prélevés, séparés en deux pools contenant les ovaires de 5 à 12 animaux chacun et 
congelés à -80°C en vue de la préparation des microarrays. Une autre partie est sacrifiée 2 heures 
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après l’injection pour un premier test des comètes (4 animaux par dose). La dernière partie est 
sacrifiée à 24 heures pour le second test des comètes (5 animaux par dose).  
Les microarrays sont réalisées avec des ADNc (issus de la rétrotranscription des ARN d’ovaire puis de 
leurs fragmentation et marquage avec un fluorochrome) hybridés sur des puces Affymetrix GeneChip 
Rat Gene 1.0 ST array (#901173) permettant une étude prospective du transcriptome ovarien. 
L’analyse bioinformatique est réalisée à l’aide du logiciel AMEN. La validité des données est vérifiée 
par contrôle interne via des sondes tests intégrées à la puce. Ces sondes permettent la normalisation 
du signal, dont la moyenne est faite sur chaque réplicat. Chaque puce porte un total de 18 785 gènes 
représentés par 26 212 transcrits. La limite de détection du signal est fixée au 25ème percentile de 
l’intensité du signal global. Ceci permet de considérer les gènes et transcrits dont le signal est en 
dessous de ce seuil comme non exprimés et les élimine de l’analyse. Les conditions de traitement 
sont analysées 2 à 2. Au sein de chaque comparaison, seuls les gènes et transcrits présentant un 
facteur de variation d’expression supérieur à 1.5 sont conservés et soumis à un test statistique (SAM) 
(Tusher et al., 2001). Les validations ont été réalisées en qPCR sur les mêmes ARN que ceux utilisés 
pour les puces ainsi que sur des pools supplémentaires (2 pools supplémentaires d’au moins 5 
animaux par dose) afin de réduire les effets de la variabilité interindividuelle. Les validations en HIS 
ont été réalisées sur des cryocoupes d’organes fixés avec du paraformaldéhyde 2 % et marqués à 
l’aide de sondes préparées au laboratoire. 
Les tests des comètes ont été réalisés en collaboration avec le laboratoire de Toxicologie Génétique 
de l’Institut Pasteur de Lille. Ces tests incluent une dose supplémentaire (1 µg) intermédiaire entre la 
dose faible (0.1 µg) et la dose forte (10 µg) afin d’évaluer la linéarité de la réponse observée en 
fonction de la dose. Un témoin positif (MMS) a également été inclus au temps court pour s’assurer, 
le cas échant, que l’absence d’effet constaté était due à l’absence d’effet du traitement et non à une 
évaluation trop précoce de la réponse à l’E2. 
3. RÉSULTATS  
Le transcriptome ovarien néonatal sous l’influence de l’E2 
Les puces à ADN sont un outil prospectif donnant une vue générale des dérégulations du 
transcriptome à un instant donné sans a priori sur le type de réponse mis en place par l’organe. Elles 
ont été réalisées sur des ovaires totaux de 1 jpn issus d’animaux traités à 4 heures post-natales. 
L’analyse des données, réalisée à l’aide du logiciel AMEN (Chalmel & Primig, 2008), (figure 60) 
commence par la vérification de la validité technique de chaque puce grâce à des contrôles internes 
qui permettent la normalisation du signal émis par la puce (fig. 60 A, page 208) afin de pouvoir 
comparer les puces. Les puces sont réalisées en duplicats, c’est donc la moyenne des signaux qui est 
utilisée pour l’analyse des données elle-même (fig. 60 B). Les comparaisons entre les différentes 
puces sont d’abord réalisées deux à deux (témoin / dose faible ; témoin / dose forte ; dose faible / 
dose forte). Ne sont conservés que les gènes qui présentent un facteur de variation d’expression 
selon le traitement (fold change) d’au moins 1.5. Ils sont ensuite soumis à un test statistique (SAM, 
Significance Analysis of Microarrays) dont le seuil de significativité est fixé à 0.05.  
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Finalement, 131 transcrits (correspondant à 91 gènes) sont significativement modifiés par le 
traitement à l’E2. La cartographie colorimétrique (fig. 61) offre une représentation visuelle du niveau 
d’expression de chacun des 131 transcrits sélectionnés en fonction de leur condition de traitement. 
Parmi eux, certains ne sont pas annotés : leur correspondance avec un gène connu n’est pas établie 
par le système Affymetrix utilisé. Les 6 puces utilisées (2 par dose) sont représentées en colonnes. 
Les différents transcrits différentiellement exprimés en fonction de la dose sont groupés en profils-
types. Le profil 1 (P1) correspond aux gènes dont l’expression augmente à la faible dose et plus 
encore à forte dose (par rapport au témoin), il s’agit d’une réponse dose-dépendante classique. Le 
profil 2 (P2) rassemble les gènes dont l’expression est identique quelle que soit la dose d’œstradiol 
mais supérieure à l’expression chez le témoin. Le P3 concerne les gènes dont l’expression est 
similaire dans les groupes « témoin » et faible dose mais augmentée à forte dose. Le P4 regroupe les 
gènes dont l’expression est augmentée à faible dose et un peu moins à forte dose. Ces 4 profils 
rassemblent donc tous les gènes dont l’expression augmente par rapport au témoin avec l’une et/ou 
l’autre des doses d’œstradiol testées (« increased »). C’est le cas par exemple de Dpp6 ou Ednrb (P1), 
Ncam2 (P2), Isyna1 (P3) ou Sgk1 (P4). Le profil 5 (P5) regroupe les gènes dont l’expression n’est pas 
modifiée à la dose faible mais réduite à la dose forte, par exemple Afp. Le P6 rassemble les transcrits 
dont l’expression est réduite à faible comme à forte dose. Ce groupe ne contient que des transcrits 
non annotés. Au sein des profils P5 et P6, l’expression des gènes est réduite par rapport au témoin, à 
faible ou à forte dose (« decreased »). Le profil 7 concerne les transcrits dont l’expression est 
diminuée à faible dose mais augmentée à forte dose. Sur 8 transcrits appartenant à ce groupe, seuls 
3 correspondent à des gènes annotés (Htr2a, Tmem92, Gabrg1). Le dernier profil (P8) rassemble les 
gènes dont l’expression est augmentée à faible dose mais réduite à forte dose. Les profils 7 et 8 
comprennent donc les gènes sur l’expression desquels E2 a une action inverse en fonction de la dose 
(« opposite »). Les profils P3 et P5 correspondent à la réponse spécifique de la dose forte. Aucun 
profil ne révèle une expression similaire chez le témoin et la dose forte, isolant un profil spécifique de 
la dose faible. 
L’intégration au cours de l’analyse fonctionnelle des informations disponibles dans les banques de 
données en ligne (Gene Ontology : http://www.geneontology.org/, Comparative Toxicogenomic 
Database : http://ctdbase.org, Gene Expression Omnibus : http://www.ncbi.nlm.nih.gov/geo/) a mis 
en évidence des enrichissements (fig. 62). On parle d’enrichissement quand, pour une fonction 
donnée, le nombre de gènes dont l’expression est modifiée est plus important que s’ils étaient 
choisis au hasard. Par exemple, dans le groupe « increased », pour le processus biologique 
« apprentissage et mémoire », 7 gènes ont une expression modifiée par E2, contre 1 seul attendu par 
hasard. Ces enrichissements sont présentés selon les profils préalablement établis et concernent des 
gènes impliqués dans divers processus biologiques, fonctions moléculaires, compartiments cellulaires 
ou réponses à des produits chimiques connus. Le groupe de gènes dont l’expression est augmentée 
par E2 (« increased ») est celui qui présente le plus d’enrichissements. Ainsi dans ce groupe, il y a 
aussi un enrichissement significatif des gènes impliqués dans l’activité des canaux calciques et des 
exopeptidases. Parmi les composants cellulaires, les composants membranaires et extracellulaires 
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(membranes plasmique et basale, surface cellulaire, région extracellulaire, matrice extracellulaire) 
sont enrichis dans le groupe « increased ». Il est cependant à noter que dans le groupe « decreased » 
(gènes dont l’expression est réduite par E2), ces composants cellulaires semblent également enrichis 
mais de façon non significative. Le domaine protéique 3 de la fibronectine, un composant de la 
membrane basale, est également significativement enrichi dans le groupe « increased ». 
L’intégration des données issues de la Comparative Toxicogenomic Database (CTD) dans l’analyse 
révèle dans le groupe « increased » un enrichissement de gènes dont l’expression est également 
modifiée par la trétinoïne (acide carboxylique de la vitamine A), la zéaralénone, la génistéine et le 
bisphénol A (3 perturbateurs endocriniens à activité œstrogénique) ainsi que la mifepristone 
(antagoniste du récepteur de la progestérone). Les substances endogènes telles que la progestérone 
et la vitamine A sont plutôt représentées dans le groupe « decreased ». Les trois groupes sont 
enrichis en gènes modifiés par E2, ce qui est cohérent puisque la molécule utilisée dans notre étude 
est la même. L’Ethinyl Œstradiol, chimiquement très proche de l’E2, présente un profil similaire. 
L’analyse montre aussi dans le groupe « decreased » un enrichissement de gènes également modifiés 
par d’autres produits chimiques perturbateurs endocriniens (dexamethasone, methotrexate, 
diethylnitrosamine, phtalates). 
Sachant qu’à cet âge (1 jpn), la formation des follicules ovariens à partir des cordons ovariens est en 
cours, nous avons souhaité nous concentrer sur les processus physiologiques impliqués dans cette 
formation, soit cycle cellulaire, méiose et réparation de l’ADN, apoptose et remodelage de la 
membrane basale (Beaumont & Mandl, 1962, Di Giacomo et al., 2005, Pepling & Spradling, 2001, 
Rajah et al., 1992). Les gènes dérégulés dans notre modèle sont représentés en gras (fig. 63) et 
associés à un nœud de couleur selon le profil de la dérégulation de leur expression : augmentée 
(rouge) ou diminuée par rapport au témoin (bleu) ou ayant un effet opposé à faible ou forte dose 
(vert). Les autres gènes codent pour des protéines connues dans les bases de données pour interagir 
physiquement et de façon directe avec les protéines issues des gènes dont l’expression est modifiée 
par l’E2. Ces protéines partenaires sont associées à un nœud dont la couleur est associée aux 
processus dans lesquels les protéines sont impliquées. L’interactome montre que certains gènes 
modifiés par E2 agissent en collaboration avec de nombreux autres gènes gouvernant le cycle 
cellulaire, l’apoptose, la réponse aux dommages de l’ADN, la formation de la matrice extracellulaire 
et le métabolisme des stéroïdes, suggérant que tous ces processus sont des cibles du traitement à 
l’œstradiol, notamment par son action sur des gènes-clés. Ainsi, Isyna1, Psmb9, Rrm2 et Sgk1, 
affectés par E2, ont de très nombreux partenaires et interagissent entre eux de façon indirecte 
puisqu’ils ont tous un partenaire commun : Ubc. Par ailleurs, les gènes sont souvent impliqués dans 
plusieurs processus. La famille des Psmb est par exemple impliquée dans la gestion du cycle 





Lésions et réparations de l’ADN dans l’ovaire néonatal 
Au moment de la naissance, l’ovocyte est engagé dans la méiose et son matériel génétique est donc 
en cours de remaniement, produisant des cassures de l’ADN afin d’y induire des recombinaisons. Or 
l’E2, aux propriétés génotoxiques, est susceptible de générer des dommages supplémentaires. Nous 
avons donc mesuré les dommages portés par l’ADN des cellules ovariennes deux heures après 
traitement à l’E2 (fig. 64 A). La catégorisation des dommages est empirique, basée sur l’observation 
de nombreuses cellules « comètes ». Le contrôle positif (MMS) présente des dommages plus 
importants que le témoin, confirmant la rapidité de diffusion et d’action du produit malgré le mode 
de traitement (injection sous cutanée dans le pli du cou de l’animal). La proportion de cellules peu 
endommagées (moins de 10 % de l’ADN présent dans la queue de la comète) est similaire dans tous 
les groupes, traités comme témoin. C’est également le cas de la proportion de cellules ayant entre 30 
et 70 % d’ADN dans la queue. En revanche, de façon très étonnante, la proportion de cellules 
modérément endommagées (entre 10 et 30 % d’ADN dans la queue) est significativement plus faible 
dans les ovaires d’animaux traités à faible dose que dans les ovaires témoins. Et cette proportion 
augmente avec la dose : à forte dose elle est significativement plus importante qu’à faible dose (mais 
sensiblement la même que chez les témoins). À l’inverse, la proportion de cellules très 
endommagées (plus de 70 % d’ADN dans la queue) est significativement plus importante à faible 
dose qu’à forte dose, où cette proportion est similaire à celle du groupe témoin. Le test en présence 
de hOGG1, un révélateur des lésions dues aux ERO, (fig. 64 B), montre que les cellules sont plus 
endommagées mais le profil est le même, indiquant que l’organe subit un stress oxydant mais que 
celui-ci n’est pas plus important chez les animaux traités. Afin d’évaluer la capacité de l’organe à 
réparer son ADN endommagé, nous avons refait le test à 24 heures (soit 20 heures après le 
traitement). En l’absence de hOGG1 (fig. 64 C), les profils lésionnels sont très différents de ceux 
observés de façon précoce. Si la répartition des cellules selon leur degré d’endommagement est 
similaire chez les témoins entre 6 et 24 heures, à faible dose la proportion de cellules peu 
endommagées est plus importante que chez le témoin, ce qui n’est pas le cas avec les autres doses. 
Les cellules modérément endommagées (10 à 30 % d’ADN dans la queue) sont moins nombreuses à 
faible dose et à forte dose. En revanche les cellules très endommagées (> 70 % ADN dans la queue) 
sont plus nombreuses dans tous les groupes traités et particulièrement à forte dose. Les profils à 6 et 
24 heures sont donc très modifiés entre les conditions de traitement. Collectivement, ces données 
suggèrent que les mécanismes de réparation de l’ADN dans les organes d’animaux traités à faible 
dose sont plus efficaces que ceux déployés à forte dose, où les dommages persistent et s’aggravent. 
Enfin, alors que la révélation des sites endommagés par les ERO (fig. 64 D) dans le groupe témoin fait 
passer de 12 à 34 % la proportion de cellules très endommagées (> 70 % d’ADN dans la queue), cette 
variation est inférieure à 10 % dans les groupes traités, suggérant une moindre responsabilité des 




La réparation des lésions de l’ADN faisant intervenir précocement la protéine H2AX (Rogakou et al., 
1998), nous avons souhaité évaluer sa présence dans les ovocytes à 24 heures (fig.65 A). Il semble 
que le nombre d’ovocytes exprimant cette protéine soit plus faible chez les animaux traités, toutefois 
la faiblesse des effectifs rend impossible toute conclusion ferme. Outre cette protéine de réparation, 
l’étude prospective par microarray a révélé que Rrm2, Psmb9 et H3f3b, tous trois impliqués dans la 
réponse aux dommages de l’ADN (GO : 0006974) avaient une expression modifiée suite au 
traitement par l’œstradiol, ce que nous avons souhaité vérifier en qPCR. Rrm2 (fig. 65 B) présente un 
profil similaire sur les microarrays et en qPCR, bien que l’augmentation de l’expression relative 
constatée à la dose faible ne soit pas statistiquement significative. Psmb9 (fig. 65 C) présente un 
profil différent entre les puces et la qPCR. L’augmentation de son expression à la dose faible 
observée sur les puces n’est pas reproduite. Bien que non statistiquement significative, l’expression 
de ce gène tend à décroitre avec la dose d’E2, ce qui est cohérent avec les puces. Le profil d’H3f3b 
(fig. 65 D) est similaire sur les puces et en qPCR, son expression semble être augmentée par l’E2 
(mais de façon non significative). La détection de ces 3 gènes en HIS (respectivement fig. 65 E, F et G) 
n’est pas concluante, le signal étant trop faible.  
 
Régulation de la mort ovocytaire 
Devant l’étendue constatée des lésions de l’ADN, la forte représentation des gènes impliqués dans 
l’apoptose dans l’interactome ovarien modifié par E2 et le fait que nous menions cette étude à 1 jpn 
pendant la vague d’apoptose ovocytaire physiologique, nous nous sommes intéressés à l’expression 
de gènes impliqués dans la régulation de l’apoptose : Ednrb et Ddp6 (GO : 0006915). Le profil 
d’expression en qPCR obtenu pour Ednrb (fig. 66 A) est cohérent avec le profil obtenu en microarray, 
c’est-à-dire augmentant avec la dose d’E2. L’expression de ce gène est détectable en HIS aux 3 doses 
testées (fig. 66 B, C, D) et le couplage avec des marquages en immunofluorescence (fig. 66 E, F, G) 
permet de confirmer l’expression de Ednrb aux 3 doses dans les ovocytes (fortement marqués par 
Pcna). Un marquage TUNEL révèle également la présence de cellules en apoptose (également aux 3 
doses et co-exprimant Ednrb). Le profil d’expression de Dpp6 en qPCR (fig. 66 H) est similaire à celui 
de Ednrb et cohérent avec les données issues des puces, soit une augmentation dose-dépendante. Le 
marquage des ARN en HIS dans les ovaires témoins (fig. 66 I), traités à faible dose (fig. 66 J) et à forte 
dose (fig. 66 K) ainsi que le couplage à l’immunofluorescence (fig. 66 L, M, N) montrent une 
expression dans les ovocytes et les cellules de la granulosa, particulièrement visible à forte dose (fig. 
66 K, N). Là encore, des cellules exprimant Dpp6 sont en apoptose, révélées par un marquage TUNEL. 
L’expression de régulateurs de l’apoptose est donc modifiée dans les ovaires traités et ce au sein 
même des cellules germinales. La voie des Pi3K, élément crucial du dialogue entre les cellules de la 
granulosa et les cellules germinales au cours du développement ovarien et modulant la survie des 
cellules germinales (Morita et al., 1999; Cecconi et al., 2012), semble également affectée par le 
traitement par E2 d’après les données issues de l’analyse des puces. L’expression de trois de ses 
membres a donc été étudiée. Le profil de qPCR de Isyna1 (fig. 67 A) est conforme à celui observé sur  
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les puces et son expression est très augmentée dans les ovaires traités à forte dose. Elle est 
croissante avec la dose d’E2 (fig. 67 A et B, C, D). A plus fort grossissement à l’aide de la combinaison 
de l’HIS et l’immunofluorescence contre Ybx2, marqueur des ovocytes, Isyna1 semble être exprimé 
surtout dans les ovocytes chez les animaux témoins (fig. 67 E) et majoritairement dans les cellules de 
la granulosa chez les animaux traités (fig. 67 F, G). Sgk1, autre membre de la voie des Pi3K dérégulé 
par E2 d’après les puces, présente en qPCR (fig. 67 H) un profil similaire à celui révélé par les puces, 
avec une expression significativement augmentée à la dose faible mais moins à la dose forte. Ceci est 
illustré en HIS (fig. 67 I, J, K) et l’HIS combinée à un marquage en fluorescence des ovocytes révèle 
une expression dans les ovocytes ainsi que dans les cellules somatiques (fig. 67 L, M, N). Les ovaires 
présentent tous des cellules apoptotiques mises en évidence par le marquage TUNEL (fig. 67 E, F, G, 
L, M, N). Nous avons donc quantifié les ovocytes porteurs de marqueurs d’apoptose en fonction de la 
dose d’E2 administrée. La proportion d’ovocytes marqués par des indicateurs d’apoptose, Ccasp3 
(fig. 67 O) et TUNEL (fig. 67 P), présentent une tendance non significative à l’augmentation en 
fonction de la dose d’E2. Le nombre d’ovocytes marqués par Foxo3a, membre de la voie des Pi3K, est 
significativement plus élevé dans les ovaires traités à forte dose (fig. 67 Q).  
4. DISCUSSION  
 
Ces résultats démontrent que l’œstradiol modifie le transcriptome ovarien à 1 jpn de façon 
différente à dose faible et à dose forte. L’étude de l’interactome révèle que certains gènes modifiés 
par E2 agissent en collaboration avec de nombreux autres gènes impliqués dans la gestion 
dommages de l’ADN, du cycle cellulaire et de l’apoptose et que ces gènes peuvent intervenir dans 
plusieurs de ces processus, lesquels sont fortement connectés les uns aux autres. À très court terme 
(2 heures après traitement), les dommages infligés à l’ADN par l’E2 sont plus importants à faible dose 
qu’à forte dose mais cette tendance s’inverse complètement 20 heures après le traitement. Ces 
dommages seraient par ailleurs peu liés à la génération d’ERO. Le recrutement de la forme 
phosphorylée de H2AX, impliqué dans les réparations, semble moins important dans les ovaires 
préalablement traités, suggérant une atteinte des voies de réparation. Les régulateurs de l’apoptose 
sont également modifiés par l’œstradiol dans les cellules de la granulosa mais aussi dans les 
ovocytes. À la dose forte, ceux-ci entrent alors en apoptose. 
L’œstradiol modifie le transcriptome ovarien 
L’étude du transcriptome nous a permis d’identifier des profils d’expression de gènes en fonction de 
la dose d’œstradiol reçue par l’animal. Parmi ces profils, 2 rassemblent les gènes spécifiquement 
modifiés par la dose forte : P3 (gènes dont l’expression augmente après traitement à 10 µg E2) et P5 
(gènes dont l’expression diminue à cette dose). Parmi les gènes dont l’expression augmente à forte 
dose, Mmp7 et Gfra1 ont la particularité de posséder de multiples partenaires annotés avec le GO 
term GO : 0005576 (région extracellulaire). Or à 1 jpn dans l’ovaire, cette région extracellulaire (et 
plus particulièrement la membrane basale) est en plein remodelage associé à la formation des 
follicules (Rajah et al., 1992; Mazaud et al., 2005). Ceci suggérerait que la formation folliculaire 
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pourrait à forte dose être perturbée par cette voie. L’expression de Pgr (récepteur de la 
progestérone) augmente également avec la dose forte d’E2. Or ce récepteur interagi avec Esr1 (Erα, 
récepteur des œstrogènes). Ces 2 hormones ont été proposées comme inhibiteurs de la formation 
folliculaire chez la ratte et la vache (Kezele & Skinner, 2003 ; Nilsson & Skinner, 2009). Au moment de 
la formation folliculaire, la synthèse endogène de E2 et progestérone (P4) diminue chez la vache 
(chez qui la formation folliculaire a lieu in utero ; Nilsson & Skinner, 2009). La naissance constitue 
chez la ratte une levée de l’imprégnation hormonale maternelle conduisant à la chute du taux 
circulant de l’E2 (Kezele & Skinner, 2003 ; article 1). Donc les voies utilisées par E2 et P4 seraient 
interconnectées et la modification du taux d’E2 entrainerait la modification de l’expression d’un des 
acteurs de la signalisation par P4.  
Parmi les gènes dont l’expression diminue à forte dose, Alb, Aox1, Star et Afp sont connus pour 
intervenir dans le métabolisme des stéroïdes ou interagir avec des protéines impliquées dans ce 
métabolisme. Ceci démontre la capacité d’E2 à modifier le métabolisme des stéroïdes (dont il fait 
partie) et confirme ce qui a été démontré antérieurement (article 1). 
Par ailleurs, les enrichissements observés entre les gènes dont l’expression augmente à la suite du 
traitement et des perturbateurs endocriniens à activité œstrogénique ou anti-œstrogénique connus 
pourraient constituer une signature transcriptomique spécifique puisqu’à l’inverse, des 
perturbateurs endocriniens à activité androgénique (diethylnitrosamine, Ostrowski et al., 1988) ou 
anti-androgénique (dexamethasone, Redmond et al., 1990 ; phtalates, Stroheker et al., 2005, 
Desdoits-Lethimonier et al., 2012) sont plutôt représentés parmi les enrichissements du groupe 
composés des gènes dont l’expression diminue avec le traitement. 
L’œstradiol induit des lésions supplémentaires de l’ADN 
Nos résultats révèlent de plus nombreux dommages de l’ADN dans les ovaires traités à l’E2 mais pas 
d’augmentation du nombre d’ovocytes marqués par ɤH2AX (voire une diminution). Ceci peut 
s’expliquer si l’ADN porte des lésions autres que des cassures double brin. Les cassures induites par 
E2 pourraient ne concerner qu’un seul des deux brins. Or les mécanismes de réparation de ces 2 
types de cassures sont différents. Les cassures double brin sont d’abord détectées par le complexe 
MRN (Mre11 / Rad50 / Nbs1) (Ivanov et al., 1992; Sharples & Leach, 1995; Connelly & Leach, 1996). 
Ce détecteur recrute la protéine Atm, elle-même à l’origine du recrutement très rapide et de la 
phosphorylation de l’histone H2AX en ɤH2AX, impliquée dans la réparation et utilisée comme 
marqueur des cassures double brin (Rogakou et al., 1998, Hunter et al., 2001, Sedelnikova et al., 
2002). Puis en aval sont recrutés des effecteurs des réparations. Ces mécanismes sont partagés par 
les réparations cassures double brins établies hors processus méiotique par d’autres agressions de 
l’ADN (Paull et al., 2000; Fernandez-Capetillo et al., 2004). Les cassures simples brins en revanche ne 
sont pas détectées par le complexe MRN mais par la protéine Rpa (replicative protein A) responsable 
de l’activation et du recrutement d’Atr (Ataxia Telangiectasia and Rad3 related), médiateur induisant 
le recrutement des effecteurs de réparations (Cortez et al., 2001; Lupardus et al., 2002). La détection 
par immunohistochimie de Rpa soit sur des coupes histologiques, soit sur des étalements d’ovaire, 
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permettrait de tester l’abondance des cassures simple brin en fonction de la dose. Un test des 
comètes en conditions plus ou moins alcalines (voir Matériel et Méthodes, « test des comètes », page 
167) permettrait aussi de quantifier différentiellement les types de cassures. Rpa est impliquée dans 
la réparation des erreurs de synthèse de l’ADN telles que les mésappariements (Conde-Perezprina et 
al., 2012), les excisions de base ou de nucléotide (pour revue, Dianov & Hubscher, 2013; 
Niedernhofer, 2008). Ces mécanismes sont également mis en jeu à la suite de la génération d’adduits 
à l’ADN or E2 est capable d’en générer, notamment après sa bioactivation par Cyp1b1 (Zahid et al., 
2006). Cyp1b1 est justement exprimé de façon constitutive dans l’ovaire par les ovocytes 
(Muskhelishvili et al., 2002). Ceci suggère donc une forte production de cassures simple brin et de 
réparation d’adduits dans les ovocytes de notre modèle. Il serait donc intéressant de savoir si la 
proportion d’ovocytes portant des cassures simple brin augmente avec le traitement, par exemple à 
l’aide d’un marquage de Rpa en immunohistochimie. Par ailleurs, l’importante proportion de cellules 
hautement endommagées à forte dose à 1 jpn reflète à la fois les dommages directs causés par E2, 
l’inefficacité des systèmes de réparations mis en place et l’aiguillage des cellules vers l’apoptose, 
processus induisant la fragmentation de l’ADN.  
L’influence de l’E2 sur la génération de lésions dues aux ERO est controversée. Dans les lymphocytes, 
l’E2 induit des lésions via les ERO (Cemeli & Anderson, 2011). Mais dans le cerveau, E2 augmente la 
réponse aux ERO et la réparation de l’ADN endommagé par cette voie (Dietrich et al., 2013). Donc E2 
est à la fois source de lésions et de réparations. Ceci pourrait en partie expliquer les différences liées 
aux doses utilisées dans notre étude : à faible dose, l’effet protecteur l’emporte sur l’effet délétère 
mais pas à forte dose.  
D’après l’analyse du transcriptome, le système de réparation des dommages de l’ADN semble touché 
par le traitement. Bien que la faiblesse des effectifs réduise la puissance statistique et rende difficile 
l’interprétation des données de qPCR sur Rrm2, Psmb9 et H3f3b, il semble tout de même que cette 
tendance se confirme. Les résultats de qPCR de Rrm2, bien que non significatifs, semblent indiquer 
une meilleure réparation à faible dose qu’à forte dose. En effet, Rrm2 est responsable de la 
conversion des riboncléosides diphosphates en désoxyribonucléosides diphosphates, ceux-ci étant 
indispensables à la synthèse et la réparation de l’ADN (Thelander & Berg, 1986, Jordan & Reichard, 
1998). L’expression de Psmb9, qui tend à diminuer avec la dose d’E2, serait également en faveur 
d’une meilleure réparation à faible dose. Psmb9 (aussi connu sous le nom de Lmp2) n’est pas 
seulement impliqué dans la réparation de l’ADN, il s’agit également d’un point chaud de 
recombinaison, un site particulièrement ciblé par les cassures double brin induites 
physiologiquement pour favoriser les recombinaisons homologues au cours de la méiose (Shiroishi et 
al., 1991). On peut donc supposer qu’il est particulièrement touché par les cassures double brin. La 
transcription étant impossible sur les gènes touchés par ces cassures, la diminution de l’expression 
de Psmb9 pourrait alors refléter le retard de sa réparation chez les animaux traités. À l’inverse 
l’expression de H3f3b augmente avec le traitement, or ce gène est impliqué dans la condensation de 
la chromatine non seulement au cours de la mitose et la méiose mais aussi au cours de l’apoptose 
(pour revue, Prigent & Dimitrov, 2003). 
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Toutefois, l’expression de ces 3 gènes étant sous le seuil de détection en HIS, les qPCR réalisées sur 
ovaire total ne permettent pas de conclure que ces variations d’expression sont liées à l’impact da 
traitement sur les cellules méiotiques (germinales) plus que sur les cellules somatiques, bien que ces 
gènes, de par leurs fonctions et leur implication dans le processus méiotique, soient 
vraisemblablement exprimés dans l’ovocyte. Le co-marquage en immunofluorescence de protéines 
impliquées dans les réparations de l’ADN (telles que Rad51, Mlh1 ou Pcna Essers et al., 2005) et des 
ovocytes permettrait de répondre à la question de la réparation en fonction de la dose. 
Une étude menée sur le rat mâle exposé à de l’E2 a montré que celui-ci ralentissait le passage au 
stade diplotène (Liu et al., 2013). Ceci serait lié à la persistance de lésions de l’ADN et au blocage de 
l’avancée méiotique par le système de contrôle de l’intégrité du matériel génétique qui se met en 
place au stade pachytène (« pachytene checkpoint ») (Roeder & Bailis, 2000). Or dans l’ovaire 
l’avancement méiotique est un pré-requis pour la formation des follicules qui a lieu quand les 
ovocytes entrent en quiescence, arrêtés au stade diplotène (Di Giacomo et al., 2005 ; Paredes et al., 
2005 ; Beaumont & Mandl, 1962). Cependant, l’ovocyte a tendance à outrepasser les points de 
contrôle, il est plus à même de laisser se poursuivre la méiose avec des erreurs que les gamètes 
mâles (Hunt & Hassold, 2002). Ceci suggère que les dommages induits par E2, s’ils ne déclenchent 
pas l’apoptose, peuvent échapper aux contrôles, persister au-delà du stade pachytène, demeurer 
latents pendant la formation des follicules et être réparés au cours du long stade dictyé. C’est le cas 
de souris dont certains gènes gouvernant l’apoptose ont été invalidés, empêchant la mort des 
cellules malgré de hauts degrés de lésions de l’ADN. Chez ces animaux, les ovocytes survivent aux 
radiations et ont à l’âge adulte la capacité de former des embryons viables (Kerr et al., 2012). 
Cependant cette théorie est controversée puisque des souris traitées à la naissance avec de la 
génistéine présentent des anomalies méiotiques à l’âge adulte, plaidant en faveur de la persistance 
des dommages (Jefferson et al., 2009). 
Un marquage des ovocytes au stade diplotène (par exemple Par6, Wen et al., 2009) combiné avec 
des marquages de dommages de l’ADN et de réparation serait un bon indicateur d’une part pour 
savoir si E2 induit des dommages à la fois sur les ovocytes en cours de méiose et sur les ovocytes déjà 
entré en quiescence, et d’autre part si les lésions persistent après le stade pachytène et si l’ovocyte 
continue à réparer. Toutefois, l’ovocyte perd l’expression de ses marqueurs spécifiques à mesure 
qu’il avance dans le processus apoptotique, rendant difficiles les doubles marquages. 
Le dilemme ovocytaire : survie ou mort ? 
Dans notre système, l’analyse des microarrays nous a permis d’isoler plusieurs catégories de 
transcrits modifiés par l’œstradiol. Parmi eux 10 sont dérégulés de la même façon, indépendamment 
de la dose (correspondant aux profils P2 et P6). Malgré les lacunes d’annotation des puces, il semble 
qu’au moins deux de ces transcrits, Cd38 et RGD1563556, codent pour des protéines agissant en 
partenariat avec des protéines impliquées dans le processus d’apoptose. RGD1563556 est 
l’homologue de KIAA1377 humain et AK129341, il est plus exprimé après traitement à l’œstradiol, à 
la dose faible comme à la dose forte et possède 15 partenaires protéiques connus impliqués dans 
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l’apoptose (GO : 0006915). Ces données suggèrent que quelle que soit la dose, l’œstradiol active 
cette voie de l’apoptose. Les profils P3 et P5, concernant les gènes dont l’expression est 
spécifiquement modifiée par la dose forte, montrent que celle-ci active d’autres gènes codant pour 
des protéines agissant en partenariat avec d’autres protéines intervenant dans l’apoptose (Isyna1, 
Hunk, Grm7, Mmp7, Eif3, Atp6v0a4). Les voies de l’apoptose comprennent 2 types de molécules : les 
anti-apoptotiques, en faveur de la survie cellulaire, et les pro-apoptotiques, conduisant à la mort 
cellulaire. Nos résultats montrent que les ovaires traités expriment de façon dose dépendante Ednrb, 
de façon cohérente entre puces et qPCR. Ednrb est un récepteur (récepteur b des endothélines) aux 
propriétés anti-apoptotiques : il est indispensable à l’action de l’endothéline 3, un facteur mitotique. 
Ednrb est connu dans l’ovaire pour être exprimé par les cellules de la granulosa des follicules en 
croissance (Iwai et al., 1993) et impliqué dans le contrôle de l’ovulation (Palanisamy et al., 2006). 
Dans notre modèle, Ednrb est plus fortement exprimé dans les ovocytes et particulièrement chez les 
animaux traités à forte dose. Le profil d’expression de Dpp6 est le même : plus exprimé à forte dose 
et présent dans les ovocytes mais aussi dans les cellules de la granulosa. L’expression de Dpp6, 
initialement connue dans le cerveau, a été rapportée dans l’ovaire adulte (Wada et al., 1992) et est 
impliqué dans la réparation de l’ADN (Reinhold et al., 2009). Collectivement ces données suggèrent 
que malgré les lésions induites à la suite du traitement à l’E2, l’ovocyte active des mécanismes de 
défense même à la dose la plus forte.  
Outre ces facteurs anti-apoptotiques, l’E2 modifie plusieurs acteurs 
appartenant à une même voie de signalisation cellulaire : la voie 
des Pi3K. Cette voie intervient dans de multiples processus 
cellulaires mais surtout dans la réparation de l’ADN, la régulation 
du cycle, la survie ou l’apoptose (KEGG rno04151). Isyna1 active la 
Pi3k en synthétisant son substrat, le phosphatidyl-inositol, ce qui 
induit l’activation de Sgk1 et Akt, lesquels sont répresseurs de 
Foxo3a, inducteur d’apoptose (Brunet et al., 2001; Cho et al., 
2011). Mais Akt peut aussi être régulé par 2 autres protéines de la 
famille Pi3K : Atm et Atr, impliquées dans la gestion des dommages 
de l’ADN (Evan & Littlewood, 1998). Les 2 doses d’E2 utilisées au 
cours de cette étude ont un impact différent sur la voie Pi3K. La 
dose faible induit une augmentation de Sgk1 qui réprime Foxoa3 
ce qui a pour effet de ne pas induire l’apoptose. À forte dose, la 
voie Pi3K est activée en amont mais Sgk1 n’est pas modifié 
significativement. Il est possible que la voie de signalisation empruntée passe par Akt, régulé par 
Atm/Atr (Mukherjee & Burma, 2011). Foxo3a est exprimé dans un plus grand nombre d’ovocytes que 
chez les animaux témoins ou traités à faible dose, traduisant une apoptose plus importante. Les 
autres marqueurs de l’apoptose (Ccasp3 et TUNEL) ne sont pas significativement modifiés (malgré 
une tendance à la hausse en fonction de la dose) mais leur signal est très transitoire, respectivement 
en début de processus et à la fin pendant la fragmentation de l’ADN. Foxo3a est en revanche exprimé 


















tout au long du processus, facilitant ainsi sa détection. Collectivement, ces données désignent 
également les ovocytes comme population cellulaire cible du traitement, soit de façon directe, soit 
de façon indirecte via le dialogue instauré entre les cellules somatiques et les cellules germinales via 
la voie Pi3K. L’altération de l’expression de divers régulateurs de l’apoptose, via la voie des Pi3K ou 
non, conduit à l’augmentation de l’apoptose des cellules germinales des ovaires traités à forte dose. 
En revanche, malgré la présence de dérégulations également constatées à faible dose, il n’y a pas 
d’apoptose massive parmi les cellules germinales. 
Cette étude montre que l’E2 modifie le transcriptome ovarien de façon différente selon la dose et 
induit de nombreuses lésions de l’ADN. Selon la dose utilisée, les modifications transcriptomiques 
font pencher la balance en faveur des facteurs de réparation de l’ADN et de survie cellulaire (dose 
faible) ou en faveur des facteurs de mort (dose forte) au sein des ovocytes. Ceci est cohérent avec 
nos observations lors d’une étude précédente (article 1) au cours de laquelle nous avions noté une 
réduction drastique du nombre de cellules germinales à forte dose mais pas de modification de ce 
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Figure 60. Stratégie de filtration des données et de classification des gènes. A : Normalisation des 
données de tous les transcrits présents sur la puce. B : Vue générale du processus de sélection des 
gènes après comparaison des conditions de traitement 2 à 2. Le nombre de gènes et de transcrits 
sont donnés après chaque étape de filtration. Les 91 gènes (131 transcrits) restant sont répartis en 8 
groupes (« clusters ») établis sur la base des similitudes entre les différents profils d’expression.  




Figure 61: Profilage du transcriptome ovarien selon la dose d’E2.  
La cartographie colorimétrique (« heatmap », à gauche) représente l’intensité d’expression de 
chaque transcrit en fonction du traitement selon l’échelle de couleur présentée à gauche. 1 ligne 
correspond à 1 transcrit et ces transcrits sont classés selon leurs profils d’expression en fonction de la 
condition de traitement (Ctrl : Contrôle; LD : « Low Dose », faible dose; HD : « High Dose », forte 
dose). Les différents types de profils d’expression, représentations linéaires de la cartographie 
colorimétrique, sont présentés à droite. Les profils P1 à P4 correspondent aux gènes dont 
l’expression est augmentée par l’E2. Les profils P5 et P6 rassemblent les gènes sont l’expression est 
réduite. Les profils P7 et P8 rassemblent des gènes sur lesquels la dose faible et la dose forte d’E2 ont 














Figure 62 : Enrichissements parmi les gènes répondant à l’œstradiol. 
Chaque rectangle indique le nombre de gènes observés (à gauche) et le nombre de gènes attendus (à 
droite) si leur sélection était le fruit du hasard. Les chiffres en gras indiquent les enrichissements 
significatifs (p < 10-6, analyse via AMEN), conformément à l’échelle de couleur indiquée en bas. Les 
enrichissements sont présentés selon la classification des profils d’expression (en colonnes) et selon 
le terme GO associé (en lignes). Les termes GO utilisés ici correspondent à des processus biologiques, 







Figure 63: Analyse du réseau d’interactions protéiques entre les produits de gènes répondant à 
l’œstradiol et leurs partenaires. 
Chaque nœud correspond à un gène. Les gènes dérégulés par l’E2 dans l’ovaire (en gras) ont un 
nœud de la couleur correspondant à leur profil de variation d’expression (légende de gauche). 
Chaque trait représente une interaction directe protéine-protéine connue. L’épaisseur du trait est 
corrélée au nombre de publications concernant cette interaction. Les gènes partenaires sélectionnés 
et présentés sont impliqués dans diverses fonctions telles que le cycle cellulaire, l’apoptose, la 
gestion des dommages à l’ADN, le métabolisme des stéroïdes et la région extracellulaire. Chaque 
fonction est associée à une couleur de nœud (légende de droite). 
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Figure 64 : Lésions primaires portées par l’ADN de cellules ovariennes d’animaux nouveau-nés traités 
avec de l’E2.  
Le traitement a été administré 4 heures après la naissance et les prélèvements réalisés à 6 (A-B) ou 
24 heures post-natales (C-D). L’ajout de hOGG1 (B-D) pendant le test révèle (outre les cassures 
simple et double brin) les dommages infligés par les ERO. Les graphiques présentent le pourcentage 
de cellules dans chaque condition de traitement appartenant à 5 catégories définies selon le 
pourcentage d’ADN présent dans la queue des comètes. < 10 % = cellules peu endommagées. > 70 % 
= cellules très endommagées. Les « ghosts cells » sont des cellules n’ayant presque plus d’ADN dans 
la tête de la comète. 
a : la catégorie dans laquelle la lettre est présente est différente de la même catégorie chez le témoin 
(p < 0,05) 





Figure 65 : Réparations de l’ADN dans l’ovaire à 1 jpn.  
A : Comptage après détection par immunohistochimie des ovocytes porteurs de γH2AX après 
traitement à l’œstradiol. Effectifs indiqués entre parenthèses. Les ovocytes totaux par ovaire ont été 
préalablement comptés après un marquage Tra98. B-D : Quantification relative par qPCR de 
l’expression de gènes impliqués dans la réponse aux dommages à l’ADN et la réparation de l’ADN. E-
G : Marquage par hybridation in situ de l’expression de gènes impliqués dans la réponse aux 
dommages à l’ADN et la réparation de l’ADN. Rrm2, Psmb9 et H3f3b sont peu exprimés dans l’ovaire, 
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Figure 66 : Régulation de la mort cellulaire dans l’ovaire à 1 jpn.  
A : Expression relative de Ednrb, impliqué dans la régulation de l’apoptose, mesurée en qPCR. B-D : 
Hybridation in situ de Ednrb sur des cryocoupes d’ovaires de 1 jpn témoin (B), traité à faible dose (C) 
et traité à forte dose (D). E-G : Gros grossissements des coupes présentées en B-D marquées à l’aide 
de PCNA (rose, marqueur de prolifération cellulaire) et TUNEL (vert, marqueur apoptotique). Ednrb 
est majoritairement exprimé dans les ovocytes. 
H : Expression relative de Dpp6, impliqué dans la régulation de l’apoptose, mesurée en qPCR. I-K : 
Hybridation in situ de Dpp6 sur des cryocoupes d’ovaires de 1 jpn témoin (I), traité à faible dose (J) et 
traité à forte dose (K). L-N : Gros grossissements des coupes présentées en I-K marquées à l’aide de 
fibronectine (rose, marqueur des membranes basales) et TUNEL (vert, marqueur apoptotique). Dpp6 
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Figure 67 : Mort cellulaire via la voie Pi3K.  
A : Expression relative de Isyna1 mesurée en qPCR. B-D : Hybridation in situ de Isyna1 sur des 
cryocoupes d’ovaires de 1 jpn témoin (B), traité à faible dose (C) et traité à forte dose (D). E-G : Gros 
grossissements des coupes présentées en B-D marquées à l’aide de Ybx2 (rose, marqueur ovocytaire) 
et TUNEL (vert, marqueur apoptotique). Isyna1 est majoritairement exprimé dans les cellules 
somatiques mais aussi dans les ovocytes. H : Expression relative de Sgk1 mesurée en qPCR. I-K : 
Hybridation in situ de Sgk1 sur des cryocoupes d’ovaires de 1 jpn témoin (I), traité à faible dose (J) et 
traité à forte dose (K). L-N : Gros grossissements des coupes présentées en I-K marquées à l’aide de 
Ddx4 (rose, marqueur des ovocytes) et TUNEL (vert, marqueur apoptotique). Sgk1 est exprimé dans 
les ovocytes et les cellules de la granulosa. O-Q : Comptage du nombre d’ovocytes marqués avec un 
indicateur de mort cellulaire (Ccasp3 – O ; TUNEL – P ; Foxo3a – Q) rapporté au nombre total 
d’ovocytes par ovaire.   * : p < 0,05. 
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I. Les contraintes liées au travail sur animal néonatal 
 
Le travail sur des nouveau-nés impose de nombreuses contraintes techniques. En premier lieu, 
l’expérimentation dépend de l’heure de la naissance des animaux. La première injection de chacun 
des animaux a été réalisée 4 heures après la naissance afin de laisser à la mère le temps de finir sa 
mise bas et de prodiguer des soins à ses petits pour limiter les risques de rejet de nouveau-nés après 
manipulation par l’expérimentateur. Par ailleurs il est impossible de prévoir à l’avance le nombre de 
petits par portée à la naissance, le nombre de femelles par portée et la qualité des soins prodigués 
par la mère. Si plusieurs portées naissent à la même heure, il est possible de les équilibrer en 
répartissant les femelles nouveau-nées. En deuxième lieu, la petite taille des animaux à leur 
naissance conduit à la nécessité d’adapter les techniques d’injection et de prélèvement, de grouper 
plusieurs ovaires pour extraire une quantité suffisante d’ARN et de grouper les plasmas de plusieurs 
individus pour en obtenir une quantité suffisante pour les dosages hormonaux. Les expérimentations 
nécessitent alors un grand nombre d’animaux. En contrepartie les groupes sont réalisés de façon à 
réduire la grande variabilité interindividuelle en mélangeant des animaux issus de plusieurs portées 
différentes.    
 
II. Les avantages de ce modèle in vivo 
 
1. RÉPONSE MÉTABOLIQUE 
 
La ratte comme modèle d’étude présente l’avantage de voir son histogénèse folliculaire se dérouler 
juste après la naissance, ce qui signifie que l’on peut traiter directement les animaux nouveau-nés. 
Ce traitement direct, plutôt que le traitement de la mère pendant la gestation, permet d’administrer 
à chaque animal une dose connue de substance dont la clairance est assurée uniquement par le 
nouveau-né. Ceci nous a permis d’évaluer les capacités de métabolisation de l’animal lui-même en 
réponse au traitement, point crucial dans l’étude de contaminants et souvent négligé lors de 
l’utilisation de modèles in vitro. Par ailleurs, le travail sur animal entier permet de tenir compte des 
éventuels effets de bioactivation. Ainsi il est possible que la molécule elle-même soit inoffensive mais 
que ses métabolites soient actifs. C’est le cas des métabolites d’E2 suite à l’action de Cyp1b1 (Zahid 
et al., 2006). Dans notre étude, nous avons démontré qu’en réponse à la répétition du traitement, 
l’animal développait ses capacités d’élimination afin d’en réduire l’impact. La quantité d’E2 
atteignant les organes cibles n’était donc pas constante comme dans le cadre d’un système statique 
in vitro mais évolutive en fonction de la capacité de métabolisation / excrétion de l’animal comme en 
témoignent les dosages hormonaux effectués quotidiennement pendant la durée du traitement. 
L’étude intègre donc à la fois la réponse générale de l’organisme (métabolisation centrale assurée 
par le foie) et la défense locale mise en place au sein de l’organe d’intérêt : l’ovaire. La réponse 
métabolique hépatique a été étudiée non pas sur l’organe entier mais sur un fragment du lobe 
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hépatique principal malgré l’hétérogénéité connue de la distribution des enzymes de détoxication 
dans le tissu (Oinonen & Lindros, 1995 ; Liu et al., 2005). Toutefois, pour limiter le biais d’étude 
introduit par l’utilisation d’un fragment hépatique et non de l’organe entier malgré cette 
compartimentation, le fragment utilisé a toujours été prélevé dans la même zone anatomique sur 
chacun des animaux.  Cette étude -non exhaustive- a été évaluée par qPCR. Il s’agit donc d’une 
approche par gène candidat alors que le système de métabolisation des œstrogènes fait intervenir 
de nombreux acteurs. En outre, il convient de rappeler que la quantité d’ARNm, détectée par qPCR, 
ne reflète pas nécessairement l’activité de l’enzyme ciblée. Pour évaluer les voies majoritaires 
impliquées dans le métabolisme de E2 chez la ratte néonatale, on peut envisager de mesurer 
l’activité des différentes classes d’enzymes impliquées dans le métabolisme sur des fractions 
microsomales hépatiques. En effet, en ajoutant à ces microsomes le substrat connu d’une famille 
d’enzymes (par exemple la résorufine pour les Cyp1, du chlorodinitrobenzène pour les GST) on peut 
évaluer l’apparition d’un produit coloré dont la production résulte spécifiquement de l’activité de 
l’enzyme.  Il est également possible de doser les métabolites excrétés dans les urines. 
 
2. RÉPONSE PHYSIOPATHOLOGIQUE 
 
Dans le cadre de la fonction reproductive, l’ovaire coopère notamment avec l’hypothalamus, 
l’hypophyse, l’oviducte et l’utérus, formant un système complexe en constante interaction. Il est 
donc difficile de déterminer avec exactitude la part de responsabilité de chacun des organes 
impliqués en cas de dysfonctionnement reproductif. L’ovaire est une cible directe des œstrogènes 
administrés en période néonatale (présence des récepteurs et effets précoces sur le nombre de 
cellules germinales). Dans cet organe, l’altération de la dynamique folliculaire visible chez l’adulte 
grâce aux comptages effectués à 8 mois (et présentés en figure 54) est suspectée de s’établir très tôt 
dans la vie de l’animal. Nous envisageons donc une quantification des follicules selon leur stade de 
développement en période néonatale (3 jpn ou 6 jpn) ainsi qu’en période juvénile (21 jpn) en 
fonction de la dose de traitement utilisée. Ces comptages, réalisables sur des coupes histologiques 
d’ovaires déjà collectés, fixés et coupés, nous permettraient de confirmer notre hypothèse selon 
laquelle la dynamique de recrutement est altérée par les 2 doses utilisées mais de façon différente.  
Si notre étude a démontré que l’ovaire était une cible directe des œstrogènes administrés en période 
néonatale, les conséquences à long terme à forte dose résultent très probablement d’une atteinte 
globale du système reproducteur. Ainsi des souris adultes traitées avec du DES entre 0 et 4 jpn sont 
anovulatoires et stériles. L’ovulation est restaurée par une stimulation à l’hCG, confirmant l’atteinte 
centrale, mais le taux de gestation reste nul. La greffe d’ovaires traités sur des femelles témoins 
permet la naissance de petits contrairement à la greffe d’ovaires témoins sur des femelles traitées, 
confirmant l’atteinte générale du tractus génital (Halling & Forsberg, 1990). Cette atteinte locale de 
l’ovaire ou au contraire plus générale de tout l’axe hypothalamo-hypophyso-gonadique pourrait 
expliquer les différences de stock folliculaire constatées à l’âge adulte. Des cerveaux ont été prélevés 
sur des animaux entre 0 et 12 jpn. Ils pourraient permettre l’étude de l’ébauche hypothalamique, du 
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système kiss, des neurones à GnRH ou de la réceptivité à la GnRH des cellules gonadotropes 
hypophysaires.  
D’autres études ont été menées sur la fonctionnalité du tractus génital suite à une œstrogénisation 
néonatale. Un traitement à la génistéine ne semble pas induire de perturbation du transport des 
œufs (obtenus après stimulation) dans l’oviducte (Jefferson et al., 2009), bien que d’après notre 
étude cet organe soit lui aussi affecté par le traitement. Cette atteinte de l’oviducte, qui exprime 
abondamment Erα au moment du traitement (voir figure 2 article 1), est morphologiquement visible 
à 3 jpn (voir figure 57). L’oviducte traité à forte dose reste dans un état de relative immaturité 
puisqu’il tarde à acquérir sa morphologie fortement enroulée. Il est par ailleurs connu que le 
développement de cet organe est durablement altéré par un traitement néonatal avec de la 
génistéine (Jefferson et al., 2011).  
Outre l’oviducte, l’utérus est également une cible potentielle du traitement puisque cet organe porte 
des récepteurs des œstrogènes dès la naissance (Fishman et al., 1996). Dans le cas de souris traitées 
avec de la génistéine, il est inapte à l’implantation (Jefferson et al., 2009). Il semblerait que 
l’œstrogénisation précoce entraine la perte de la réponse utérine correcte aux hormones stéroïdes, 
empêchant l’implantation embryonnaire (Varayoud et al., 2011). Au cours de notre étude, le nombre 
de petits viables (c’est-à-dire en vie et en bonne santé à 3 jpn, ce qui implique les soins prodigués par 
la mère) chez les femelles traitées était plus faible que chez les femelles témoins, malheureusement 
les points d’implantation résiduels sur l’utérus des femelles n’ont pas été comptés pour savoir si le 
nombre d’implantations était également plus faible chez les femelles traitées ou si la perte de 
l’embryon survenait plus tardivement au cours de son développement, comme c’est le cas chez des 
rattes traitées avec du DES (Yamamoto et al., 2003). L’utérus est d’autant plus susceptible d’être 
influencé par les traitements aux œstrogènes que ceux-ci interfèrent dans l’expression des 
récepteurs de la progestérone (voir partie Résultats. III ; Padilla-Banks et al., 2006 ; Aldad et al., 
2011), autre hormone clé du fonctionnement utérin. Il serait donc intéressant d’étudier l’histologie 
de l’utérus (prolifération des cellules selon le cycle, expression des récepteurs des œstrogènes et de 
la progestérone) sur des coupes d’organes issus de femelles traitées à faible ou forte dose. Par 
ailleurs, la sénescence reproductive s’accompagne d’une augmentation de la teneur utérine en 
collagène (Schaub, 1964). Si l’on considère que les femelles traitées à la naissance présentent une 
sénescence reproductive précoce, il pourrait être envisagé d’évaluer par marquage 
immunohistochimique la teneur en collagène de leurs utérus. 
 
III. Altération de la communication entre cellule germinale et cellules 
somatiques 
 
L’ovocyte ne reçoit pas de vascularisation directe, il dépend des cellules somatiques qui l’entourent 
pour assurer sa nutrition. Pour faciliter la communication entre cellules somatiques et germinales, 
chacun de ces types cellulaires développe des prolongements en direction de l’autre. Ce mode de 
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communication par extension cytoplasmique a d’abord été décrit dans l’ovaire de ratte adulte 
(Bjorkman, 1962) puis chez la ratte néonatale, à 1 jpn, avant même la formation de la zone pellucide 
qui s’établit entre l’ovocyte et ses cellules de la granulosa associées (Anderson & Albertini, 1976). Les 
prolongements cytoplasmiques envoyés par les cellules somatiques peuvent établir des jonctions soit 
avec les microvillosités envoyées par l’ovocyte, soit avec la membrane ovocytaire (Anderson & 
Albertini, 1976). Ces connexions anatomiques ont aussi été décrites dans l’ovaire humain et 
s’établissent in utero au moment de la formation folliculaire, quand les ovocytes commencent à 
s’associer avec les cellules somatiques avant la formation de la zone pellucide (Gondos et al., 1971 ; 
Motta & Makabe, 1982). Le fait que ces microvillosités régressent lorsque l’ovocyte entre en atrésie 
indique leur grande importance dans la bonne santé ovocytaire (Devine et al., 2000). Ces projections 
cytoplasmiques sont également observées sur les cellules hypophysaires de ratte et l’E2 en 
augmente la taille (Antakly et al., 1980). Chez les femmes traitées par chimiothérapie, les 
microvillosités ovocytaires régressent mais cette régression est inhibée par un traitement par des 
œstrogènes (Familiari et al., 1993). La privation d’E2 au cours du développement ovarien chez le 
babouin inhibe le développement des microvillosités ovocytaires (Zachos et al., 2004). L’E2 a donc la 
capacité d’influer sur la mise en place et le maintien de ce support physique de communication entre 
les cellules germinales et somatiques. Ce dialogue intercellulaire joue un grand rôle dans la formation 
folliculaire (voies Notch2, Hahn et al., 2005, Trombly et al., 2009; Kit et Pi3K, Wang & Roy, 2004) or 
nous avons vu au cours de notre étude qu’il était modifié par les œstrogènes (voie Pi3K). L’altération 
du dialogue inter-cellulaire pourrait donc se jouer à la fois sur les plans chimique (voies de 
signalisation) et physique (développement des extensions cellulaires). 
 
IV. Extension aux perturbateurs endocriniens 
 
Si les effets induits par différents perturbateurs endocriniens à activité œstrogénique sont 
semblables, il est probable que les mécanismes mis en jeu diffèrent malgré tout. Conduire la même 
étude que celle présentée dans ce manuscrit avec d’autres PEO en examinant les mêmes paramètres 
permettrait d’identifier d’éventuelles caractéristiques communes à tous. Ces caractéristiques 
pourraient par la suite servir de base pour établir une liste de critères d’alerte à prendre en compte 
notamment dans le cadre des procédures standardisées d’évaluation du risque lié aux substances 
ayant potentiellement une activité œstrogénique. Par exemple, l’étude transcriptomique a mis en 
lumière d’importantes modifications de l’expression de divers gènes au cours d’une fenêtre 
temporelle très sensible aux œstrogènes. La même étude transcriptomique réalisée avec du BPA, du 
DES (dont les effets délétères sur l’humain ne font aucun doute) ou de la génistéine permettrait de 
comparer la liste des gènes dont l’expression est modifiée avec la liste générée au cours de notre 
étude. Les enrichissements découverts (présentés en figure 60) appuient cette hypothèse de 
« signature transcriptomique » mais ils sont établis par AMEN en utilisant les données publiques 
issues d’organes différents à des âges différents. Générer des données utilisant des ovaires à 1 jpn 
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affinerait cette signature. Ce principe de signature rappelle celui de la QSAR (Quantitative Structure-
Activity Relationship) qui se base sur la structure des molécules pour en prédire les effets potentiels. 
Par exemple, les cycles à doubles liaisons peuvent être bioactivés en structures époxydes, 
potentiellement génotoxiques (Benigni & Bossa, 2006). Cette signature pourrait être utilisée pour 
tester la toxicité potentielle de diverses substances et notamment les substituts actuellement 
proposés pour remplacer les composants plastiques ayant une activité endocrine comme le BPA. 
 
V. L’héritabilité des dommages liés à l’œstrogénisation néonatale 
 
Nos données actuelles indiquent que l’E2 induit des dommages directs sur l’ADN des cellules 
ovariennes. Nous n’avons pas pour l’instant évalué avec précision la nature de ces dommages. Ainsi, 
la réparation des cassures double brins fait intervenir la protéine H2AX, ce qui n’est pas le cas de la 
réparation des cassures simple brin. Il est envisagé d’évaluer la proportion de cassures simple brin 
présentes sur l’ADN des cellules ovariennes par marquage immunohistochimique soit sur coupes 
histologiques soit sur des préparations d’ovaires dilacérés et étalés sur des lames de verre. Par 
ailleurs, il serait également intéressant de savoir si les ovocytes ont une période de sensibilité 
particulière à ces dommages. On sait qu’il existe des cassures double brin physiologiquement 
induites au cours du stade leptotène de la méiose. Il est possible que ce stade soit propice aux lésions 
de l’ADN ou encore que les lésions produites à ce stade soient plus rapidement réparées que des 
lésions qui surviendraient plus tardivement. Par exemple, au stade pachytène a lieu un point de 
contrôle de la qualité de l’ADN des ovocytes. Il serait donc intéressant de savoir si l’ADN peut être 
altéré après ce contrôle, lorsque l’ovocyte est entré en quiescence, et si les lésions induites 
deviennent alors persistantes voire transmissibles. Le suivi par qPCR de l’expression de gènes 
impliqués dans la réparation de l’ADN pourrait nous permettre de savoir si l’ovaire répare son ADN 
après la fenêtre physiologique de réparation liée à la méiose. La persistance des lésions de l’ADN 
pourrait être évaluée par un test des comètes réalisé chez l’animal prépubère. Le test des comètes 
présente cependant une lacune majeure : la lyse cellulaire rend impossible le double marquage qui 
permettrait de s’assurer que la cellule « comète » est un ovocyte et non une cellule somatique. Or le 
tri cellulaire est extrêmement difficile sur ce tissu. Le tri par FACS (Fluorescent Activated Cell Sorter) 
nécessiterait soit un animal transgénique exprimant la GFP (Green Fluorescent Protein) dans ses 
ovocytes sous le contrôle d’un promoteur de gène spécifique de l’ovocyte, soit un anticorps 
spécifique des ovocytes. Mais cette spécificité se heurte à une autre lacune expérimentale : l’ovocyte 
perd parfois l’expression de certains de ses marqueurs spécifiques quand il s’engage dans l’apoptose, 
ce qui biaiserait le tri. 
Compte tenu des lésions induites par le traitement sur la cellule germinale, certaines équipes se sont 
intéressées aux effets transgénérationnels des perturbateurs endocriniens. Ainsi, chez la souris, 
l’exposition (néonatale ou prénatale) des femelles entraine une augmentation de l’incidence 
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d’adénocarcinomes vaginaux chez leurs descendantes (F2 ; Newbold et al., 1998). Chez des souris 
non traitées issues de mères et de grand-mères traitées toute leur vie avec de la génistéine, la 
cyclicité semble altérée mais pas la fertilité (NIH, 2008a ; NIH, 2008b). Les souris femelles issues de 
mères traitées brièvement in utero avec du BPA présentent des anomalies morphologiques de 
l’utérus et des altérations épigénétiques (Hiyama et al., 2011). La perturbation de la 
reprogrammation épigénétique ovocytaire par une exposition à du BPA entraine l’altération de 
l’expression des gènes de l’embryon ainsi que l’expression des gènes dans le placenta (Susiarjo et al., 
2013). Le métoxychlore induit une hyperméthylation de loci appartenant à la séquence du 
promoteur de Erβ ou encore dans la séquence de Pten, régulateur de la voie Pi3K/Akt (Uzumcu et al., 
2012). La voie Pi3K/Akt est également altérée épigénétiquement par un traitement au DES (Bredfeldt 
et al., 2010). Toutes ces données prouvent que les voies épigénétiques sont également à considérer 
au cours de l’étude des perturbateurs endocriniens et de leur influence sur la fonction reproductive. 
La détection des marques épigénétiques nécessite cependant des techniques qui n’ont pas été 
décrites dans ce manuscrit telles que le séquençage après traitement au bisulphite de sodium. Cette 
méthode permet la détection des sites méthylés. La méthylation protège le site méthylé 
(appartenant à des ilots CpG) de la conversion des Cytosines en Uraciles après traitement au 
bisulphite. Le séquençage permet ensuite, grâce à l’alignement de séquences sur la séquence de 
référence, de détecter les sites méthylés. On peut envisager sur notre modèle un traitement de 3 
jours à partir  de la naissance pour un séquençage à 3 jpn de gènes impliqués dans la voie des Pi3K, 
de gènes impliqués dans l’apoptose ou encore la méiose ainsi que de gènes soumis à empreinte, tels 
que Igf2r, Lit1, Snrnp ou Zac1. Pour s’affranchir du séquençage, il est également possible de dessiner 
des amorces de PCR comprenant des bases complémentaires des Cytosines sur les gènes cibles. Si 
une méthylation est apparue, le C sera changé en U et il n’y aura pas d’amplification. À l’inverse, des 
amorces portant le complémentaire de l’U permettront de détecter une déméthylation. Cette 
technique est appelée « PCR méthylation-spécifique ». Par ailleurs, des anticorps spécifiques 
d’évènements épigénétiques ont également été développés, permettant une étude 
immunohistochimique ou par immunoprécipitation de chromatine (ChIP) à des âges différents pour 
tester la persistance des éventuelles modifications. 
 
VI. Comparaison inter-espèces : extrapolation à l’Homme ? 
 
Les troubles de la fertilité féminine (puberté précoce, irrégularité des cycles, endométriose 
sénescence ovarienne précoce, ovaires polykystiques) augmentent parallèlement avec le nombre de 
perturbateurs endocriniens présents dans l’environnement (Crain et al., 2008). Or on retrouve 
beaucoup de ces troubles dans les modèles animaux, notamment chez les rattes traitées juste après 





1. VARIATIONS INTER-ESPÈCES : CAS DES RONGEURS 
 
Parmi les modèles animaux les plus communs, les petits mammifères (et notamment les rongeurs) 
sont de loin les plus fréquemment utilisés. Mais l’œstrogénisation néonatale semble induire des 
effets contradictoires chez la ratte, la souris et le hamster. 
 
 Nombre d’ovocytes Fragmentation des nids Transition vers stade primaire 
Hamster ↗ Arrau et al., 1983 ou ↗ Wang & Roy, 2007  
Souris ↗ Jefferson et al., 2006 
    Pepling et al., 2010 
    Karavan & Pepling, 2012 
 
↘ Lawson et al., 2011 
↘ Chen et al., 2007b 
    Iguchi et al., 1986 
    Jefferson et al., 2006 
    Karavan & Pepling, 2012 
    Kirigaya et al., 2006 
↗ Chao et al., 2012 
 
↘ Karavan & Pepling, 2012 
     Zhang et al., 2012b 
     Kim et al., 2009 
Rat ↘ Kipp et al., 2007 
    Sotomayor-Zarate et al., 2008 
    Sotomayor-Zarate et al., 2011 
    Chalmey et al., 2013 
↘ Kipp et al., 2007 
     Losa et al., 2011 
     Rodriguez et al., 2010 
↘ Ahn et al., 2012 
    Kezele & Skinner, 2003 
 
↗ Rodriguez et al., 2010 
     Yamamoto et al., 2003 
 
Compte tenu de l’utilisation au cours de ces études de doses différentes et même de composés à 
activité œstrogénique différents, il est possible que les apparentes contradictions entre les effets 
soient en partie liées à l’action différente des doses fortes et faibles. Cette divergence entre les effets 
des doses faibles et fortes, observée chez le hamster ou une dose dite « faible » accélère la 
fragmentation des nids ovocytaires mais ou une dose plus forte ne modifie pas cette fragmentation 
(Wang & Roy, 2007), est fréquemment rencontrée dans l’étude des perturbateurs endocriniens 
(Faber & Hughes, 1991, Almstrup et al., 2002, Rubin & Soto, 2009, Adewale et al., 2009). On peut 
également noter chez la souris des variations de sensibilité au traitement (pour un même composé et 
une même dose) en fonction de la souche utilisée (Pepling et al., 2010).   
 
2. VARIATIONS INTER-ESPÈCES : PETITS MAMMIFÈRES VERSUS GROS MAMMIFÈRES 
 
Après avoir découvert que l’injection néonatale de stéroïdes induisait une infertilité chez le rongeur, 
certaines équipes ont essayé d’injecter des stéroïdes juste après la naissance à des génisses, des 
truies et des chiennes. Mais ce traitement n’a affecté ni la puberté ni la fonction de reproduction. Les 
auteurs font alors l’hypothèse qu’à la naissance ces animaux sont déjà trop matures (Zimbelman & 
Lauderdale, 1973). Ce sont toutes des espèces à formation folliculaire et différenciation 
hypothalamique in utero. Ça n’invalide pas pour autant la théorie hormonale de la formation 
folliculaire. En effet, chez la vache, espèce à histogenèse folliculaire in utero, l’ovaire fœtal synthétise 
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des œstrogènes (peut-être grâce à la coopération entre la glande surrénale et l’ovaire embryonnaire) 
et ce taux s’effondre au moment de la transition des follicules primordiaux vers le stade primaire.  
De plus, l’œstrogénisation néonatale de brebis entraine une accélération de la transition du stade 
« follicule primordial » à « primaire » à 30 jpn (Rivera et al., 2011) suggérant une modification de la 
dynamique de recrutement folliculaire semblable à celle observée chez des rongeurs traités (voir 




Les primates d’élevage sont physiologiquement les modèles les plus proches de l’Homme, mais peu 
d’études concernant l’influence des perturbateurs endocriniens sur la fonction de reproduction sont 
menées sur ces espèces. Ainsi la privation d’œstrogènes au moment de la formation folliculaire chez 
le babouin engendre une diminution de la fragmentation des nids ovocytaires et une réduction du 
nombre de follicules primordiaux formés (Zachos et al., 2003; Albrecht & Pepe, 2010). Ceci est 
cohérent avec les observations faites sur les souris privées d’œstrogènes (Britt et al., 2004), 
démontrant que les modèles murins peuvent refléter des modèles de primates. Les études de Zachos 
et Albrecht ont été menées suite à la privation d’œstrogènes mais il y en a peu sur la surexposition 
de primates à des œstrogènes ou des substances dotées d’activité œstrogénique. Une autre étude, 
chez le singe rhésus, rapporte que l’exposition à du BPA réduit la fragmentation des nids ovocytaires 
et augmente la survenue de MOF (Hunt et al., 2012). Chez des lémuriens, l’administration 
d’œstradiol affecte le ratio « follicules primordiaux / follicules primaires » (Kumar, 1968), comme 
dans le cas des rongeurs traités. Toutefois il n’est pas précisé si cette altération est liée à une 
modification de la survie folliculaire, de la fragmentation des nids ou de la dynamique de 
recrutement. Il n’y a pas d’informations sur les capacités reproductives de ces animaux.  
 
4. DES MODÈLES DE LABORATOIRE À L’HOMME 
 
Des dérivés de tissus humains sont utilisés in vitro pour étudier les perturbateurs endocriniens. Par 
exemple, la lignée cellulaire MCF-7 (issue d’une patiente atteinte d’un cancer du sein) est utilisée 
pour évaluer le potentiel œstrogénique de produits chimiques puisque ces cellules portent des 
récepteurs des œstrogènes et prolifèrent en présence d’œstrogènes (Brooks et al., 1973). La lignée 
NCI-H295 (issue d’un corticosurrénalome humain, Gazdar et al., 1990) exprime toutes les enzymes de 
la stéroïdogenèse et constitue donc un outil de choix pour comprendre comment un PE peut 
interférer dans la synthèse des stéroïdes sexuels. Cependant il n’y a pas de modèle in vitro disponible 
pour étudier la formation folliculaire suite à divers traitements. En effet, si la fonction et le 
développement testiculaires du fœtus humain peuvent être évalués in vitro en culture organotypique 
(Lambrot et al., 2006 ; Mazaud-Guittot et al., 2013) grâce à la récupération de testicules fœtaux 
après une Interruption Volontaire de Grossesse (IVG), cette technique est difficilement applicable à 
l’ovaire. En France, le délai légal pour une IVG est fixé à 12 semaines de grossesse, soit environ 5 
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semaines trop tôt pour évaluer la formation folliculaire après mise en culture des ovaires fœtaux. Ce 
délai n’est pas le même partout. Ainsi, il est de 24 semaines dans certains pays anglo-saxons, ce qui 
permet l’étude de la formation folliculaire humaine (Fowler et al., 2011). 
Les modèles les plus proches, physiologiquement, sont les modèles de primates non humains. Ils 
présentent cependant un certain nombre d’inconvénients rendant leur utilisation contraignante : 
coût élevé, contraintes techniques (animalerie, personnels), durée de vie longue et maturité sexuelle 
tardive ce qui rend difficile l’étude à long terme des fonctions reproductives. L’utilisation de 
rongeurs, bien que plus éloignés physiologiquement, présente malgré tout de nombreux avantages : 
coûts moins élevés, durée de vie plus réduite, maturité sexuelle rapide, facilité de manipulation.  
A. Formation folliculaire et milieu endocrine 
La formation folliculaire est un processus complexe dont le début et la fin sont difficilement 
détectables avec exactitude. Si le début est considéré comme la première fragmentation de nids 
aboutissant à la formation du premier follicule, la fin est plus délicate à définir. On ne peut 
considérer que la formation folliculaire est finie lorsqu’on n’observe plus de nids non fragmentés 
puisque dans de nombreuses espèces les MOF sont physiologiques. Je n’indiquerai donc ici que des 
approximations qui donnent cependant une estimation de la durée de ce phénomène de formation. 
 
 Formation folliculaire Référence 
Ratte 0 à 3 jpn Beaumont & Mandl, 1962 
Souris 0 à 3 jpn Pepling & Spradling, 2001 
Hamster 7 jpn - ? Weakley, 1967 ; Roy & Hughes, 1994 
Vache ≈ 12 à 20 semaines de gestation Fortune et al., 2011 
Brebis ≈ 75 à 100 jpc Juengel et al., 2002 ; Sawyer et al., 2002 
Singe rhésus ≈ 14 semaines de gestation à ? Revue, Padmanabhan & Veiga-Lopez, 2011 
Femme ≈ 17 à 26 semaines de grossesse Revue, Hartshorne et al., 2009 
 
Le déroulement post-natal de la formation folliculaire murine présente certains avantages (évoqués 
dans la première partie de cette discussion) mais représente également un inconvénient majeur dans 
le cadre d’une étude sur le développement ovarien: la formation folliculaire humaine, celle des 
primates non-humains et des ruminants se déroule in utero. Ceci implique que l’environnement 
endocrine au moment de cette formation est lié à celui du fœtus mais aussi à celui de la mère et à la 
capacité de l’organisme maternel à protéger le fœtus des perturbateurs endocriniens présents dans 
l’environnement.  
Chez la ratte, le taux d’œstrogènes circulants diminue après la naissance. Or chez la femme, la 
formation folliculaire a lieu au moment où le taux circulant d’œstrogènes augmente (Levitz & Young, 
1977). Ces œstrogènes ont pour fonction de participer à la synthèse de la progestérone et moduler la 
maturation de l’axe hypothalamo-hypophyso-adrénocortical fœtal (pour revue, Albrecht & Pepe, 
2010). La synthèse de ces œstrogènes résulte de la coopération entre l’organisme maternel, le 
placenta (doté de plusieurs enzymes de la stéroïdogenèse) et le fœtus. Il existe un œstrogène 
spécifiquement produit en grande quantité au cours de la grossesse : l’estriol (E3). Son potentiel 
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œstrogénique est 100 fois plus faible que l’E2 et 10 fois plus faible que l’E1 mais il conserve une 
grande efficacité pour augmenter et réguler le flux sanguin utéroplacentaire nécessaire au 
développement fœtal (pour revue, Mesiano, 2009). L’utilisation d’E3 au lieu d’E2 au cours du 
développement pourrait être un moyen de protection du fœtus contre une imprégnation 
œstrogénique trop importante. Par ailleurs le fœtus lui-même développe sa propre protection contre 
les œstrogènes maternels : il possède une grande capacité de sulfoconjugaison des œstrogènes dans 
de multiples tissus (notamment foie, intestin, poumon et glande surrénale ; pour revue, Mesiano, 
2009). Il met également en place la synthèse de protéines de liaison. L’alfa-fœtoprotéine (AFP) est 
une protéine synthétisée par le foie fœtal (humain ou murin) (Gitlin & Boesman, 1967). Si la capacité 
de l’AFP murine à se lier aux stéroïdes (et notamment aux œstrogènes) n’est pas débattue, celle de 
l’AFP humaine est controversée. Certaines études démontrent que l’AFP humaine est incapable de se 
lier à l’œstradiol (Nishi et al., 1991 ; Swartz & Soloff, 1974), alors que d’autres démontrent le 
contraire (Uriel et al., 1972 ; Vakharia & Mizejewski, 2000). Toutefois, l’AFP (murine ou humaine) 
possède une activité inhibitrice de croissance sur les cellules (d’origine murine ou humaine) qui se 
multiplient sous l’influence d’E2 (Soto & Sonnenschein, 1980 ; Vakharia & Mizejewski, 2000). Cette 
capacité serait due à la fois à la liaison à E2 mais aussi à la fixation de l’AFP sur les récepteurs des 
œstrogènes sans les activer (Vakharia & Mizejewski, 2000).  
Chez l’homme, une élévation du taux d’AFP fœtale a été corrélée à la survenue de cryptorchidie 
(défaut de masculinisation fœtale par inhibition de la descente testiculaire, Boyd et al., 2006). Cette 
dernière étude a conduit à l’hypothèse selon laquelle l’élévation de l’AFP serait un mécanisme de 
protection du fœtus contre les perturbateurs endocriniens mais que ce mécanisme serait saturable. 
Ceci est cohérent avec des observations chez des souris femelles : si le gène de l’AFP est invalidé, les 
troubles observés à l’âge adulte sont concordants avec ceux découlant d’une œstrogénisation 
néonatale au cours de la période de formation folliculaire et différenciation hypothalamique 
(Gonzalez-Martinez et al., 2008 ; voir « introduction ». I.3.A. iii ). Il existe d’autres molécules capables 
de se lier aux œstrogènes. C’est le cas de l’albumine et de la Sex Hormone Binding Globulin (SHBG). 
Ainsi, au cours d’une étude cas / contrôle sur la survenue de cryptorchidie, il a été démontré que la 
part d’œstrogènes non liés était plus importante chez les femmes enceintes dont le fils était 
cryptorchide (Bernstein et al., 1988). Au cours de cette même étude, les auteurs ont établi que la 
SHBG assurait la plus grande part de liaison et que la part liée par l’albumine augmentait avec le taux 
d’œstrogènes mais cette augmentation était insuffisante pour protéger le fœtus.  
 
B. Fertilité et cancérogenèse 
 
Bisphénol A :  
Chez les femmes sous traitement contre l’infertilité, le taux sérique de BPA est inversement corrélé 
au nombre d’ovocytes obtenus après stimulation ovarienne en vue d’une Fécondation In Vitro (Mok-
Lin et al., 2010). Le taux urinaire est également corrélé avec la survenue de défaut d’implantation 
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(Ehrlich et al., 2012). Ces données sont cohérentes avec celles recueillies chez le rongeur (Varayoud 
et al., 2011). 
 
Diethylstilbestrol : 
Cette molécule a été associée chez les femmes exposées in utero à une augmentation du risque 
d’avortement spontané et une réduction de la fertilité (Hoover et al., 2011) tout comme les rattes 
traitées juste après la naissance (Ohta et al., 2012). Au-delà des similitudes concernant la fertilité, la 
survenue d’adénocarcinome vaginal chez les jeunes filles exposées in utero (Herbst et al., 1971) a 
également été observée chez la souris (Newbold et al., 1998). Il apparait donc que malgré les 
différences physiologiques, le modèle murin permet de reproduire les observations 
épidémiologiques et constitue un modèle pertinent pour étudier les mécanismes mis en jeu dans la 
survenue de ces anomalies.  
Au cours de notre étude, nous n’avons pas relevé de tumeurs chez nos animaux traités bien que 
l’œstradiol soit un cancérigène connu (pour revue, Liehr, 2000). Toutefois l’étude a été interrompue 
lorsque les animaux ont atteint 8 mois, il est donc possible que ce sacrifice ait eu lieu trop tôt pour 




Compte tenu notamment de l’influence des perturbateurs endocriniens à activité œstrogénique sur 
la cellule germinale femelle, la question de l’héritabilité des dommages est de plus en plus abordée. 
Par exemple, l’exposition à du BPA entraine des anomalies méiotiques dans les ovaires fœtaux 
humains mis en culture (Brieno-Enriquez et al., 2011; Brieno-Enriquez et al., 2012) ainsi que dans les 
ovaires de souris et de macaques (Lenie et al., 2008 ; Susiarjo et al., 2007 ; Hunt et al., 2012). Or le 
BPA a également été corrélé à la survenue d’anomalies caryotypiques humaines (Yamada et al., 
2002). Ceci démontre que l’atteinte génotoxique maternelle peut être transmise à la génération 
suivante. La mise en place d’empreintes épigénétiques altérées, démontrée chez l’animal, est donc 
également fortement suspectée chez l’homme pour expliquer la survenue de diverses pathologies 
ainsi que des anomalies de la reproduction (pour revue, Alegria-Torres et al., 2011 ; Mathers et al., 
2010). 
D’après les études épidémiologiques, les filles issues de mères exposées elles-mêmes in utero à du 
DES n’atteignent pas la puberté précocement (Wilcox et al., 1995) mais il serait possible que leur 
probabilité de développer un adénocarcinome soit plus élevée que parmi la population non exposée 
(Blatt et al., 2003). Il n’y a encore que peu de cas mais ceci serait cohérent avec les résultats d’études 
menées chez la souris (Newbold et al., 1998). La fertilité de ces femmes serait également altérée 
(Titus-Ernstoff et al., 2006) tout comme celle des femmes dont la mère a été exposée in utero à un 
insecticide (DDT ; Cohn et al., 2003). La transmissibilité des dommages liés à l’exposition à des 
perturbateurs endocriniens ne se fait pas seulement de mère en fille puisque les garçons issus de 




D. Complexité des expositions humaines : doses et voies d’exposition 
 
Il semble cependant que les effets des œstrogènes sur la fonction de reproduction féminine soient 
liés à la dose reçue. Si certains évènements relèvent de l’exposition ponctuelle à une dose très forte 
(comme ce fut le cas pour le DES), la plupart des expositions humaines ont lieu à faible dose mais de 
façon continue (via la nourriture, un environnement pollué ou dans un cadre professionnel). La dose 
sans effet (No Observed Effect Level) du 17β-œstradiol a été déterminée et validée par le JECFA1 
réuni en 1999. Cette dose (10 µg/kg/jour) correspond environ à la dose 0.1 µg/jour utilisée au cours 
de notre étude.  
Par ailleurs, la plupart des études prennent en compte et analysent les mécanismes d’action d’une 
seule molécule à la fois. Or notre environnement contient non seulement des perturbateurs 
endocriniens à activité œstrogénique de nature multiple mais aussi des PE à activité anti-
œstrogénique, androgéniques, anti-androgéniques… dont les effets combinés peuvent différer de la 
somme des effets observés séparément (principes de chimioprotection ou au contraire de synergie, 
Jacobsen et al., 2010). Plus important encore, le mélange de plusieurs molécules à des doses dites 
« sans effet » peut induire des effets délétères. Ceci a été démontré sur des perturbateurs 
endocriniens faiblement œstrogéniques (Silva et al., 2002). 
La voie majoritaire d’exposition des populations humaines à ces perturbateurs endocriniens est la 
voie orale (via l’alimentation). Toutefois il est possible d’être également exposé par voie respiratoire 
ou cutanée. La multiplicité des voies d’expositions et des composés présents dans l’environnement 
rend l’évaluation des risques liés aux perturbateurs endocriniens extrêmement complexe. 
 
 
                                                          
1
 JECFA: Joint FAO/WHO Expert Comittee on Food Additive. FAO: Food and Agricultural Organization, WHO: 

























Au cours de mon étude, j’ai démontré que le traitement de rattes par des œstrogènes entre 
leur naissance et 3 jours induisait une réduction dose-dépendante de leur nombre d’ovocytes. Bien 
que le traitement entrave le développement normal du système de détoxication hépatique et 
ovarien, l’animal est capable d’accroître ses capacités d’élimination du traitement. Ces capacités sont 
toutefois insuffisantes pour bloquer les effets des œstrogènes. Ceux-ci modifient notamment 
l’apoptose physiologiquement observée dans l’ovaire à cet âge. Cependant, l’ovaire conserve sa 
capacité à poursuivre son développement. La puberté est avancée à la fois à la dose forte et à une 
dose 100 fois plus faible mais seule la dose forte induit une altération des cycles estriens dès leur 
mise en place et une infertilité dès 5 mois. À la dose faible, les troubles semblent ne survenir que 
plus tardivement. À 8 mois, on constate que les 2 doses étudiées altèrent le recrutement cyclique 
folliculaire de façon très différente. Tandis que les femelles traitées à dose forte sont anovulatoires 
mais que leur stock folliculaire semble normal, les femelles traitées à dose faible ont un stock 
folliculaire drastiquement réduit évoquant une sénescence reproductive précoce d’origine 
ovarienne. L’étude mécanistique à 1 jpn a révélé que le traitement induit une altération du 
transcriptome dépendante de la dose ainsi que des lésions de l’ADN plus importantes à faible dose 
qu’à forte dose. Cependant, à faible dose l’ovaire répare ses lésions tandis qu’à forte dose, les 
ovocytes empruntent la voie de l’apoptose, expliquant la réduction de 40 % du stock d’ovocytes 
constatée à 3 jpn. 
 
De façon plus générale, il est évident que les œstrogènes sont impliqués dans de nombreux 
processus physiologiques. S’ils semblent réguler différemment le développement ovarien précoce 
selon l’espèce, il n’en demeure pas moins que leur implication dans ce développement rend toute 
modification de l’homéostasie œstrogénique préjudiciable pour la fertilité du futur adulte. Une 
surdose ou une privation d’œstrogènes au moment de la formation folliculaire provoquent des 
anomalies durables chez toutes les espèces considérées. Beaucoup de pathologies humaines pour 
lesquelles on suspecte fortement les perturbateurs endocriniens grâce aux études épidémiologiques 
ont été reproduites sur des modèles animaux. Malgré les évidentes différences physiologiques entre 
la ratte et la femme, ce modèle permet l’étude mécanistique de la genèse des troubles humains 
observés. Le modèle rongeur est donc un outil pertinent pour la compréhension et la potentielle 
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Résumé 
L’ovaire est au cœur de la physiologie de la reproduction féminine. Il est à la fois à l’origine des 
ovocytes nécessaires à la fécondation et acteur des régulations paracrines et endocrines du système 
reproducteur. Les ovocytes de l’ovaire sont groupés en amas bordés de cellules somatiques et d’une 
membrane basale, formant les cordons ovariens. Ces cordons ovariens se fragmentent pour former 
les follicules ovariens. Cette fragmentation se déroule sur une courte période (in utero chez la femme 
et juste après la naissance chez les rongeurs) et fait intervenir une vague de mort cellulaire 
programmée touchant les ovocytes pendant leur méiose et un remodelage de la membrane basale. 
La formation des follicules est une période cruciale du développement ovarien puisque le stock de 
follicules formés à l’issue de ce processus est non renouvelable. Son altération peut donc être à 
l’origine de troubles de la fonction de reproduction chez le futur adulte. Il existe une fragile 
homéostasie œstrogénique en place au moment de la formation folliculaire : chez la femme, l’ovaire 
se développe in utero, sous l’influence des œstrogènes circulants maternels et la production 
ovarienne fœtale. Chez les rongeurs, les follicules se forment lors de la levée de l’imprégnation 
hormonale maternelle au moment de la naissance.  
Nous nous sommes donc attachés à comprendre comment le 17β-œstradiol (E2), œstrogène 
endogène, pouvait contribuer à la mise en place des follicules. Pour cela, des rattes Sprague-Dawley 
ont été traitées pendant la période de formation des follicules avec de l’E2 à différentes doses.  
Au cours de mon étude, j’ai démontré que le traitement de rattes par des œstrogènes entre leur 
naissance et 3 jours induisait une réduction dose-dépendante de leur nombre d’ovocytes. Bien que le 
traitement entrave le développement normal du système de détoxication hépatique et ovarien, 
l’animal est capable d’accroître ses capacités d’élimination du traitement. Ces capacités sont 
toutefois insuffisantes pour bloquer les effets des œstrogènes. Quelle que soit la dose d’E2 utilisée, 
la puberté est plus précoce chez les femelles exposées mais toutes sont fertiles, au moins 
transitoirement. Mais le traitement induit une dégradation rapide des capacités reproductives. 
L’ovaire est cependant altéré de façon différente en fonction de la dose. L’E2 modifie la dynamique 
folliculaire chez l’adulte, longtemps après l’arrêt du traitement. Si une forte dose d’E2 réduit la survie 
des ovocytes lors de la formation des follicules et conduit à une infertilité secondaire due à un 
dysfonctionnement général du tractus reproducteur, une dose faible n’affecte pas la survie des 
ovocytes à court terme mais conduit à une sénescence reproductive précoce vraisemblablement 
d’origine ovarienne. La source de ces troubles pourrait résider dans les effets précoces de 
l’exposition à E2 : cette molécule altère le transcriptome ovarien et induit de nombreuses lésions de 
l’ADN des cellules ovariennes. Les conséquences d’une exposition aux œstrogènes pendant la 
période critique de formation folliculaire dépendent fortement de la dose : une dose sans effet sur la 
survie des ovocytes est malgré tout capable d’induire d’importantes anomalies. 
 
